"! " | Direccion Direcciéon
de Servicios
L H Académicos | d€ Bloterio

UNIVERSIDAD AUTONOMA DEL ESTADO DE HIDALGO
DIRECCION DE SERVICIOS ACADEMICOS
DIRECCION DE BIOTERIO

Programa de Atencion Médica

Veterinaria

Fecha de elaboracién: 26/03/2025

Fecha de actualizacion: Version: 1

S '("' Elabord
Aﬁ% V wz AW Angeles
\ nip’Samperio Ange
% e

MVZ Fernanda Alejandra
Guevara Carreén
Responsable de Produccién
Animal y Calidad del Bloterio

Circuito ex-Hacienda La Concepcion s/n
Carretera Pachuca Actopan, San Agustin

WONLD n ”~ Plra Tlaxiaca, Hidalgo, México. C.P. 42160
e m Higher wi b e } Teléfono. 7717172000 Ext. 41601
o Coan? an bioterio@uaeh.edu. mx



Contenido

(O | ] 4 fo o [ VLo o] T ] o HR PP PP P PP RP PP PPPPPPPP 5
2. ODJBUIVO e 6
3. Consideraciones para reproduccién y mantenimiento de roedores................... 6
3.1 Pardmetros ambientales ... 6
T O A =T o 1= = (U U 6
3.1.2 HUMEAAA FEIALIVA. ...ttt a e e e e 6
BLL.B VENLIACION ...ttt ettt e e e e e e bbb e e e e e e e e 7
3.2 Parametros fiSiCOS-QUIMICOS .....coiviiiiiiiii e e e e e e e e eeanees 7
2 R | (34911 g F= Tod o o PP U PO PPPPPPPPPPPP 7
3.2.2 CONEIOl DI FUIHO ..ottt e e e e e e e e 7
I A o o1 1 o] e (] N[ PP PP PP P PPPPPPPPPPP 8
3.2.4 Presencia de CONtAMINANTES. ........cuuuiiiiiiiee et e e e e e e e e e 8
3.3 Pardmetros de alojami€nto .......ccuuuiiiiiiiieiieiie e 8
T T A Y o= T [ IR/ = PSSP 8
B.BL2 JAUIAS ...ttt e e a e e e e 9
3.3.3 BEDEUEIOS Y COMEUEBIOS .....ceveiiiiiiiiiiiieieieee ettt ettt ettt ettt ettt et e e e e e e e e eeees 9
R TR JE 01 o - PP PP 10
I O U T- 14T 01 (=] 1 = B PP P O PP P PP PP PPRURPP 10
3.5 Inspeccion, diagndstico y control de enfermedades. .......ccccceeeviieiiiiiiiiiiieeneee, 11
4. Actividades en el area de produccion animal ..........cccoooiiiiiiiiiieeeniiiiiiiieee e 11
4.1. Vestimenta y equipo paraingresar alas areas de produccién animal ............... 11
4.2. Actividades del responsable del area de produccion animal ............ccccceeeeennnns 12
4.3 Procedimientos CliNICOS VELErNAIiOS .......couiiiiiiiiiiiieee et 13
4.3.1 Revision general de [0S aniMmales.............ceeiiiiiiiiiiiiiiiie e 13
4.3.2 ReViSiON CliNICA POF JAUIA ........cooiiiiiiiiiiiii e a e 13
4.3.3. Revision clinica por @nimMal.............ceeviiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiieeeeeeeeeeeeeeeeee e 14
4.3.4 Revision clinica en animales reprodUCIOrES ...........ceuiieeiiiiiiiiiieeiee e eeiiiieeeea e e e 15
5. Aspectos biolégicos de roedores utilizados en investigacion............cccccooo...... 15
5.1 Biologia del FatOn .......oooiiiiiiiiiieee e 15
5.1.1 Constantes fiSIOIOQICAS .........ccevviiiiiiiiiiieee e 15
5.1.2 LONGEVIAAM ..o 15

ST IS T O0 1 aTo [8Tox 7= 1r=1 01110 1= | TP 16



5.1.4 Man€jO reProdUCTIVO .......ccciviiiiiiii e eee et e e e e e et e e e e e e e et a e s e e e e e e earraaa e e eeaas 17

5.1.4.1 CiClO ESIral....cccoeiiiiiiiiiieeee e 17
5.1.5 Man€jO NULMCIONAL........coieiiieiiiiice e e e e e e e e e r e e e e e e 17
5.2 Biol0gia de 1@ FAtA......uuiiiiieiiiiiiiie e 18
5.2.1 Constantes fiSIOIOQICAS ........cuuuuiiii e 19
5.2.2 LONGEVITAD ......ccooiiiiiiiiiiee e 19
5.2.3 CoNAUCEA @NIMAL.......eeiiiiiiiii e 19
5.2.4 Manejo y bienestar animal ... 19
IR Y Eo T L= T T =] o] o Lo [V [ox 11/ TS 21
5.2.5.1 CICIO @SIraAl ..o 21
5.2.5.2 APAr€aAMIENTO......cceiiiiieiiii i 21
5.2.5.3 GEBSACION. ....ceeiiiiit ettt a e e e 22
5.2 5.4 PAITO ..t a e 22
5.2.5.5 PUDEITAG ....cooiiiiiiiieei ittt 23
5.2.6 Manejo NUIMICIONAL.........ccoiiiiiiiiiii 23
5.2.6.1 CaracteristiCas NULIICIONAIES ...........ccoiriiiiiiiiiiiie e 23
5.3 Biologia del JErDO .. .uuumiiiii i 25
5.3.1 CoNStantes fiISIOIOQICAS ......eeeiiiiiiiiiiiiie et a e e 25
B5.3. 2 LONQEVIAAA ... .o 25
5.3.3 Conducta animal..........coooiiiiiiiiiii 25
5.3.4 Man€jO reProdUCTIVO ......ccoiiiiiiiiiiii et e e e e et e e e e e e e e e a b e e e e 26
5.3.5 Manejo NUIMICIONAL.........cooiiiiiiiiii 27
6. Sujecién, toma de muestras y vias de administracion en roedores ................. 27
T RS = Tod [0 ) o TP PRPTRP 27
B.1.1 SUJECION UE QAITA . .uuuui i e et e e e e e e e e e e e e e e et e e e e e e e e eerraaaaaaaeaeas 28
6.1.2 SUJECION AEI PHEGUE .....eeiiiiee ettt e e e e e e 28
6.2 Toma de MUESIra SANGUINEA.........uuiiiiiieiiiiiiiiiiee et a e e e 29
6.2.1 PUNCION CAIQIACAL ....uvvveeeeiieeeieiiiie ettt e ettt e e e e e e st e e e e e e e e nnneeees 29
6.2.2 PUNCION €N punta de COIA........c..uviiiiiiie e 30
6.2.3 Puncion del SeN0 OrbItal. .........ouuiiiiiiiiee e 30
6.2.4 DECAPILACION. ..ttt ettt e e e e e e sttt e e e e e e e e bbb a e e e e e e e nnreees 31
6.3 Vias de administracion de fArmacos .........c.uuieiiiiiiiiiiii e 31

B.3.1 VIA SUDCULANCAL ... e e 31



B.3.2 VIa INTTAIMUSCUIAT .. eeee ettt e e et e et e e e et e et e e e et e et e e e e eaeeanns 31

6.3.3 VIia INtraperitON@al. .........eeiiiiiiiiiiiie e 32
6.3.4 VIia INTFAVENOSA. ...ttt e e e e e e e e e e e e e 32
6.3.5 Vi@ INTFAGASLIICA. .....eeeeeeeie ettt e e e e e e e e e e e e annneeees 32
7. Enriguecimiento ambiental ...........coooiiiiiiiiii e 33
8. MediCina PreVeNTIVA.....ccooii it 34
8.1 EXamen COProparasitOSCOPICO ..coiiiieiiiiiiiiiii e eee et e e e e et e e 34
8.1.1 Técnica de flOtACION. .......cciiiiiiiiie e 34
8.2 EXAMEN UITNAITO .ottt e e e e e e e e e e e e e 37
8.2.1 Analisis fiSiCO-qQUIMICO A& OFN@...........coviiiiiiie e e 37
8.2.2 Examen microscépico de sedimento UMNAIIO .........cooviuvrireiiieeeeiiiiiiieeeee e e e 38
8.3 NECropsSia SISTEMALICA .....cciiieiiiiiei e e e e e e e e e 42
8.3.1 EXAMEN EXIEINO ...veiiie ettt e e e e e e e 42
8.3.2 EXAMEN INTEIMO. ..ceiiiiiiii ittt e e e e r e e 43

9. BiBHOGrafid. ..o 51



1. Introduccién

El bioterio es una instalacion esencial para la investigacion y docencia, donde se lleva
a cabo la reproduccion, manutencion y control de animales de laboratorio bajo estrictos
estandares genéticos, microbiol6gicos y ambientales. Estos animales, al ser modelos
biol6gicos fundamentales para el avance cientifico, requieren un manejo especializado que
garantice su bienestar, salud y calidad, asegurando asi la confiabilidad y reproducibilidad
de los resultados experimentales. En este contexto, el Programa de Atencion Médica
Veterinaria (PAMV) es indispensable para mantener en condiciones Optimas las actividades
en el bioterio, cumpliendo con normativas éticas, de bioseguridad y de buenas practicas de
laboratorio.

La importancia del PAMV abarca desde la prevencién de enfermedades hasta el manejo
del estrés animal, la nutricion adecuada y el control ambiental. Dado que los animales de
laboratorio son altamente sensibles a variaciones en su entorno, cualquier alteracion en su
salud puede comprometer no solo su bienestar, sino también la confiabilidad de los estudios
que se realizan dentro de las instalaciones. Por ello, el programa establece protocolos de
vigilancia sanitaria, cuarentena, prevencion, diagndéstico temprano y tratamiento de
patologias, reduciendo al minimo los factores que puedan introducir sesgos en la
investigacion. Ademas, el programa incluye descripciones de distintos procedimientos
clinicos veterinarios, la biologia de los diferentes biomodelos y procesos de sujecion, toma
de muestras y vias de administracién en roedores, mismas que complementan las
actividades realizadas en el area de Produccién del Bioterio.

Por lo tanto, el Programa de Atencién Médica Veterinaria no solo salvaguarda la salud
animal, sino que también sustenta la calidad cientifica, la seguridad laboral y la ética en la
investigacion, consolidando al bioterio como un entorno confiable para generar

conocimiento traslacional y formar capital humano especializado.



2. Objetivo

El presente manual tiene como objetivo brindar a los usuarios los conocimientos
necesarios sobre los procedimientos establecidos en el &rea de producciéon animal, con
especial énfasis en la identificacion temprana de alteraciones en la salud y el bienestar de
los animales. Esto incluye la deteccién de signos que indiquen alguna alteracion en la salud
animal como anomalias en el pelaje, postura, lesiones visibles o comportamientos atipicos,
con el fin de garantizar la calidad genética y el estado sanitario de los biomodelos.

De igual manera, se busca establecer criterios claros para la prevencion, diagndéstico
y/o prondstico de alteraciones en los animales, permitiendo tomar decisiones oportunas que
prevengan el sufrimiento innecesario y aseguren un manejo ético.

Por otro lado, el manual contempla las condiciones ambientales que influyen en la salud
animal, diferenciando entre: Macroambiente: el espacio general (sala o area) donde se
alojan los animales; Microambiente: el entorno inmediato dentro de las jaulas.

De esta manera, se promueve un manejo estandarizado que contribuya al bienestar

animal, la confiabilidad de los procesos y el cumplimiento de normativas éticas y técnicas.

3. Consideraciones para reproduccién y mantenimiento de roedores

3.1 Parametros ambientales

3.1.1 Temperatura

Este pardmetro puede intervenir sobre la fertilidad, ingesta de agua, alimento,
velocidad de crecimiento, susceptibilidad a infecciones y con ello afecta la investigacion y
procesos que se realizan con los biomodelos.

Para prevenir, se deben evitar los cambios bruscos de temperatura y debe llevarse
un registro de la misma utilizando termémetros que nos indiquen la temperatura minima y
méxima. De igual manera, se debera tener en cuenta que la temperatura ambiente es
afectada por el tipo de jaula y el material de cama utilizado, el uso de tapas o filtros, la edad,
sexo, cepa, la especie animal y la densidad de poblacion. El rango va de 18 a 26°C segun
la norma NOM-062-Z00-1999.

3.1.2 Humedad relativa

Este parametro esta relacionado con la temperatura dado que los cambios en la

humedad relativa afectan la capacidad de mantener una homeostasis térmica, el



desemperiio del animal y la susceptibilidad a las enfermedades. Se recomienda un promedio
de 50% con rango de 40% al 70% (NOM-062-ZO0-1999).

3.1.3 Ventilacién

El movimiento del aire dentro de las instalaciones influye en la temperatura, la
humedad y las particulas gaseosas del ambiente. El indice de ventilacion que se debe tener
va a depender de la especie, edad, sexo, densidad de poblacion, limpieza, calidad del aire
circulante, humedad y temperatura. Las instalaciones para animales de laboratorio deben
poseer un sistema de ventilacion eficaz, que permita un recambio de aire ambiental que
cubra un rango minimo de 15 a 18 recambios de aire por hora. El sistema debe funcionar
ininterrumpidamente las 24 horas del dia, a fin de favorecer una definicion ambiental (NOM-
062- ZO0-1999).

3.2 Parametros fisicos-quimicos

3.2.1 lluminacién

Es un pardmetro significativo que influye en las respuestas fisiolégicas de los
biomodelos relacionadas con la intensidad, calidad y fotoperiodo. La intensidad de luz
recomendada es de 807 a 1347 limenes por m? y sin reflejos. Un nivel de 200 lux ha
demostrado ser adecuado para la reproduccion y comportamiento social. La intensidad
luminosa puede influir en la agresividad y canibalismo en roedores. El fotoperiodo es sin
duda el factor mas importante en los animales y la luz tiene influencia en los ritmos
circadianos. Los ciclos de luz/oscuridad afectan en la reproduccién y madurez sexual y la
NOM-062-Z0O0-1999 recomienda 300 lumenes de intensidad luminica para el alojamiento

de roedores.

3.2.2 Control del ruido

El ruido es un parametro que puede provenir tanto de los animales como de las
actividades realizadas dentro del bioterio. El efecto que tiene sobre los animales dependera
de la intensidad, frecuencia, aparicion, la especie y cepa que se trate. Con ruidos intensos
se han reportado alteraciones en el sistema digestivo, inmunolégico, cardiaco y de
comportamiento. Los cuartos de produccion deben contar con dispositivos de contencion y

control de ruido en equipos rodables, carros de servicio y en areas que generan ruidos



excesivos como actividades de lavado o bien, ruidos externos. La intensidad de ruido no

debe ser mayor a 85 dB.

3.2.3 Control del Aire

El control del aire, es un parametro que depende del nimero de particulas suspendidas
en el ambiente, la proporcién de gases formados y la calidad propia del aire. Por lo tanto,
los cuartos de produccion deben contar con filtros de aire y la ventilacién adecuada para
evitar acumulacion de particulas o gases que pueden interferir en la calidad de vida de los

biomodelos.

3.2.4 Presencia de contaminantes
Dentro de la acumulacion de gases nocivos, principalmente en el microambiente de los
biomodelos, el méas frecuente es el amoniaco. Dicho parametro puede influir en el
metabolismo y la capacidad respiratoria de los animales y personal del bioterio. El estandar
del Instituto Nacional para la Seguridad y Salud Ocupacional para humanos establece como
limite de exposicion ponderado en el tiempo de 8 horas, 25 ppm de amoniaco. De esta
manera, es importante un control interno que permita realizar analisis para el monitoreo de

la concentracion de amoniaco y de esta manera prevenir dafios a corto y largo plazo.

3.3 Parametros de alojamiento

3.3.1 Espacio vital

Cada individuo necesita de un lugar para el desempefio de sus funciones vitales. Los
pardmetros que pueden controlarse son: La densidad de poblacion, que influye en
parametros fisiolégicos y psicoldgicos; La introduccidon de nuevos animales a las jaulas,
debido al cambio en el microambiente, pues establece una interrelacién y comportamiento
diferente al de los animales de otras jaulas. Por lo tanto, es necesario seguir las
recomendaciones sobre las medidas minimas asignadas por especie mantenida en jaula o
caja segun la NOM-062-Z00-1999 (Tabla 1).



Tabla 1. Espacio minimo para roedores de laboratorio mantenidos en jaula o caja
segun la NOM-062-Z00-1999

ANIMAL PESO EN AREA DEL PISO ALTURA EN cm DEL
GRAMOS POR ANIMAL EN PISO AL TECHO DE LA
cmz JAULA O CAJA
Rata =100 110 18
100-300 187 20
300-400 258 20
400-500 387 20
=500 452 20
Raton <10 39 12
10-15 52 12
15-25 78 12
=25 a7 12
Hamsier <Gl 65 18
60-80 84 18
&0-100 103 18
=100 123 18
Cobayo <350 387 18
>350 652 18
Jerbo <B0 65 15
Entre 60 y 80 a5 15
Entre 80 y 100 105 15
=100 125 15
3.3.2 Jaulas

Este pardametro influye en las respuestas biolégicas de los biomodelos. Es importante
considerar el material y disefio de las mismas debido a que estas caracteristicas influyen
en la cantidad de luz, sonido, aire, calor, humedad y gases que reciben los animales.

El tamafio de la jaula tiene que ser proporcional al nimero de animales que aloje. El
material de cama y nido utilizado en el piso de la jaula, por lo general es de viruta de madera
libre de gérmenes. Es necesario el cambio de cama frecuente dependiendo de las
necesidades del animal y la densidad de poblacién para evitar concentraciones altas de
amoniaco, humedad y temperatura que predispongan a enfermedades de los aparatos

digestivo y respiratorio.

3.3.3 Bebederos y comederos

Los bebederos y comederos empleados en las jaulas deben disefiarse cuidadosamente
para cumplir con las necesidades fisiologicas y comportamentales de los animales. Es
fundamental que sus dimensiones sean proporcionales al tamafio de la jaula, permitiendo
que todos los ejemplares tengan acceso constante al agua y alimento sin dificultad. El
material de fabricacién debe ser resistente al desgaste, no toxico y capaz de soportar los

rigurosos procesos de limpieza y esterilizacion requeridos en un bioterio. En el caso de los



comederos, su disefio debe garantizar que el alimento peletizado permanezca siempre

accesible para los animales, evitando pérdidas por derrame o contaminacion.

3.3.4 Cama

La seleccion de material de cama representa un aspecto crucial para garantizar el confort
y bienestar de los animales de laboratorio. El sustrato ideal debe poseer una alta capacidad
de absorcién para retener eficientemente la orina, heces y eventuales derrames de agua,
manteniendo asi un ambiente seco y saludable. Ademas, debe proporcionar un adecuado
aislamiento térmico y permitir la construccion de nidos, comportamiento natural en muchas
especies de laboratorio. Entre los materiales mas utilizados destacan el papel reciclado,
rastrojo de maiz, olote y viruta de pino procesada, todos ellos caracterizados por su
suavidad, ausencia de polvo, baja fragmentaciéon y propiedades ecoldgicas al ser
biodegradables e incinerables.

Es importante colocar una cantidad suficiente de cama que mantenga a los animales en
condiciones éptimas entre los cambios programados. En el caso de roedores pequefios, se
debe evitar el contacto entre las pipetas de los bebederos y la cama, ya que este contacto
podria causar derrames que podrian humedecer el ambiente y comprometerian el bienestar
de los animales. La eleccién cuidadosa del material de cama no solo contribuye al confort
animal, sino que también facilita las labores de mantenimiento y asegura el cumplimiento

de los estandares de higiene requeridos en las instalaciones de un bioterio.

3.4 Cuarentena

Es el periodo de aislamiento al que se someten los animales de laboratorio, en un lugar
especifico, con el fin de conocer su estado de salud. Esta practica minimiza la probabilidad
de introduccién de patégenos en la colonia. Independientemente del periodo de cuarentena
bajo el criterio veterinario, los animales deben tener un periodo de estabilizaciéon nutricional,
fisiol6gica y psicoldgica antes de ser usados. Se recomienda la separacién por especies
para evitar transmision de enfermedades y eliminar la ansiedad, posibles cambios

fisiolégicos y conductuales.



3.5 Inspeccion, diagndstico y control de enfermedades.

Los animales deben observarse diariamente, preferentemente dos veces al dia, por la
mafana y al término de las actividades rutinarias con la finalidad de identificar signos de
enfermedad, lesiones o conducta anormal.

Para los biomodelos de investigacion y docencia, se recomienda aumentar las
inspecciones clinicas, especialmente tras procedimientos quirdrgicos, invasivos o cuando
presenten signos de dolor, enfermedad o discapacidad. Cualquier signo de enfermedad,
estrés u otra alteracion debe reportarse de inmediato y, bajo criterio del médico veterinario
responsable, se tomaran las medidas pertinentes considerando el bienestar del animal, lo
establecido por el CICUAL vy la Direccién del Bioterio. Del mismo modo, se deberan aislar a
los animales con signos de enfermedades contagiosas durante el proceso de diagndstico,

tratamiento y control bajo el criterio del médico veterinario.

4, Actividades en el &rea de produccién animal

El personal a cargo de Los diferentes biomodelos, estd capacitado para realizar los
procesos de atencion diaria de los animales de laboratorio (alimentacién, limpieza,
inmovilizacion fisica). Se debera preparar previamente para identificar signos de
enfermedad, conducta anormal, conductas reproductivas, partos, destetes, dolor y
sufrimiento en estos. El uso, cuidado y manejo de los animales se realizara conforme la
NOM-062-Z00-1999 y la Guia para el cuidado y uso de animales de animales de

laboratorio.

4.1. Vestimenta y equipo paraingresar alas areas de produccién animal

El responsable del area de produccion animal deberd seguir los protocolos de
bioseguridad previamente descritos en el Manual especifico de bioseguridad y salud para
Unidades de Cuidado y Uso de Animales de Laboratorio del Bioterio de la UAEH, mismo
que se encuentra en el sitio web del Bioterio.

A continuacioén, se describen brevemente algunos puntos que debera cumplir el
personal responsable de dicha area.

El personal del area debera utilizar equipos de proteccion como guantes, gorro,
pijama quirdrgica, calzado especial y otras medidas de seguridad que disponga la direccion
del Bioterio. Al ingresar al area, con el equipo antes mencionado, debera registrar en la
inspeccion clinica del area la temperatura y humedad correspondiente de los cuartos que

alojan biomodelos.



Ademas, el personal, se encargara de verificar que los cuartos de produccion,
cuenten con un ambiente controlado en relacién a la humedad relativa, temperatura,

ventilacion, intensidad luminica, ciclos de luz / oscuridad, asi como control de ruido.

4.2. Actividades del responsable del &rea de produccién animal

El responsable del area de produccién animal debera llevar a cabo las actividades
descritas en su carga laboral y en el Manual de Procedimientos del Bioterio de la UAEH.
Asimismo, deberd registrar las siguientes actividades en el formato interno de inspeccion
clinica.

e Inspeccién clinica de los animales de produccién y mantenimiento: Se deben
realizar dos revisiones clinicas diarias a todos los animales, con especial atencion a
aguellos que presenten signos de enfermedad, lesiones, falta de respuesta a
estimulos, comportamiento anormal o que se encuentren en parto.

e Elaboracion de certificados de salud: Emitir certificados de salud para los animales
reproducidos y entregados por el Bioterio.

e Reporte mensual de existencias: Elaborar un informe mensual que incluya el
namero de animales reproductores, neonatos, reemplazos, crias, eutanasias y
casos de mortalidad.

e Registro reproductivo: Llevar un control del nUmero de partos, destetes, y del sexo
y nimero de crias nacidas en el Bioterio.

o Destete y registro de animales para mantenimiento: Realizar el destete y registrar
las hembras y machos destinados al mantenimiento del bioterio.

e Pesaje de animales: Pesar a los animales como parte del control reproductivo y
verificacién del cumplimiento de las caracteristicas requeridas por el usuario.

e Retiro de cadaveres: Retirar oportunamente los cadaveres de las jaulas de
alojamiento ubicadas en los cuartos de produccion.

e Seleccion de reemplazos: Realizar la seleccion fenotipica y genotipica de animales
de reemplazo, identificandolos mediante muesqueo, con base en el programa de
cruzamientos para animales de laboratorio del Bioterio UAEH, a fin de preservar la
calidad genética.

e Eutanasia de animales: Aplicar métodos de eutanasia aprobados por la NOM-062-
Z00-1999 a animales enfermos, en fin de su ciclo reproductivo o que no seran

utilizados, garantizando siempre el bienestar animal.



4.3 Procedimientos clinicos veterinarios

Los procedimientos clinicos veterinarios son esenciales para garantizar la salud, el
bienestar y el adecuado manejo de los animales alojados en el bioterio. Estas acciones
permiten detectar de manera oportuna signos de enfermedad, alteraciones conductuales o
fisiolégicas, y asegurar que los animales cumplan con las condiciones requeridas para
reproduccidon o experimentacion. A continuacion, se describen los principales tipos de

revisiones clinicas que deben realizarse en el area.

1.- Revision general de los animales
2.- Revision clinica especifica por jaula.
3.- Revisién clinica por animal

4.- Revision clinica en animales reproductores

4.3.1 Revision general de los animales

Para ingresar a los cuartos donde se alojen animales, se debera portar el Equipo de
Proteccion Personal correspondiente, segun lo indicado en el Manual especifico de
bioseguridad y salud para Unidades de Cuidado y Uso de Animales de Laboratorio del
Bioterio de la UAEH. Una vez cumplido este requisito, se realizara una inspeccion clinica
por cuarto, anaquel y jaula, iniciando de izquierda a derecha y de arriba hacia abajo, para
evitar omitir algin espacio. Siempre que sea posible, se debe observar a los animales sin
mover la jaula ni generar ruidos que puedan estresarlos. Se debe verificar que estén sanos,
en buenas condiciones, ya sea dormidos o activos, que la cama esté seca, que los
bebederos contengan agua limpia y que cuenten con alimento adecuado a su etapa de vida.
Si se sospecha de alguna alteracion o se detecta un animal postrado, la jaula debera
retirarse y colocarse en la mesa de trabajo para una evaluacién minuciosa, siguiendo el

criterio del médico veterinario.

4.3.2 Revision clinica por jaula

Durante esta revision se evallan todos los animales de una jaula, uno por uno,
comenzando con la observacién de sus movimientos y aspecto fisico. Posteriormente, se

saca a cada animal y se coloca sobre la rejilla de la jaula para revisar lo siguiente:

1. Aspecto general: pelaje, postura y conducta.



2. Rostro: ojos, boca, nariz y orejas sin secreciones o lesiones. En caso de secrecion
ocular, se pueden aplicar gotas de manzanilla. Se debe revisar que no haya
maloclusién dental (crecimiento excesivo de incisivos); si se encuentra un animal
con esta condicién, se le aplicara eutanasia si no es reproductor o de reemplazo. En
estos ultimos casos, se deben recortar los incisivos semanalmente.

3. Cuerpo: el pelaje hirsuto puede deberse a peleas o baja temperatura. En caso de
sospecha de deshidratacion, se debe realizar la prueba de turgencia (tirar la piel del
dorso; si no regresa de inmediato, hay deshidratacién). Separar al animal afectado,
verificar acceso al bebedero y asegurar hidratacién. Observar si hay lesiones en
extremidades o columna (animal postrado o inmovil), abdomen anormalmente
abultado (excepto por gestacion), o si al palpar se estimula la vejiga, el animal orina.

Verificar la zona anal; si el pelo esta sucio y humedo, puede tratarse de diarrea.

Si se encuentra un cadaver, los animales vivos deben trasladarse a una jaula limpia, y
la jaula con el cadaver se lleva al pasillo sucio. Posteriormente, se realiza la necropsia en
el area correspondiente, utilizando el formato DB-44 “Formato de analisis
anatomopatoldgico y necropsias”, y cumpliendo con la normativa de manejo de RPBI del
Bioterio.

En jaulas con animales reproductores pueden encontrarse mortinatos (crias muertas
de hasta 21 dias), los cuales deben retirarse. Si una hembra muere tras el parto y las crias
estan sanas, pueden ser colocadas con otra hembra que haya parido recientemente y

tenga pocas crias.

4.3.3. Revision clinica por animal

En el &rea de produccién animal, todo animal que se observe postrado, con lesiones,
region anal sucia, deshidratacién u otra anomalia, debera aislarse para ser monitoreado y
seguir el procedimiento indicado por el médico veterinario. En caso de deshidratacion, se
debe verificar que tenga acceso al bebedero y que este funcione correctamente.

Para animales en el area de investigacion y docencia que presenten ano sucio por
diarrea, lesiones, postracion, deshidratacion u otra anomalia, se debe reportar de inmediato
al médico veterinario responsable y al investigador titular, para determinar el procedimiento
gue minimice o elimine el sufrimiento, segun el protocolo aprobado por el CICUAL, el criterio

del médico veterinario responsable y los lineamientos del Bioterio.



4.3.4 Revisioén clinica en animales reproductores

Una hembra lactante con crias mayores a 15 dias puede presentar un abdomen
aumentado, lo cual podria indicar una nueva gestacion. Se debera observar su estado fisico
en los dias siguientes para determinar el momento del destete. Si tras una hora de iniciado
el parto solo ha nacido una cria, se deben considerar medidas ante una posible distocia.

Al concluir la lactancia, las crias se separan de los padres. A los 21 dias de nacidos
se revisan, sexan, pesan y se verifica que estén activos y en buen estado.
Para seleccionar reemplazos, se examina toda la camada y se escogen los machos y
hembras mas grandes, activos, con buen pelaje y ojos bien abiertos, sin lesiones genitales.
Es fundamental observar constantemente a las hembras apareadas recientemente. Si
después de 45 dias no hay diagndstico de gestacidn, se separa al macho por una semana;
después, se reintroducen las hembras. Si tras 12 a 14 dias no hay gestacion evidente, el
macho es reemplazado y se le aplica eutanasia, realizando necropsia enfocada en el

aparato reproductor.

5. Aspectos bioldgicos de roedores utilizados en investigacion.

5.1 Biologia del raton

5.1.1 Constantes fisiologicas

Es importante mencionar algunas caracteristicas fisiolégicas en los animales,
mismas que podrian demostrar un buen estado de salud. El rango de peso corporal del
ratén al momento de su nacimiento es de 0.5-1.5 g y de adultos es de 30-35 g en hembras
y de 38-42 g en machos. Ademas, presentan una frecuencia cardiaca de 325-780 latidos
por minuto, una frecuencia respiratoria de 60 a 230 por minuto y la temperatura corporal es
de 35.5 a 38 °C (Delgado y Revuelta, 1993).

5.1.2 Longevidad

Otra caracteristica del ratobn M. musculus domesticus es el periodo de vida, el cual
puede ser de 1 a 1.3 afios. Sin embargo, es importante mencionar que existen algunas
diferencias de longevidad entre cepas, como consecuencia a la susceptibilidad que pueden

presentar ante distintos procesos patolégicos.



5.1.3 Conducta animal

El ratbn Mus musculus domesticus es una especie comensal, lo que significa que
obtiene alimento o proteccion a expensas de otros organismos, sin causarles beneficio ni
perjuicio. Viven en grupos organizados jerarquicamente, con un macho dominante y varios
subordinados. Los machos pueden enfrentarse entre si para controlar el grupo. Son
animales territoriales y marcan su territorio mediante la orina.

El comportamiento de cuidado parental es esencial para la supervivencia de las
crias, y esté regulado por factores hormonales internos y estimulos externos relacionados
con las crias. Generalmente, este cuidado es responsabilidad de las hembras,
especialmente tras el parto y durante la lactancia, etapa que abarca desde el nacimiento
hasta el destete.

Las crias son altriciales, es decir, nacen poco desarrolladas: sin pelo, sin capacidad
de termorregulacién, con sentidos limitados, ojos y oidos cerrados, y escasa capacidad
locomotora. Por ello, dependen completamente de la madre, quien construye el nido, limpia,
estimula, alimenta y protege a las camadas. Entre las conductas maternas se incluyen el
lamido, el acarreo y el amamantamiento.

Las hembras adultas construyen dos tipos de nidos segun su estado reproductivo.
Las hembras virgenes hacen un nido de suefio, pequefio y poco profundo. En cambio, las
hembras preparturientas o lactantes construyen un nido reproductor, de dos a tres veces
mas grande, mas profundo y envolvente, que mantiene a las crias abrigadas y favorece la
conservacion del calor corporal.

Cuando las crias se alejan del nido o este se cambia de lugar, la madre las
transporta con la boca para regresarlas. Durante las primeras semanas de vida, la hembra
las alimenta con leche, adoptando una postura que expone los pezones para facilitar el
amamantamiento. Ademds, realiza lamidos corporales, especialmente en la region
anogenital, lo cual estimula la miccién y defecacion, procesos vitales en las primeras dos
semanas de vida. La orina de las crias, a su vez, incrementa la ingesta de agua de la madre,
satisfaciendo las demandas energéticas de la lactancia.

El cuidado maternal durante el periparto actia como un estimulo atractivo y
reforzador. Las madres desarrollan un fuerte impulso por interactuar con sus crias,
permaneciendo la mayor parte del tiempo en contacto con ellas. La motivacion materna que
surge tras el parto también impulsa una intensa busqueda cuando las crias estdn ausentes

o fuera de su alcance.



5.1.4 Manejo reproductivo

La reproduccion en ratones esté regulada por la accion de los estrogenos en las
hembras, los cuales inducen la cornificacion del epitelio vaginal y la apertura de la vagina.
Estos cambios suelen presentarse entre los 24 y 28 dias de edad.

5.1.4.1 Ciclo estral

El ciclo estral es el periodo comprendido entre una ovulacién y la siguiente,
acompafiado de manifestaciones externas de estro. La hembra de ratén es poliéstrica
continua, lo que significa que presenta ciclos estrales de manera ininterrumpida durante
todo el afio, con ligeras variaciones estacionales.

Cuando las hembras se alojan con un macho, el ciclo estral dura de 4 a 5 dias. En
ausencia de machos, la duracién se extiende a 5 o 6 dias. Las dos primeras fases del ciclo
(proestro y estro) culminan con la ovulacién, mientras que en la tercera fase (metaestro)
ocurren cambios degenerativos en el epitelio, seguidos por una etapa de reposo celular
conocida como diestro. Tanto la ovulacibn como las fases del ciclo estral ocurren
principalmente durante la fase oscura del fotoperiodo.

El estro, o etapa de receptividad sexual, tiene una duracion aproximada de 12 horas.
No se recomienda la reproduccién durante el primer celo, que ocurre alrededor del dia 35
de vida, sino hasta los 50 dias, cuando la hembra alcanza un peso entre 20 y 30 gramos.

La cubricion precoz se asocia con camadas mas pequefias.

5.1.5 Manejo nutricional

Tras el destete, los ratones consumen entre 3 y 5 gramos de alimento por dia. Su
dieta se basa en pellets comerciales, sélidos y secos, formulados especificamente para
roedores de laboratorio. Ademas, deben consumir entre 6 y 7 ml de agua potable
diariamente.

Es recomendable cambiar por completo el agua de los bebederos en lugar de
rellenarlos. En caso de rellenarlos, se debe tener la precaucion de regresar el bebedero a
la misma jaula de la que fue retirado (Altamirano, 1994).

La dieta debe consistir principalmente en alimento balanceado para roedores. Los
complementos o premios no deben exceder el 15 % del aporte caldrico total, y se

recomienda evitar el uso de semillas.



El consumo de alimento es de aproximadamente 15 g por cada 100 g de peso corporal
por dia, y el consumo de agua es similar, con 15 ml por cada 100 g de peso corporal al dia.

Los requerimientos nutricionales recomendados son:

. Proteina: 16 a 20 %
° Grasa:5a25%
. Carbohidratos: 45 a 55 %

5.2 Biologia de la rata

El esqueleto de la rata es muy similar al de otros animales cuadripedos, con una
férmula vertebral compuesta por 7 cervicales, 13 diafragmaticas, 6 lumbares, 4 sacras y
entre 27 y 30 coccigeas. Los machos presentan un periodo de mayor crecimiento, y la
osificaciéon completa de los huesos largos no ocurre hasta el segundo afio de vida; sin
embargo, las ratas alcanzan la madurez en los primeros meses.

La férmula dental es: incisivos 1/1, caninos 0/0, premolares 0/0 y molares 3/3. Los
incisivos crecen continuamente en forma de cincel, lo que, junto con sus potentes musculos
mandibulares, un gran diastema (espacio entre incisivos y molares) y una sinfisis
mandibular articulada, les permite sus habitos omnivoros y su habilidad para roer. Debido
a su comportamiento nocturno, las ratas consumen aproximadamente el 75 % de su
alimento durante la noche.

El sistema digestivo de la rata carece de vesicula biliar y cuenta con un pancreas
difuso. El ciego estd muy desarrollado y cumple una funcién similar al rumen, participando
en la digestibn microbiana de la celulosa. En ratas libres de gérmenes especificos, este
organo puede distenderse y, en casos graves, rotar sobre su propio eje, lo que resulta fatal
para el animal.

En las hembras, se encuentran seis pares de glandulas mamarias distribuidas en
dos filas ventro-laterales a lo largo de las regiones toracica e inguinal. Conductualmente,
las ratas son menos fotofobicas y menos gregarias que los ratones. Las peleas entre adultos
son poco frecuentes y, cuando ocurren, generalmente se dan entre sementales y jévenes
0 entre hembras después del parto.

Las ratas albinas tienen un sentido de orientacion basado en sensores faciales
llamados vibrisas (bigotes rigidos especializados) y un agudo sentido del olfato. Por ello,

incluso una rata ciega puede comportarse de manera aparentemente normal.



5.2.1 Constantes fisiologicas

Estos son parametros o valores preestablecidos, que son considerados en el animal vivo
y se encuentran relacionados con el bienestar del animal. Si algunas de estas constantes
se encuentran comprometidas otras se veran alteradas en forma compensatoria. Entre

estas constantes se encuentran:

o Frecuencia cardiaca 250-600 lpm

o Frecuencia respiratoria 33-127 resp/min

o Peso corporal macho 300-520 g; hembra 250-300 g; peso al nacimiento 5-6 g

o Temperatura corporal 35.9-38.2 °C

. Determinacién del sexo en neonatos a los 7 dias, la distancia ano-genital en los

machos es de 5mm; en las hembras de 2.5 mm, mostrando éstas sus pezones

a los 8-15 dias.

5.2.2 Longevidad

La longevidad en las ratas albinas es de tres afios y esta edad puede considerarse que
equivale a 90 afios en un humano. En bioterios controlados y dependiendo de las
necesidades pueden rebasar esta edad. Cuando en ciertas regiones es alta la humedad y

con climas extremosos se reporta que llegan a vivir menos de 2 afios.

5.2.3 Conducta animal

La rata cepa Wistar es un animal décil y de facil manejo. Tiene actividad nocturna,
durante este tiempo se acicala, alimenta, aparea, defeca y convive con las de su grupo. No
se observan peleas entre los machos adultos, a no ser por dominancia para aparearse. Las

hembras conviven bien y puede estar un macho por cada 3 a 4 hembras en una sola jaula.

5.2.4 Manejo y bienestar animal
A pesar de su tamafio, las ratas son animales déciles que se adaptan con facilidad
a la manipulacién. Un buen programa de manejo debe proporcionar un entorno, alojamiento
y cuidados adecuados que les permitan crecer, madurar, reproducirse y mantener un buen

estado de salud.



Los problemas en el manejo suelen estar relacionados con factores como el exceso
de ruido, el hacinamiento, el acceso inadecuado a alimento o0 agua, temperaturas y niveles
de humedad inapropiados, deficiente higiene en las jaulas y una manipulacion incorrecta.

Los cuartos de alojamiento deben mantener una temperatura promedio de 22 °C,
dentro de unrango ideal de 18 a 26 °C, lo que corresponde a su zona termoneutral y permite
una tasa metabdlica minima. Temperaturas superiores a este rango pueden disminuir el
consumo de alimento, provocando pérdida de peso. En los machos, también pueden causar
atrofia testicular, degeneraciéon del epitelio de los tibulos seminiferos y alteraciones en la
maduracién espermatica.

La humedad relativa debe mantenerse entre el 40 % y el 70 %, ya que desempefia
un papel importante en el equilibrio térmico. Una humedad baja puede desencadenar la
enfermedad de la "cola anillada", caracterizada por la aparicién de constricciones circulares
en la cola.

Los factores relacionados con el estrés luminico (“fotoestrés") incluyen un
fotoperiodo, una intensidad de luz o una calidad espectral inadecuados. Entre las variables
que influyen estan: la intensidad y duracién de la exposicion, la longitud de onda, la
exposicion previa, la pigmentacion del animal, el momento del ciclo circadiano, la
temperatura corporal, el estado hormonal, la edad, especie, sexo y la cepa o estirpe. La
rata albina, en particular, es mas susceptible a la retinopatia fototéxica que otras especies,
razon por la cual se utiliza como modelo para establecer los niveles maximos de iluminacion
en las salas de alojamiento.

La conducta agresiva en las ratas puede deberse principalmente a tres factores:
falta de familiaridad del personal con los animales, manipulacion esporadica y sujecion
inadecuada por la cola durante el cambio de jaula. En ratas gestantes o de gran tamafio,
se recomienda manipularlas con suavidad, utilizando la palma de la mano como soporte.

Aligual que en los ratones, no se aconseja manipular a las crias durante los primeros
tres dias de vida. Si es necesario intervenir, se deben seguir las siguientes
recomendaciones.

o Durante la limpieza de jaulas, se debe trasladar todo el nido junto con la
camada a la nueva jaula.
o Las crias de entre 10 y 18 dias son muy activas, por lo que deben manipularse

con cuidado.



o En el momento del destete, se recomienda sujetarlas como a los adultos:
tomandolas por el lomo o el vientre, utilizando la palma de la mano como

apoyo.

5.2.5 Manejo reproductivo

5.2.5.1 Ciclo estral

La rata hembra es poliéstrica continua, es decir, presenta ciclos estrales durante
todo el afio con ligeras variaciones estacionales. El ciclo estral es una serie de cambios,
donde actian hormonas que tienen efecto en ciertos érganos, principalmente en ovarios y
oviductos. El ciclo de la rata dura de 4-5 dias y sus etapas pueden ser reconocidas por un
frotis vaginal. Durante el diestro se presentan numerosos leucocitos; en el estro la superficie
de las células de la membrana de la mucosa vaginal se observa cornificadas y con
mucilagos. En la rata regularmente el ciclo estral puede ser afectado por estimulacion
nerviosa refleja, por ejemplo, la cantidad de luz. Los signos externos del estro en la rata
son: los labios de la vagina se inflaman y hay aumento de receptividad de la hembra al
macho (conducta de aceptacion de la monta) antes de la ovulacion, existiendo un periodo
de receptividad sexual de 12 horas aproximadamente, el cual generalmente se presenta
durante la noche. La vida productiva de una hembra es de 350-440 dias.

5.2.5.2 Apareamiento

El apareamiento se realiza en la etapa de celo y es influido por las feromonas del
macho. Estas feromonas se hallan en la orina emitida por machos intactos, ademas de
estimular el apareamiento producen el rechazo de otros machos. Durante la cépula el
semen es depositado en la porcién anterior de la vagina, cerca del cérvix. El eyaculado
contiene la secrecion de las glandulas coagulantes que impide, al formar un tapén vaginal
de 12 a 14 horas después de la cépula, la pérdida de semen por la vulva.

El estimulo de la cOpula produce contracciones responsables de la progresion del
semen hacia el Utero y el oviducto, este transporte produce una disrupcion mecanica de los
espermatozoides que hace que sean incapaces de fecundar. Contracciones posteriores
durante el estro producen la progresion del esperma con capacidad fecundante hacia el

oviducto. Al cuarto dia de fecundacion todos los blastocistos estan ya en el Utero.



5.2.5.3 Gestacion

El periodo de gestacion de la rata dura entre 20 y 22 dias, con un promedio de 21
dias. Al igual que en los ratones, la lactancia simultanea puede retrasar la implantacion de
los embriones entre 5y 7 dias. Para inducir y sincronizar el estro en hembras en anestro,
se utiliza el efecto Whitten, que consiste en exponerlas al olor de un macho.
La pseudogestacion no es comun en las ratas, pero cuando ocurre, tiene una duracion

aproximada de 13 dias.

5.2.5.4 Parto

Unas horas antes del parto, la hembra comienza a lamer la zona perianal, donde
aparece un liquido mucoso claro y limpio proveniente de la vagina. La duracién del parto
varia en funcién de la edad, la condicion fisica de la madre y el tamafio de la camada,
aungue por lo general se completa en un periodo de una a dos horas. La primera cria suele
ser expulsada por la cabeza, y las siguientes nacen una tras otra, segun la posicién que
ocupen en el Gtero.

Durante el parto, la hembra adopta una posicion de semi-flexiéon y lame la vulva para
facilitar la salida de las crias. Posteriormente, ayuda a la expulsién de la placenta, que
muerde con los dientes y consume, mientras limpia a sus crias al remover el liquido
amniédtico. Durante este proceso, la madre rara vez presta atencion directa a las crias, ya
que se concentra en ingerir la placenta. Una vez finalizado el parto, acomoda a las crias en
el nido y se asea antes de iniciar la lactancia.

Las ratas presentan un alto nivel de fertilidad, pudiendo tener entre 7 y 10 camadas
por afio, con un tamafo promedio de 5 a 14 crias por camada. Cada neonato puede pesar
entre 2.5y 3 gramos al nacer. La tasa de mortalidad embrionaria en ratas es mas baja que
en ratones.

Al nacer, las crias estan ciegas y desnudas, lo que hace que su temperatura corporal
sea inestable. Durante los primeros dias, el ambiente debe mantenerse en condiciones
optimas, ya que el ruido excesivo, la manipulacién constante o una cama sucia pueden
inducir a la hembra a rechazar o incluso destruir la camada. Si es necesario trasladar a la
madre con sus crias a una jaula nueva, es recomendable conservar parte del nido original
para evitar el estrés. A los 10 o 11 dias de edad, las crias abren los ojos y comienzan a
ingerir alimento solido. Aunque los sistemas de apareamiento utilizados en ratas pueden
variar, es fundamental mantener condiciones higiénicas y de manejo adecuadas para

preservar el vigor y bienestar de los animales.



5.2.5.5 Pubertad

En las hembras, la apertura vaginal ocurre aproximadamente a los 35 dias de edad;
los testiculos descienden entre los 20 y 50 dias. Se recomienda que los machos y las
hembras que se van a aparear tengan entre 90 y 100 dias, con un peso de 250 a 300 g
para las hembras y 300 a 350 g para los machos. Los animales de més edad, pueden tener
disminuida la habilidad reproductiva, por ejemplo, las hembras de mas de 12 meses de

edad, tendrdn camadas mas pequefias e incrementaran el intervalo entre partos.

5.2.6 Manejo nutricional

El alimento suministrado a las ratas cumple con la NOM-062-Z00-1999, es decir,
es libre de aditivos, drogas, hormonas, antibiéticos, pesticidas y contaminantes, esta dentro
de su periodo de caducidad y almacenado en bodegas o cuartos desinfectados, secos y
ventilados, sobre tarimas o en contenedores. El consumo de alimento aproximado es de
10-20 g de alimento por 100 g de peso corporal por dia. El consumo de agua es de 20-45

ml de agua por 100 g de peso corporal por dia.

5.2.6.1 Caracteristicas nutricionales

Los requerimientos nutricionales son fundamentales para el adecuado desarrollo,
crecimiento y bienestar de los animales de laboratorio. En el Bioterio, el alimento
proporcionado a los animales est4d formulado para cumplir con las caracteristicas

nutricionales esenciales que aseguran su salud y funcionamiento fisiolégico éptimo.

En la tabla 2 se presenta la composicién nutricional basica que requiere la rata para su

correcto desarrollo.

Tabla 2. Requerimientos nutricionales para rata
Nutriente Requerimiento
Proteina 12-24%
cruda
Grasa cruda 4-11%
Fibra cruda 3-6%

Cenizas 6—-8%

Calcio 40-50 mg por dia



Fosforo
Potasio
Sodio
Cloro

Hierro

Cobre
Yodo
Magnesio

Manganeso

Zinc
Cobalto
Aluminio
Arsénico
Boro
Bromuro
Flaor

Vitamina A

Tiamina (B1)

Riboflavina
(B2)

Acido
nicotinico
Piridoxina
(B6)

Colina

Vitamina D

Vitamina E

35-45 mg por dia

Machos: minimo 15 mg/dia; Hembras: 8 mg/dia

0.5% en la dieta

5 mg/dia

0.25 mg/dia para sintesis de hemoglobina; 5 mg/dia para
reproduccion y lactacion

Minimo: 0.05 mg/dia; Optimo: 0.10 mg/dia

1-2 pg/dia o 265 pg/kg de alimento

4 mg/kg de peso corporal/dia

Minimo: 0.5 mg/dia; Adecuado: 0.8 mg/dia; Lactacién: 0.03 mg/litro de
leche

40 ug/dia

0.4 pg/dia

1 pg/dia

2 pg/dia

0.8 pg/dia

5 partes por 10 millones

1 parte por 10 millones

4 ug/dia o 15-20 ug de caroteno/kg peso/dia; 40 ug de caroteno 3
veces por semana para reproducciéon

1 ug/g de alimento o 10 pg/dia para crecimiento; 120 pg/dia para
reproduccion y lactacion

40 pg/dia para crecimiento; 120 pg/dia en juventud

No requerido

10 pg/dia para crecimiento; 50 pg/dia para lactacion

1 mg/dia para prevenir lesiones renales; 2—3 mg/dia para prevenir
higado graso; 15 mg/dia para lactacion

No requerida si la relacién Ca:P es adecuada (1:1 a 2:1)

1 mg/dia para crecimiento; 3 mg/dia para gestacion; 10 mg Unica

dosis en lactancia



Vitamina K No requerida normalmente en crecimiento y reproduccion

5.3 Biologia del jerbo

Debido a sus caracteristicas anatomicas y fisiologicas, el jerbo (género Meriones) se ha
convertido en un modelo experimental util en multiples campos de investigacion, incluyendo
estudios sobre endo y ectoparasitos, bacteriologia, virologia y salud dental. Es importante
destacar su susceptibilidad a enfermedades periodontales y caries dentales, especialmente
después de los seis meses de edad.

5.3.1 Constantes fisiol6gicas
A continuacion, se describen algunas de las caracteristicas fisiologicas presentes en

esta especie.

o Peso corporal adulto: Las hembras adultas pesan entre 70 y 100 g, mientras que
los machos presentan una mayor variabilidad, con un rango de 30 a 110 g.
o Esperanza de vida: En condiciones adecuadas, los jerbos pueden vivir entre 3y

4 afios, aunque en promedio alcanzan los 2 a 5 afios.

o Frecuencia respiratoria: Aproximadamente 90 respiraciones por minuto.
o Frecuencia cardiaca: Alrededor de 360 pulsaciones por minuto.
o Temperatura corporal: Oscila entre 37 y 38.5 °C. Los jerbos poseen una

excelente capacidad de termorregulacion, lo que les permite adaptarse a

entornos calidos y aridos, caracteristicos de sus habitats naturales.

5.3.2 Longevidad

La esperanza de vida de los jerbos varia entre 2 y 5 afios, dependiendo de factores
genéticos, ambientales y de manejo. En condiciones de laboratorio con cuidados
adecuados, pueden vivir hasta 4 afios 0 mas, siendo los machos generalmente mas

longevos que las hembras en algunos estudios.

5.3.3 Conducta animal

Los jerbos son animales sociales que, en estado natural, viven en grupos familiares

numerosos. Las crias destetadas suelen permanecer en el grupo, formando comunidades



estables. Aunque son mayoritariamente mondgamos, pueden establecer trios reproductivos
si son emparejados desde etapas tempranas o justo al alcanzar la pubertad.

Durante el acicalamiento, los jerbos secretan un aceite sebaceo que, en su entorno
natural, se evapora facilmente. En cautiverio, sin ventilacion adecuada, este aceite
permanece sobre el pelaje, dandole un aspecto grasoso. Una humedad relativa superior al
55 % puede causar un pelaje erizado o hirsuto, lo cual es un signo frecuente de estrés,
desnutricion o enfermedad.

Son animales crepusculares, lo que significa que su mayor actividad ocurre al
amanecer y al atardecer, con muy poca actividad durante el dia. Por ello, en confinamiento
se recomienda establecer un fotoperiodo controlado de 12-15 o 9-12 horas de

luz/oscuridad, para respetar sus ritmos circadianos y reducir el estrés.

5.3.4 Manejo reproductivo

Las hembras inician la actividad reproductiva entre los 65 y 85 dias de edad (aunque
el primer estro puede presentarse desde los 35 dias), mientras que los machos la alcanzan
entre los 70 y 85 dias. La pubertad ocurre entre las 6 y 11 semanas, y la madurez sexual
se alcanza entre las 9 y 13 semanas.

Los jerbos son poliéstricos y ovulan de forma espontanea. El ciclo estral tiene una
duracion de 4 a 6 dias. Aunque los frotis vaginales pueden emplearse para determinar la
fase del ciclo, esta técnica es poco utilizada, ya que los animales reproductores suelen
mantenerse en parejas mondgamas permanentes.

El apareamiento suele ocurrir durante la noche. Se forma un tapén copulatorio,
aungue su deteccion visual es dificil, por lo que la presencia de espermatozoides en un
frotis vaginal es un método mas fiable para confirmar la copula.

e Gestacion: Tiene una duracion promedio de 24 a 26 dias, aunque puede extenderse
hasta 42 dias si la hembra entra en lactancia y gestacion simultaneamente, debido

a un fenémeno de implantacién retardada.

e Estro posparto: Entre el 60 % y el 85 % de las hembras presentan un estro fértil
inmediatamente después del parto.

e Camada: El nimero promedio es de 4 a 6 crias, con un peso al nacer de
aproximadamente 3 gramos. Las crias nacen altriciales: sin pelo, con los parpados

y orejas cerrados.

e Destete: Se realiza entre los 21 y 28 dias, siendo recomendable a los 25 dias,

cuando las crias pesan entre 20 y 25 gramos.



e Canibalismo: Es poco frecuente y generalmente se observa en camadas pequefias
0 en el primer parto de la hembra.

¢ Glandulas mamarias: Las hembras poseen cuatro glandulas mamarias: dos
toracicas y dos inguinales.

¢ Reinicio del ciclo: Si no ocurre fecundacién durante el estro posparto, el ciclo
reproductivo se reanuda tras el destete. La ovulacion posdestete puede ocurrir entre
36 y 45 horas después.
La diferenciacién sexual al nacimiento es posible mediante la observacion de la

distancia anogenital, que es mayor en los machos.

5.3.5 Manejo nutricional

Los jerbos tienen requerimientos nutricionales modestos, en concordancia con su
pequefio tamafio y metabolismo eficiente. Un jerbo adulto consume entre 5y 7 gramos de
alimento al dia, y su ingesta hidrica oscila entre 4 y 7 ml diarios. Su dieta debe ser
equilibrada y rica en fibra, con bajo contenido en grasa y azlcares para prevenir
enfermedades digestivas y dentales. Debido a su origen desértico, los jerbos pueden
adaptarse a bajos niveles de disponibilidad de agua, pero siempre se debe asegurar el

acceso constante a agua limpia y fresca, especialmente en ambientes controlado

6. Sujecién, toma de muestras y vias de administracién en roedores

6.1 Sujecion

Los animales se manejan frecuente y cuidadosamente por los usuarios. La sujecion
necesita de una presién suave y directa sobre el animal. La mayoria de los roedores se
acostumbran rapidamente a este método y no luchan. Sin embargo, la paciencia y la
practica es necesaria para convertirse en expertos en la captura de los animales

Para sacar al animal de la jaula se debera sujetar al animal de la regién media de la
cola, con los dedos indice y pulgar, colocar la otra mano debajo del abdomen del animal
y/o como soporte para evitar que el animal se encuentre con los miembros anteriores y

posteriores en el aire provocando estrés (Figura 1).



Figura 1. Sujecion de cola y soporte del animal. Foto Bioterio-UAEH

6.1.1 Sujecion de garra

Este método es empleado con frecuencia para inmovilizar ratas para la exploracion
fisica y otros procedimientos. A menudo se denomina "agarre de béisbol", en el que el
inmovilizador coloca el dedo indice y el anular a cada lado de la cabeza con la palma contra
el lomo del animal. El pulgar y el anular de la mano que lo restringe pasan por debajo de
las extremidades anteriores. Se debe tener cuidado de no presionar demasiado el térax, ya
gue esto puede comprometer la respiracion. Las extremidades posteriores y la grupa deben

sostenerse con la otra mano (Figura 2).

Figura 2. Sujecion de garra o “agarre de béisbol”. Foto Bioterio UAEH

6.1.2 Sujecion del pliegue

Para este tipo de agarre, se recomienda tener sesiones de manipulacion suave con
frecuencia diaria. La ventaja de esta técnica es que permite la exposicion y acceso a otras
areas del cuerpo. El personal toma con su mano habil un pliegue de piel del dorso de la
rata, iniciando el pinzamiento en la piel de la nuca con los dedos indice y pulgar y
continuando con el resto de la mano hacia la piel del dorso hacia caudal (Figura 3).
Nuevamente, si es una rata de mas de 150 gramos, sera necesario dar apoyo con la mano

libre a los cuartos traseros para completar la técnica de inmovilizacion



Figura 3. Sujecion del pliegue. Foto Bioterio UAEH

6.2 Toma de muestra sanguinea

Para la toma de muestras de sangre en la rata, la técnica sera elegida con base al
volumen de sangre requerido, la frecuencia de la toma, el posible uso de agentes
anestésicos, el efecto de la toma de la muestra en los parametros a evaluar y finalmente,
el destino de uso para saber si la muestra tiene que ser tomada asépticamente. El uso de
anestésicos para la toma de muestras puede modificar el balance &cido-base, la
concentracibn de hemoglobina, el volumen de células plaquetarias, las proteinas

plasmaéticas y los niveles de calcio y magnesio.

6.2.1 Puncion cardiaca.

Este es uno de los métodos mas empleados para la toma de muestras de sangre.
Para realizar esta técnica es necesario que el animal esté anestesiado. El animal se coloca
en decubito lateral izquierdo o boca arriba sobre la cavidad torécica. Posteriormente, se
localiza el extremo terminal del esternény las costillas del lado izquierdo, aproximadamente
entre la 42y 52 0 en la 52 y 62 costilla se debe percibir la region de méximo latido cardiaco.
Se limpia la zona con una torunda impregnada con alcohol al 70% y se introduce una aguja
calibre 25 x 16, embonada a la jeringa, (se recomienda comprobar previamente su
funcionamiento) siguiendo una trayectoria perpendicular al térax. Al soltar la jeringa deben
apreciarse los movimientos caracteristicos del latido cardiaco. A través de la misma, se
desplaza el émbolo lentamente y se llena de sangre (en rata se pueden extraer hasta 10ml

de sangre) (Figura 4).



Figura 4. Puncién cardiaca. Foto Bioterio UAEH

6.2.2 Puncion en punta de cola.

Para esta técnica, se recomienda colocar al animal en un cepo o bien un lugar donde
se mantenga el animal en una posicién segura y con agarre. Se sujeta la parte distal de la
cola, se desinfecta y se presiona en el sitio de puncion (se recomienda la punta de la cola).
Se utiliza una jeringa de insulina y se punciona para obtener 2 o0 3 gotas de sangre. Se
limpia, se desinfecta y se verifica que no continle el sangrado (Figura 5).

Figura 5. Puncién punta de cola— Bioterio UAEH

6.2.3 Puncioén del seno orbital.

Este proceso se utiliza para obtencion de muestras repetidas de pequefios
volumenes de sangre alternando los ojos. Una vez bien sujeto el animal, se introduce el
tubo capilar con anticoagulante en el saco conjuntival inferior, el capilar debe pasar por
abajo del tercer parpado hacia el seno conjuntival. Se gira haciendo presion en un angulo
de 45° produciendo una hemorragia profusa. La sangre sube por capilaridad en el tubo.



6.2.4 Decapitacion.

La decapitacibn es un procedimiento para practicar la eutanasia a animales
pequefios, como ratas y pajaros. Se logra cortando rapidamente el cuello del animal cerca
de la cabeza, utilizando una guillotina. Esta técnica se emplea para la obtencion de mayores
cantidades de sangre y se aplica en la fase terminal de un experimento. Se corta la cabeza
del animal con el uso de la guillotina, posteriormente se coloca el cuerpo en el recipiente
donde se hara la coleccién. Es recomendable anestesiar al animal si esto no interfiere con
el estudio. Es importante mencionar, que este método esta aprobado por NOM-062-ZO0-
1999 y se ha demostrado en estudios que la decapitacién conduce a una rapida pérdida de
la conciencia, por lo que parece seguro asumir que en 3-4 segundos después de la

decapitacion el animal esta inconsciente, incapaz de percibir el estrés y el dolor.

6.3 Vias de administracion de farmacos

Existen distintas maneras para administrar la medicacién de acuerdo a la via
requerida siendo estas las vias sub cutanea, intramuscular, intraperitoneal e intravenosa en
dosis y via establecida para ratas y ratones de experimentacion. Antes de la aplicacion del

inyectable es preferible realizar la desinfeccién del &rea a aplicar.

6.3.1 Via subcutanea.
Se realiza bajo la piel del dorso o de los flancos. Se utiliza una aguja del calibre 22
x 32. Evitar la administracién de sustancias irritantes. Moderar el volumen aplicado dado

que puede infiltrar hacia el area mamaria y causar proceso inflamatorio.

6.3.2 Via intramuscular

Esta técnica se utiliza como una via de administracion sistémica. Se usa a veces,
en estudios de liberacién lenta en los que se emplean implantes o formulaciones oleosas,
para proporcionar una absorcion gradual. Se realiza en las regiones con mayores masas
musculares, en los musculos semimembranoso y semitendinoso, con aguja de calibre 22 x

32, pudiendo aplicar un volumen de 0.25 ml.



6.3.3 Via intraperitoneal.

Esta técnica se utiliza para administrar volimenes relativamente grandes y cuando
se requiere una absorcién rapida o cuando la via intravenosa no es la apropiada. Se sujeta
al roedor boca abajo para que sus 6rganos abdominales se desplacen cranealmente. Se
aplica la inyeccion de 0.5 a 1 cm laterales a la linea media en el abdomen caudal. Se aspira
antes de inyectar para asegurarse que no esta dentro de la vejiga o el intestino. Se utiliza
aguja calibre 25 x 16 se puede administrar de 15 a 25 ml de fluido (Figura 6).

Figura 6. Administracién intraperitoneal. Foto Bioterio UAEH

6.3.4 Via intravenosa.

Esta via se utiliza con frecuencia en experimentos farmaco-toxicolégicos para
simular la via de exposicién a la formulacion de drogas, productos de reposicién de la
sangre, soluciones de nutrientes y agentes infeccioso y de diagnéstico. La administracion
intravenosa se realiza cominmente en vena lateral de la cola (nunca se introducen
soluciones oleosas), utilizando aguja calibre 25 x 16. Esta inyeccién se hace directamente
en las venas. La mas utilizada es la vena caudal se localiza a lo largo de la linea media de
la parte ventral de la cola. Para administrar por esta via se recomienda calentar los liquidos

a inyectarlos a temperatura corporal.

6.3.5 Via intragéstrica.

Para esta técnica se recomienda administrar medicamentos en cantidades
pequefias y se utiliza sondas de acero inoxidable con calibre especial para roedores,
midiendo la longitud de la punta de la nariz a la Gltima costilla. Se realiza una flexién ventral
ligera de la cabezay se coloca la punta de la aguja a través del diastema y sobre la lengua.
Si el tubo no pasa facilmente hacia abajo del eséfago a la distancia medida antes, revisar

el tamafio del tubo o volverlo a colocar antes de intentar un avance mayor (Figura 7).
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Figura 7. Administracion intragastrica. Foto Bioterio UAEH

7. Enriquecimiento ambiental

El enriquecimiento ambiental consiste en la modificacion del entorno de los
animales, permitiéndoles un mayor control sobre su ambiente y aproximandose a los
comportamientos propios de su especie en vida libre (Khoshen, 2013). El objetivo del
enriquecimiento ambiental es mejorar el bienestar psicologico vy fisiologico de los animales
en cautiverio, proporcionando nueva estimulacion sensorial y motora con el fin de ayudar a
satisfacer sus necesidades conductuales y psicologicas, y aumentar las opciones de
comportamiento y habilidades de los animales, a la vez que reducir la frecuencia de
comportamientos anormales (Young, 2003).

El enriguecimiento ambiental se puede clasificar segun el tipo de estimulacién que
se afiade a la cria de animales. El enriquecimiento fisico abarca cambios mecanicos en el
alojamiento o en objetos complementarios, que proporcionan estimulacién cognitiva y fisica
al animal (Bayne y Wiirbel, 2014). Esto puede lograrse incluyendo objetos que fomenten el
juego, la anidacién o la forja, asi como creando jaulas mas grandes y complejas. Este tipo
de enriguecimiento también promueve la actividad fisica, que puede fomentarse ain mas
con la inclusion de una rueda para correr o herramientas para trepar.

El enriguecimiento social se logra mediante el co-alojamiento de animales.
Proporciona oportunidades de participacion (Nithianantharajah y Hannan, 2006) a la vez
gue es una via para practicar los patrones de comportamiento social de las especies, como
el juego social, la anidaciébn comunitaria, la alimentacion cooperativa o las conductas de
cuidado dirigidas a otros (es decir, el acicalamiento conjunto, la lactancia)

El ambiente y la relacion con el personal que labora, investigadores y alumnos,
influye en el medio ambiente del animal, debido a sus caracteristicas propias en relacion a

su salud, caracter y método para realizar su trabajo. Por lo que se debe fomentar la



conciencia y la importancia de la vida e integridad del animal, asumiendo la responsabilidad
de los mismos mientras permanezcan a su cargo y en el bioterio. Se sugiere utilizar codos
de PVC de diferentes calibres y/o rollos de cartén. Este tipo de enriguecimiento modula la
experiencia ambiental, brindando oportunidades naturales para el aprendizaje cognitivo y

emocional.

8. Medicina preventiva

La prevencion de enfermedades constituye un pilar fundamental en la atencién médico-
veterinaria integral. Los programas de medicina preventiva no solo promueven el bienestar
animal, sino que también incrementan el valor cientifico de los ejemplares utilizados en
investigacion, al garantizar su buen estado de salud y minimizar las variables externas
asociadas a enfermedades o infecciones subclinicas que podrian interferir con los
resultados experimentales.

Estos programas incluyen una combinacion de practicas y procedimientos esenciales,
tales como: la cuarentena, el proceso de estabilizacion y la separacion de los animales
segln su especie, procedencia y estado sanitario. Estas medidas permiten mantener
ambientes controlados y reducir riesgos de contagio o interferencias entre colonias. Como
parte de las acciones rutinarias, se realiza un andlisis de orina y un estudio
coproparasitoscopico trimestral en todas las colonias. Ademas, se llevan a cabo necropsias
aleatorias mensuales en animales seleccionados por especie y cepa, con el objetivo de
detectar posibles patologias no manifiestas clinicamente.

Para el registro y documentacién de estos procedimientos se utilizara el formato interno

del Bioterio DB-43, titulado “Formato de orina y coproparasitologia”.

8.1 Examen coproparasitoscépico

8.1.1 Técnica de flotacion.

Esta técnica permite la identificacion de huevos, quistes o larvas parasitarias en muestras
de heces fecales (Bruckner, 2016); OMS, 2020).

Material
e Muestra de heces recolectada en recipiente estéril y limpio (sin conservantes)

e Fresca (procesada en <1 hora) o refrigerada (2—-8°C por <24 horas)

e Solucion de flotacion (Sulfato de zinc ZnS0O, al 33%, azlcar saturada o nitrato



e de sodio NaNOs)

e Solucion Salina fisiolégica (NaCl 0.85%)

e Lugol o solucién de yodo al 1% (para tincién de quistes)

o Embudo de coproparasitologia o tubo de centrifuga con tapon
e Cubre y portaobjetos

e Varilla de madera o cristal o aplicador para homogenizar

e Centrifuga (10,000 rpm)

e Microscopio 6ptico (objetivos 10x y 40x)

o Guantes, mascarilla y material de bioseguridad

Método

e Mezclar 1-2 g de heces con 10—15 mL de solucién de flotacién en un tubo o embudo
¢ Filtrar la mezcla con gasa para eliminar residuos sélidos

o Transferir el filtrado a un tubo de centrifuga hasta formar un menisco convexo

e Posicionar un cubreobjetos sobre la superficie del liquido, evitando burbujas

e Dejar reposar 10-15 minutos (los huevos/quistes flotan hacia la superficie)

o Retirar el cubreobjetos con pinzas y colocarlo sobre un portaobjetos

Tincién (Opcional para quistes)
e Agregar 1 gota de Lugol al cubreobjetos para visualizar detalles morfologicos de
quistes de protozoos (ej: Giardia, Entamoeba)

e Examinar con objetivo 10x (busqueda general) y 40x (identificacién)

Elementos comunes a identificar (Figura 8).
¢ Huevos de helmintos (ej: Ascaris, Trichuris).
e Quistes de protozoos (ej: Entamoeba histolytica).

e Larvas (ej: Strongyloides)



Trofozoitos, Quistes, Larvas y Huevos
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Figura 8. Vista general de trofozoitos, quistes, larvas y huevos comunes en heces fecales.



8.2 Examen Urinario

8.2.1 Analisis fisico-quimico de orina

Esta técnica se realiza para la determinacion de un examen general de orina, que

incluye analisis fisicos y quimicos (Brunner &amp; Suddarth 2018).

Material

e Muestra de orina recolectada en recipiente estéril (primera orina de la mafiana o
muestra al azar) y fresca (procesada dentro de las 2 horas posteriores a la
recoleccion) o refrigerada (2—8°C por <24 h)

e Tiras reactivas para uroanalisis quimico (ej: Multistix® 10SG)

e Refractémetro (para densidad urinaria)

e Centrifuga (10, 000 rpm)

e Microscopio 6ptico (objetivos 10x y 40x)

e Tubos de ensayo y portaobjetos

o Guantes y material de bioseguridad

Método

Recoleccién de orina con intervencion moderada en roedores: Miccién de raton o rata sobre
una placa de Petri.

Para llevar a cabo este procedimiento, se debe sostener al ratén o rata sobre una
placa de Petri o un recipiente desechable de plastico, inducir miccién en el animal haciendo
presion sobre la vejiga de forma manual aplicando una leve presion transabdominal sobre

la vejiga para superar la presion normal de la uretra (Watts 1971).

Analisis fisico
Color y aspecto
e Observar visualmente (ej: amarillo claro, turbio, hematico).
Densidad urinaria
e Colocar 1-2 gotas de orina en el refractdbmetro y leer directamente (rango normal:
1.005-1.030).



Analisis quimico

Sumergir la tira reactiva en orina fresca y escurrir sobre papel absorbente (1-2
segundos).
Comparar los cambios de color con la escala del fabricante a los 60 segundos

(excepto leucocitos y nitritos, que requieren 2 minutos).

Parametros evaluados

pH (normal: 4.5-8.0)

Proteinas (negativo/trazas/+1 a +4)
Glucosa (negativo/+1 a +4)
Cetonas (negativo/+1 a +3)
Bilirrubina y urobilinégeno.

Nitritos (indicador de bacteriuria)

Hemoglobina (positivo en hematuria 0 hemoglobinuria)

8.2.2 Examen microscépico de sedimento urinario

Esta técnica se utiliza principalmente para la identificacién de células, bacterias o

cristales presentes en el sedimento urinario. La presencia de dichos elementos puede

diagnosticar enfermedades infecciosas o dafio renal.

Material

Muestra de orina fresca (12-24 h de colecta)

Microscopio 6ptico

Método

Centrifugarl0 mL de orina a 1500-2000 rpm x 5 min
Decantar el sobrenadante y resuspender el sedimento en 0.5 mL
Colocar una gota en portaobjetos y cubrir con cubreobjetos

Examinar con microscopio (10x para cilindros, 40x para células/cristales)

Elementos principales a identificar (Figura 9)

Células: Eritrocitos (<3/campo), leucocitos (<5/campo)
Cilindros (hialinos, granulosos)
Cristales (&cido urico, oxalato de calcio)

Bacterias (reportar como escasas/moderadas/abundantes)
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Figura 9. Vista general de cristales presentes en orina.

De acuerdo a los resultados observados se debera hacer el registro correspondiente
en el Formato de Analisis de orina y coproparasitologia (Formato DB-43) (Figura 10)
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Figura 10. Formato de andlisis de orina y coproparasitologia




8.3 Necropsia sistematica

Es un procedimiento rutinario llevado a cabo por el personal responsable de la
vigilancia sanitaria del bioterio con el fin de diagnosticar el estado de salud de los animales.
Para el registro se utiliza el formato interno del Bioterio DB-44 “Formato de analisis

anatomopatoldgico y necropsias” (Figura 11).

Material
e Guantes

e Kit de diseccion (tijeras y pinzas de pequefio tamafio, un mango de bisturi con hojas
desechables

e Papel

e Frasco lavador con suero fisiolégico

e Frasco lavador con etanol 70°

¢ Bolsas de plastico (amarilla y roja)

¢ Agujas hipodérmicas y jeringas de 1, 5, 10 y 20 ml

e Regla

e Microscopio estereoscopico

Método

e Se deben tomar muestras de cadaveres lo mas recientes posible tras la muerte, a
temperatura ambiente o previamente refrigerados, pero nunca congelados, ya que
la congelacién provoca artefactos por la rotura de la arquitectura celular como
consecuencia de los cristales que se forman durante la congelacién de los liquidos

tisulares.

8.3.1 Examen Externo

Estado General del Animal
Para realizar la necropsia es fundamental colocar y fijar el cadaver de la rata o ratén

de modo que se eviten movimientos que dificulten la apertura de las cavidades y la toma
de muestras. Se dispone al animal sobre una base de poliestireno en decubito dorsal,

extendiendo sus extremidades de forma oblicua. Estas se aseguran mediante alfileres o



agujas entomoldgicas, ya sea insertandolos en las plantas de los pies o en la piel de las
regiones carpal y tarsal, en funcion de la necesidad de examinar la regién plantar.

Asimismo, se debe evaluar el estado nutricional (obeso, normal, delgado o caquéxico) y el
desarrollo de la musculatura esquelética, registrando cualquier anomalia en la piel, pelaje,

vibrisas (pelos largos del hocico con funcién sensitiva tactil), orejas, ojos, dedos o uias.

Piel y Anexos
Se debe observar la presencia de lesiones tales como heridas, Ulceras, nédulos o

tumores, tanto en la piel como en la glandula mamaria. Es importante evaluar si existe
alopecia, ya sea difusa o focal, asi como el aspecto general del pelaje, la presencia de
escamas de queratina, engrosamientos cutaneos, hiperqueratosis, entre otros. Ademas, se
inspecciona el estado de la boca, nariz, oidos, vulva, prepucio y ano para completar la

revision externa.

8.3.2 Examen Interno

Mediante diseccion se procede a la inspeccion interna del cadaver, evitando realizar

necropsias parciales que solo aborden areas u 6rganos especificos sin evaluar el resto.

Desollado
Con el cadaver ya fijado a la base de diseccion, se efectla un pequefo corte en la

region pelviana que permita continuar la incision, con tijeras, a lo largo de la linea media
longitudinal hasta alcanzar la barbilla. Se separa la piel de la musculatura subyacente,
traccionando el tejido subcutdneo a ambos lados de la incisién y aprovechando para
reubicar los alfileres, que se vuelven a insertar en la piel extendida. Durante este proceso
se debe observar el aspecto del tejido subcutaneo, los linfonodos superficiales, las

glandulas mamarias, las glandulas salivares y los musculos esqueléticos.

Linfonodos Superficiales
Estos son numerosos, pequefios, bilaterales y de un tono ligeramente amarillento.

Los linfonodos cervicales se ubican bajo las glandulas salivares, mientras que los
parotideos y mandibulares se sitlan al lado de las glandulas salivales parétida y
mandibular, respectivamente. Los axilares se encuentran en la fosa axilar, los inguinales en
la bifurcacion de la vena superficial epigéastrica, los iliacos externos en la regién inguinal y

los popliteos en la region caudal del muslo. Es esencial estudiar su forma, volumen,



consistencia y localizaciéon, ya que aquellos proximos a un érgano inflamado pueden

presentar aumento de tamafio y, en ocasiones, signos hemorragicos.

Glandula Mamaria
En ratas y ratones existen cinco glandulas mamarias bilaterales: tres toracicas y dos

abdominales. En hembras plenamente desarrolladas o gestantes, estas glandulas se
extienden a lo largo de casi todo el tejido subcutaneo ventrolateral, presentando un aspecto

nodular y un tono blanquecino.

Esqueleto y Musculatura

El examen completo del esqueleto requiere la realizacién de radiografias. Se debe
evaluar la simetria y el desarrollo de la musculatura, la cual debe exhibir un color
homogéneo rojo-marrén. Cualquier decoloracion blanquecina puede sugerir atrofia,
infiltracién grasa, procesos degenerativos, miositis o neoplasias. Para examinar los nervios
periféricos, el momento idéneo es inmediatamente después del desollado. Por ejemplo, al
extraer muestras del nervio ciatico en animales con rigidez o cojera, éste se localiza en la

cara interna del muslo, por debajo del masculo aductor largo.

Apertura de la Cavidad Abdominal

Se procede a cortar los musculos abdominales con tijeras siguiendo la linea media
ventral, desde el pubis hasta el apéndice xifoides del esterndn. Posteriormente, se secciona
a ambos lados, siguiendo la linea de la dltima costilla, hasta lograr una apertura completa
de la cavidad abdominal. Durante este proceso, se observa la posicion de los 6rganos, la

integridad del diafragma y la presencia de adherencias, liquidos o exudados.

Apertura de la Cavidad Toracica

Se realiza la seccidn de las costillas a ambos lados del esternén, desde las ultimas
costillas hasta la entrada del cuello, retirando el tridngulo de la jaula toracica hacia atras
para exponer los érganos. Se debe observar el tamafio de los dos I6bulos timicos, la
situacion general de los 6rganos, y la presencia de liquidos, adherencias o lesiones en la
cavidad toracica.

Una vez abiertas las cavidades abdominal y toracica, se procede a extraer y

examinar de forma individual los érganos.



Timo
El timo, de color blanquecino y conformado por dos Iébulos, se localiza sobre la base
del coraz6n. Su tamafio varia segun la edad del animal: se encuentra bien desarrollado en

animales jovenes y presenta atrofia en adultos.

Pulmén y Corazén

Los pulmones presentan una estructura lobulada; el pulmén derecho es mas grande
que el izquierdo. El pulmén derecho se divide en cuatro I6bulos (craneal, medio, caudal y
accesorio), mientras que el izquierdo consta de un solo I6bulo. Su color, habitualmente rosa-
rojo, depende de la cantidad de sangre y del método de sacrificio, y su consistencia es
elastica y esponjosa. Se debe examinar su forma, tamafio, color y consistencia,
describiendo cualquier lesion presente.

El corazon, con forma piramidal y aspecto triangular, posee un atrio y un ventriculo
en cada lado, sin comunicacién entre el lado derecho e izquierdo. Se debe evaluar su
tamafio y realizar una seccién longitudinal para la toma de muestras, ya que es dificil

identificar macroscopicamente lesiones en el endocardio o en las valvulas.

Bazo

El bazo, érgano principalmente linfoeritropoyético en ratas y ratones, se situa en el
cuadrante superior izquierdo y presenta una forma alargada y ligeramente curvada. Para
extraerlo, se sujeta la grasa del borde caudal con una pinza y se tracciona ligeramente,
permitiendo seccionar el hilio y el ligamento gastroesplénico con tijeras. Se observa su
tamafio, consistencia, color, margenes y la posible presencia de lesiones. La cara dorsal es
levemente cdncava, mientras que la ventral es lisa y convexa, en unién con el estbmago
mediante el ligamento gastroesplénico, del que pueden quedar restos grasos. En ratones
adultos jévenes, el bazo mide aproximadamente 15 mm de largo, 3 mm de anchoy 2 mm
de espesor, con un peso medio de 100 mg, aunque esta medida puede variar en funcién
de la cantidad de sangre presente en el momento del sacrificio. En ratas, el peso medio

oscila entre 400 y 600 mg en hembras y entre 400 y 900 mg en machos.



Higado

El higado ocupa una gran parte de la cavidad abdominal. Su porcién dorsal, de forma
convexa, se encuentra en contacto con el diafragma, mientras que la porcién ventral,
cbéncava, envuelve al estbmago y al duodeno.

Para extraerlo, se deben seccionar con tijeras los ligamentos falciforme y coronario
que lo conectan al diafragma. Se evallan el tamafo, consistencia, color y la superficie
externa e interna tras el corte. El higado se divide en tres I6bulos: dos laterales (derecho e
izquierdo), subdivididos, y un I6bulo central que se divide en dos porciones: una dorsal,
denominada l6bulo caudado, y otra ventral, el I6bulo cuadrado. Con un color rojo-marrén
oscuro, el higado esta cubierto por una capsula fina y transparente (capsula de Glisson) y
su superficie de corte presenta un aspecto granular, reflejo de la estructura lobulillar tipica.
En ratones adultos jovenes, el higado pesa en promedio 1,34 g, mientras que en ratas el
peso oscila entre 4y 8 g en hembras y entre 8 y 12 g en machos.

En ratones, la vesicula biliar se observa en la cara ventral, con forma de bolsa, de
color amarillo-naranja y de pocos milimetros de longitud. En ratas, la vesicula biliar esta
ausente, y el higado drena la bilis directamente al duodeno a través del colédoco, un

conducto blanquecino.

Genital Femenino

El aparato reproductor femenino esta conformado por ovarios, oviductos, Utero,
vagina y vulva.

El Gtero, en ausencia de gestacion, presenta un cuerpo corto y tubular, situado
delante de la vejiga, con dos cuernos uterinos largos y rectos de color blanquecino. Los
ovarios, ubicados caudalmente a ambos rifiones, muestran una superficie nodular en
animales activos debido a la presencia de foliculos y cuerpos liteos, mientras que los
oviductos se encuentran generalmente ocultos en la grasa que rodea la bursa ovérica.

En hembras gestantes, los cuernos uterinos se dilatan de forma nodular para
adaptarse al contorno de cada embrion, ocupando gran parte de la cavidad abdominal y
presentando una pared muy fina y transparente. La extraccion del aparato genital completo
se realiza mediante la seccién de un rectangulo de la pelvis y la diseccién alrededor de la
vulva, separando la vagina del recto y disecando los ligamentos uterinos y ovaricos. Se
deben anotar las caracteristicas morfologicas, el tamafio, la consistencia y la presencia de

lesiones en cada 6rgano.



Genital Masculino

El aparato reproductor masculino se compone de testiculos, epididimo, conductos
deferentes, vesiculas seminales, prostata, glandulas coagulantes, pene y glandulas
prepuciales.

Los testiculos, de forma ovalada, se encuentran rodeados por el epididimo y se mantienen
unidos por la tunica albuginea, la cual, al ser seccionada, puede provocar la expulsion del
parénquima testicular.

Las vesiculas seminales, localizadas a ambos lados de la vejiga, presentan una
forma similar a cuernos de carnero y un color que varia entre gris claro y blanquecino; en
Su curvatura interna se sittan las glandulas coagulantes, responsables de la formacion del
tapon vaginal postcopula en la hembra. Las glandulas prepuciales se encuentran entre la
piel y la musculatura abdominal en la region pelviana, a ambos lados del pene, mientras
que la prostata (ventral y dorsal) rodea el cuello de la vejiga. La extraccién del conjunto
genital se lleva a cabo mediante la evaginacién de ambos testiculos del escroto, separando
todo el conjunto junto con la vejiga. Durante la inspeccion se deben anotar las
caracteristicas de cada 6rgano.

Tubo Digestivo

Para extraer el paquete digestivo completo, se corta el techo de la pelvis con tijeras
y se recorta alrededor del ano, separando el eséfago abdominal.

Es aconsejable iniciar el examen por los linfonodos mesentéricos, que tienen forma
alargada y se localizan entre la grasa del mesenterio, entre el ciego y la porcién ascendente
del colon. A continuacién, se separan las distintas porciones del tubo digestivo, desde el
ano hasta el estbmago, seccionando la insercién con el mesenterio.

El es6fago es un tubo fino y recto que se extiende desde la faringe hasta el estbmago
(con aproximadamente dos tercios de su longitud en la cavidad toracica, donde esta unido
a la traguea, y el tercio restante en la cavidad abdominal).

El estbmago, de forma similar a una bolsa, se ubica en el cuadrante superior
izquierdo y esta parcialmente cubierto por el higado. Tanto en ratas como en ratones, el
estbmago presenta una mitad cardial, aglandular y de color blanquecino, y una mitad
fundica-pilérica, glandular y de color rosado. Se abre con tijeras siguiendo la curvatura
mayor, y tras limpiar su contenido con solucién salina, se puede observar la plica (un borde

prominente blanquecino que separa ambas porciones).



El intestino se divide en intestino delgado (duodeno, yeyuno e ileon) e intestino
grueso (ciego, colon y recto). El duodeno, que inicia en el piloro, adopta una forma de
herradura y rodea al pancreas; el yeyuno es la porcion mas larga y sinuosa; y el ileon se
conecta con el ciego, el cual se presenta como una bolsa alargada en el cuadrante inferior
derecho, terminando en un apéndice ciego. El colon se divide en partes ascendente,
transversa y descendente, y el recto es corto, desembocando en el ano.

Las placas de Peyer, presentes en el intestino, se observan como formaciones
prominentes, ovaladas o redondeadas, de color blanquecino, en el borde opuesto al
mesenterio. Se debe abrir una muestra de cada tramo intestinal para evaluar su contenido,

el grosor de la pared, el color, el aspecto de la mucosa y la presencia de lesiones.

Péncreas
En ratas y ratones, el pancreas es de color rosado y se halla intimamente asociado
al tejido adiposo mesentérico, el cual tiende a atrofiarse con la edad. Los linfonodos pil6ricos

0 pancreaticos se sitdan en los margenes del pancreas.

Aparato Urinario

Después de la extraccion del paquete digestivo, se pueden examinar in situ las
diversas estructuras del aparato urinario: riflones, uréteres, vejiga y uretra.

Los rifiones, con forma de alubia, deben compararse en tamafio (el derecho suele
ser ligeramente mayor y ocupar una posicion mas craneal) y evaluarse por su consistencia,
de firme y color rojo-marrén. Las glandulas adrenales, situadas cranealmente a cada rifién,
tienen el tamafio de una cabeza de alfiler y presentan un color palido en las hembras y
rosado en los machos.

La vejiga se abre longitudinalmente para examinar su contenido, mientras que los
linfonodos lumbares y caudales se localizan en la bifurcacién de la aorta en las iliacas.

Finalmente, tras el estudio de los 6rganos de la cavidad abdominal, se procede a
extraer todos los 6rganos toracicos, seccionando la traquea y el esofago a la entrada del

torax.
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