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oÉëìãÉå
La recolección de orina representa una parte esencial tanto de la práctica veterinaria, para comprobar
la salud de los animales, como de las investigaciones científicas, para evaluar los resultados de proce-
dimientos experimentales. La recolección de orina no contaminada en animales representa un reto, en
especial con los roedores pequeños, y resulta una tarea prácticamente imposible bajo condiciones de
microgravedad. Los aspectos fundamentales de la recolección de orina son: (1) facilidad de recolec-
ción, (2) calidad de la muestra, (3) prevención de la contaminación, (4) rigor de los procedimientos
empleados, (5) grado de dolor causado al animal, y (6) mejora de los métodos para reducir el estrés,
el dolor y el sufrimiento. Este estudio se centra en la recolección de orina con fines cualitativos y
cuantitativos en roedores, conejos, felinos, canes, especies aviares, equinos, porcinos, ungulados y al-
gunos primates no humanos, teniendo en mente el bienestar animal. Se ha prestado especial atención
a los roedores, canes y primates no humanos, ya que son los animales preferidos para la investiga-
ción. Se han estudiado la micción voluntaria, métodos con escasa intervención, métodos quirúrgicos,
limitaciones modificadas, y métodos y jaulas para requerimientos especiales. Es necesario esforzarse
en criar a los animales de forma adecuada y en un entorno lo más natural posible, ya que los resulta-
dos experimentales que se obtengan dependerán, en gran medida, de su bienestar. La forma más efi-
ciente de proceder consistirá en una continua mejora de los procedimientos de recolección de orina
para obtener muestras puras que lleven a datos de investigación fiables.

m~ä~Äê~ë=Åä~îÉ Orina animal; roedores; no roedores; jaulas metabólicas; bienestar animal

La recolección de orina de animales de expe-
rimentación es un requerimiento básico dentro de
los estudios bioquímicos, nutricionales, urológi-
cos, metabólicos, toxicológicos, fisiológicos y de
comportamiento general. Las características
esenciales de la recolección experimental de
orina son: (1) obtención de orina pura sin conta-
minación por heces o alimento, (2) recolección
de orina sin ninguna intervención directa, (3) fa-
cilidad y comodidad de la recolección, (4) efi-
ciencia de la recolección y (5) rapidez en la

recolección (para recolecciones simples de una
muestra de orina puntual).

La orina animal se recoge tanto para usos en
análisis cualitativos (normalmente con un fin clí-
nico veterinario) como cuantitativos (en su ma-
yoría con un fin científico-experimental). De
entre los test de laboratorio de los que disponen
los veterinarios, el análisis de orina es uno de los
que más información aporta y que se realiza con
mayor normalidad. La orina recogida con fines
veterinarios es útil para evaluar la salud general
y el estatus fisiológico de un animal, y ayuda a
hacer un diagnóstico adecuado. Una pequeña
cantidad de orina bastará para un análisis cualita-
tivo, que abarca la medición del pH urinario, ni-
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veles de proteínas, glucosa, bilirrubina, hemoglo-
bina, cetona, urobilinógenos y nivel de creati-
nina. Los análisis de excreción cuantitativa con
fines científicos requieren la recogida de mues-
tras de orina en diferentes intervalos de tiempo
(por ejemplo muestras de 24h) y resultan útiles
para evaluar el resultado de cualquier manipula-
ción experimental a la que haya sido sometido el
animal, cuando la recogida de orina se ha estan-
darizado con respecto al tiempo/consumo de
agua y todos los demás aspectos del proceso.
Esto se hace generalmente con los siguientes
fines: (a) investigación de la función renal, (b)
estudio de enfermedades renales, (c) evaluación
de anomalías metabólicas y/o endocrinológicas,
(d) evaluación de requerimientos nutricionales y
metabólicos, y (e) evaluación de la excreción de
un xenobiótico y sus metabolitos.

Hemos realizado este estudio con la intención
de proporcionar una amplia información sobre
los procedimientos generales de los que se dis-
pone para recolectar la orina de varias especies
animales y evaluar de forma crítica el mejor mé-
todo para cada especie. Las características princi-
pales de la recolección de orina experimental
son: (a) obtención de orina pura sin contamina-
ción de heces o alimento, (b) recolección de
orina sin ningún tipo de coacción, y (c) facilidad
y comodidad. Este estudio se referirá a la reco-
lección de orina utilizando los siguientes crite-
rios de acción: (1) facilidad de la recogida, (2)
grado de invasividad o severidad de los procedi-
mientos utilizados, (3) calidad de la muestra, (4)
prevención contra la contaminación, y (5) dife-
rentes grados de dolor o sufrimiento provocados
al animal. La mejora se ha definido como la re-
ducción al mínimo del sufrimiento animal du-
rante un experimento, y también como el
aumento del bienestar animal a través de proce-
dimientos de cría y manipulación mejorados
(Morton 2002).

Muchos de los métodos aquí analizados po-
drían recogerse bajo la categoría de fines “veteri-
narios”, y se han subdividido en recolección de
orina sin intervención/con intervención mode-
rada (para estos métodos se han empleado de
forma indistinta los términos “muestra libre”,
“micción voluntaria” y “micción”). Sin embargo,
se han incluido varios métodos que emplean jau-
las metabólicas u otros equipos especializados

para recoger orina durante periodos establecidos
(como periodos de 24h), a partir de los que se
pueden obtener datos científicos para monitorizar
intervenciones específicas. 

Este estudio hará referencia a la recolección
de orina con fines cualitativos y cuantitativos en
roedores (Tabla 1), conejos, felinos, canes, espe-
cies aviarias, equinos, porcinos, ungulados y al-
gunos primates no humanos (Tabla 2), teniendo
presente el bienestar animal.

oÉÅçäÉÅÅáµå=ÇÉ=çêáå~=Éå=êçÉÇçêÉë

Ratones y ratas son dos de las especies de mamí-
feros que más se utilizan en la evaluación de to-
xicidad crónica y aguda, metabólica,
biodisponibilidad y metabolismo en la evalua-
ción preclínica de fármacos. Se ha probado su
utilidad en base a  su linaje genético definido,
bajo coste, vida relativamente corta y mínimo es-
pacio requerido para su alojamiento. Los ratones
representan la mayoría de todos los mamíferos
de entre todos los animales utilizados para la in-
vestigación, docencia y ensayos. Los ratones son
fáciles de manipular, baratos de mantener, gené-
ticamente similares a los humanos, con una corta
vida y altos índices reproductivos, por lo que se
han convertido en el modelo experimental más
frecuentemente elegido en investigación. Otro
uso primario de los ratones es el de la produc-
ción de reactivos biológicos, tales como los anti-
cuerpos monoclonales y vacunas. Los ratones y
ratas se utilizan para probar la seguridad de nue-
vos procedimientos y fármacos, tal y como exi-
gen una serie de regulaciones federales. La
siguiente descripción incluye algunos de los mé-
todos que se utilizan para recolectar orina de ra-
tones, ratas y otros roedores (Tabla 1).

Recolección de orina sin intervención (ratón)
Recolección de orina de ratón utilizando film de
plástico transparente
Kurien y Scofield (1999) describieron dos méto-
dos diferentes para la recolección de orina para
análisis cualitativo. El método del único animal
(Fig. 1) consiste en permitir que un único ratón
orine en film transparente Glad®, dispuesto
sobre hojas de papel blanco, fuera de la jaula del
animal. El método de múltiples animales (Fig. 2)
consiste en la separación de siete ratones en siete
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compartimentos provisionales (dos estructuras en
forma de X fabricadas con cartón) situados sobre
el film transparente y permitiéndoles orinar. La
orina excretada era, en cada caso, aspirada en
tubos para microcentrífugación utilizando una
pipeta por desplazamiento de aire regulable. Se
pudo obtener orina pura en un tiempo mínimo de
12s, sin ningún tipo de coacción. Se obtuvieron

volúmenes de 10-250µl. Para hacer la estructura
en forma de X se emplearon dos piezas rectangu-
lares de cartón, cada una de aproximadamente 61
cm. de largo y 22,9 cm. de ancho. Se hizo un
corte de 5,1 cm. en la mitad superior de una de
las piezas y un corte de 17,8 cm. en la mitad in-
ferior de la otra pieza de cartón. Ambas piezas de
cartón estaban unidas una a la otra por la mitad
en los cortes, de forma que encajaban cómoda-
mente y daban la apariencia de una estructura en
forma de X. Dos estructuras en forma de X
daban una estructura en forma de XX (Fig. 2).
Los animales fueron ubicados en estos comparti-
mentos, de donde fueron retirados tan pronto
como hubieron orinado, aspirándose la orina
(Fig. 2)

Recolección de orina con intervención mode-
rada (ratón y rata)
Micción de ratón o rata sobre una placa de
Petri
Para llevar a cabo este procedimiento, hay que
sostener al ratón o rata sobre una placa de Petri
o un recipiente desechable de plástico e indu-
cirle a miccionar (Watts 1971). Pueden obte-
nerse muestras limpias y recientes para el
análisis del tracto urinario al completo ha-
ciendo presión sobre la vejiga de forma manual
en un recipiente o en la superficie de una mesa
aplicando una leve presión transabdominal
sobre la vejiga para superar la presión normal
de la uretra. La micción de un ratón demostró
producir aproximadamente de 30 a 100µl de
orina, que se recogió en una placa de Petri des-
echable de plástico, y se conservó en una cá-
mara húmeda para reducir la evaporación. Las
placas de Petri o depósitos  son impermeables,
por lo que la orina recogida en ellas puede ver-
terse en un tubo de ensayo y taparse de forma
inmediata. Por lo general, la recolección espon-
tánea de orina se lleva a cabo de forma más sa-
tisfactoria inmediatamente después de entrar en
la habitación en la que se encuentran los ani-
males.

Recolección puntual de una muestra de orina
utilizando un vaso de precipitados (rata)
En ocasiones es importante recoger orina de un
gran número de animales para análisis cualitati-
vos, por ejemplo para detectar la presencia o au-
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sencia de glucosuria. Para tal fin resulta tedioso
y caro el uso de jaulas metabólicas, por lo que se
concibió un método para recoger muestras de
orina puntuales en ratas (Khosho et al. 1985) que
resultaba simple, fiable y eficiente.
Un vaso de precipitados de poliestireno de 5 ml
(diSPo Beaker Polystyrene, American Scientific
Products, McGaw Park, Illinois, EE.UU.) se unía
a la pared perineal utilizando cinta adhesiva por
las dos caras (Fig. 3). Esto permitía que el vaso
pudiera pegarse y despegarse con facilidad. Tras
adherirse el vaso, se sostenía a la rata por la cola
y se estimulaba de forma táctil la espalda del ani-
mal utilizando los dedos de la otra mano. Se des-
cubrió que el 80% de los animales excretaban
entre 0,1 y 0,8 ml. de orina en unos segundos,
mientras que al 20% restante le llevaba unos 5-
10 minutos. Se estimó necesario afeitar y lavar la
zona periuretral en el caso de que fuera esencial
la recolección de orina limpia, libre de impure-
zas. Se descubrió que sostener el vaso manual-
mente era más rápido que adherirlo con cinta,
pero este procedimiento se encontró susceptible
al derramamiento de orina y a su contaminación
con heces. 

Método de recolección de orina por tubo capilar
(ratas)
Hayashi y Sakaguchi (1975) demostraron que
podían utilizarse tubos capilares para recoger
orina de ratas Sprague-Dawley macho. La rata se
sujetaba con una mano y se presionaba con el
pulgar y el tercer dedo de la otra mano la parte
baja del abdomen, en torno a la vejiga, para pro-
vocar la excreción urinaria. La orina excretada
era recogida de forma directa e inmediata en dos
tubos capilares sujetos entre el índice y el dedo
corazón. El método se encontró adecuado para
análisis de orina rutinarios en ratones y ratas. Sin
embargo, no era directamente posible estimar el
volumen de orina recogida mediante este proce-
dimiento.

Contención modificada utilizada para la recolec-
ción de orina de 24 horas
Método del embudo de polietileno
Perline (1971) diseñó un dispositivo muy econó-
mico (Fig. 4) para recoger orina de ratón utili-
zando un embudo de polietileno (22,5 cm. de
diámetro). Se insertó un tamiz de nylon cóncavo
en el embudo (14 mesh cortado con un diámetro
de 12,5 cm.), y se colocó un tamiz de acero in-
oxidable sobre los bordes del tamiz de nylon que
quedaron hacia arriba (4 mesh/2,5 cm. cortado
con un diámetro de 11,25 cm.). Ambos tamices
se sujetaron al embudo haciendo seis pares de
agujeros alrededor de su perímetro y asegurándo-
los con alambre. Por último se recortó el so-
brante de tamiz de nylon. Después de colocar un
ratón en el embudo, se puso una tapa de plástico
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con agujeros para la ventilación sobre la parte
superior para contener al ratón. Se dispuso el dis-
positivo en un soporte adecuado y se colocó un
vaso de precipitados debajo del mismo. Se es-
tima que su coste de fabricación fue inferior a 2
dólares estadounidenses.

Dispositivo desechable para la recolección de
orina de un único ratón
Smith et al. (1981) construyeron un dispositivo
desechable y barato, de precio inferior a 1 dólar
estadounidense, para recoger la orina individual
de un ratón utilizando un tubo para centrifuga-
ción cónico desechable de polipropileno de 250
ml. y tela metálica. Este procedimiento podría re-
sultar útil en el caso de que deban administrarse
a los ratones sustancias altamente tóxicas o agen-
tes carcinogénicos. Mediante el aporte externo de
agua y alimento, se evitó el riesgo de que las
muestras de orina se diluyan con el agua del be-
bedero o se contaminasen con el alimento.
El extremo cónico del cilindro se cortó para
hacer una abertura de un centímetro en la base
del cono. Una malla metálica galvanizada hori-
zontal 4 mesh (cuadrados de 0,625 cm.) de 5x6
cm. se colocó a través de unas rendijas en la
pared lateral de la porción cilíndrica del tubo (9,5
cm. desde la parte superior), sobre el que se situó
al ratón durante el periodo de la recolección de
orina. Se insertó otra rejilla de alambre (malla de
alambre de acero cromado resistente a la corro-
sión: 16 mesh, 1/6 cuadrado) a través de rendijas
en la parte baja del tubo para retener las heces,
permitiendo a la orina fluir a través de la porción
cónica del tubo. Se practicaron dos aberturas, cu-
biertas con malla metálica galvanizada 4 mesh,
para permitir el acceso de la comida y el agua.
La orina excretada fluía hasta un tubo que se
mantenía en un contenedor lleno de hielo para
que se mantuviese a 4ºC. Los volúmenes de
orina iban desde 0,5 hasta 2 ml. cada 24 horas
por un ratón de 25g.

Dispositivo para la recolección de orina de 24
horas en ratones
Jones et al. (1973) construyeron un dispositivo
para recoger la orina de ratones individuales. Es
similar al de Perline (1971), pero presenta ciertas
ventajas, como una limpieza más fácil, reducción
de la superficie de tensión y mayor libertad de

movimiento para el ratón con un menor nivel de
estrés. Se componía de una jaula para animales
Gridweld (17,5x17,5x15 cm.), un embudo de
aluminio calibre 24 de 20 cm2 con un orificio de
0,94 cm. de diámetro en el vértice y un tubo de
polietileno (12,5 cm. de largo y 0,78 cm. de diá-
metro). La jaula se mantiene dentro del embudo,
y debajo de ella se coloca una rejilla de acero in-
oxidable 6 mesh/2,5 cm. El embudo y la rejilla
se bañan en silicona para reducir la superficie de
tensión y facilitar el paso de la orina. El tubo de
polietileno permanece en el recipiente de reco-
lección y sobresale por el embudo, evitando de
esta forma el paso de las heces al recipiente, pero
sin impedir el paso de la orina. La plastilina evita
que se mueva el recipiente de recolección.
El ratón se coloca en el dispositivo, y se le per-
mite aclimatarse durante 24 horas antes de co-
menzar la recolección de orina. Una rutina que
los autores han encontrado efectiva consistía en
recoger la orina durante 16 horas y posterior-
mente proporcionar alimento durante 8 horas. El
embudo y demás dispositivos se retiraban du-
rante el periodo de alimentación para evitar la
contaminación con partículas de comida. (Tabla
1).

Métodos con jaulas metabólicas comerciales
para la recolección de orina de 24 horas
Existen numerosas jaulas metabólicas comercia-
les para contener animales de experimentación
con el objetivo de recoger su orina (Harvard Ap-
paratus, MA, EE.UU.; Braintree Scientific, MA,
EE.UU.; Techniplast, NJ, EE.UU.). Estas jaulas
están meticulosamente construidas para separar
de forma efectiva las heces y la orina en tubos
externos a la jaula. La separación es inmediata y
completa, sin contaminación de la orina y sin
ninguna posibilidad de que la orina entre en el
tubo de las heces, proporcionando muestras
puras y fiables. Una jaula metabólica comercial
típica se construye de la siguiente manera. El
animal se mantiene en un habitáculo de policar-
bonato transparente y resistente a las mordeduras
con respiraderos de quita y pon. Dispone de un
habitáculo para la comida fuera de la jaula que
contiene un cajón con alimento el cual puede
abrirse por fuera, facilitando su llenado con papi-
llas, líquidos o polvos, sin molestar al animal.
Esta disposición evita que la orina se contamine
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con el alimento. Las pequeñas dimensiones del
habitáculo externo disuaden al animal de hacer
su nido o dormir en él. Las jaulas tienen una bo-
tella de agua y un tubo para la recolección de de-
rrames, diseñado para evitar que el agua entre en
la jaula y contamine la orina. Este tubo está cali-
brado, lo que permite al investigador medir la
cantidad real de agua que consume el animal.
Los tubos para la recolección de orina y heces
están hechos de polimetilpenteno impermeable, y
permiten a las heces y la orina fluir dentro de
tubos de recolección diferenciados. Las jaulas
están construidas de tal forma que la orina nunca
entra en el tubo de las heces. Cada deshecho
puede retirarse sin la menor molestia para el ani-
mal, lo que permite que las pruebas puedan lle-
varse a cabo durante un periodo de tiempo
prolongado sin interrupciones causadas por el
periodo de aclimatación del animal. Además,
todos los componentes de la jaula se pueden es-
terilizar. La jaula de metabolismo requiere una
única jaula de apoyo, que puede ser una jaula
tanto de grandes como de pequeños roedores.

A pesar de que se han descrito varios mode-
los de jaulas metabólicas para la recolección de
orina de animales de experimentación, no se ha
mostrado con claridad que los procedimientos de
recogida no sean estresantes para los animales, lo
que es especialmente cierto en animales que se
alojan en jaulas de dimensiones mucho menores
de las recomendadas para contener animales de
laboratorio para experimentación (Merkenschla-
ger & Wilk 1979). Además, las jaulas metabóli-
cas están construidas con mallas de alambre
como base, lo que puede conllevar incomodidad
para el animal o incluso daños en los tejidos de
las patas, probablemente como resultado de úlce-
ras por presión (Ewbank 1984, Lawlor 2002).

La importancia del bienestar animal para la
obtención de buenos resultados experimentales
ha recibido mucha atención recientemente como
resultado de varios estudios científicos (Ander-
son et al. 1972, Hughes & Black 1976, Miller et
al. 1986, Jezierski & Konecka 1996, Lensink et
al. 2000, Rochlitz 2000, Russell 2002) y por la
Directiva del Consejo Económico Europeo en los
años 80 (Comunidad Económica Europea 1986),
y más recientemente por la American Associa-
tion for Laboratory Animal Science (AALAS
2001). Se ha resaltado una y otra vez que “los

animales estresados no resultan útiles para la in-
vestigación” (American Medical Association
1992, citado por Reinhardt y Reinhardt 2000).

Tradicionalmente se ha tendido a mantener
a los roedores en los laboratorios en habitácu-
los pequeños, inhóspitos y monótonos (condi-
ciones altamente estandarizadas) con el fin de
reducir la variabilidad de los datos y las res-
puestas en las investigaciones. Recientes prue-
bas sugieren que mantener a los animales en
estas condiciones les afecta de una forma tan
decisiva que incluso están empezando a cues-
tionarse los resultados de investigaciones reali-
zadas en estas condiciones (Wurbel 2001,
Sherwin 2002). El énfasis en las condiciones de
alojamiento animal se ha puesto en cambiar de
un enfoque de “ingeniería” (especificar las di-
mensiones y características de las jaulas) a uno
de “rendimiento” (proporcionar condiciones de
alojamiento que ayuden a los animales a alcan-
zar ciertos estándares de rendimiento) (Natio-
nal Research Council 1996). Otros estudios han
demostrado que el bienestar de las ratas puede
aumentar cambiando el suelo enrejado de las
jaulas por un suelo sólido (Manser et al. 1995,
Manser et al. 1996). También se ha demostrado
que un entorno más complejo, comparado con
la simple jaula, reduce las respuestas de ansie-
dad a estresores potenciales (Levine 1985). Las
ratas que tienen acceso a un refugio adecuado
han demostrado ser más exploradoras y menos
tímidas que aquellas que se encuentran en jau-
las normales (Townsend 1997). Manser et al.
(1998) han descubierto que las cajas nido de
materiales opacos o semi-opacos constituyen
refugios especialmente adecuados. El sistema
actual de alojamiento no satisface los requeri-
mientos del comportamiento del animal más
allá de recibir alimento y agua. Los ratones de
laboratorio han demostrado tener un variado re-
pertorio de comportamientos (Jennings et al.
1998), que se ve frustrado cuando se les man-
tiene bajo condiciones convencionales de labo-
ratorio. En consecuencia, estos ratones a
menudo muestran comportamientos anómalos
que indican que experimentan frustración cró-
nica cuando se les mantiene en jaulas conven-
cionales. Además, las capacidades sensitivas de
los ratones rara vez se han considerado en el
diseño de alojamientos y métodos de cría, lo
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que se ha comparado con la cría de animales en
condiciones de privación o interferencia senso-
rial (Sherwin 2002).

Alternativas a las jaulas metabólicas comercia-
les para fines experimentales

Recolección de orina de un único ratón y sistema
de monitorización de pH
Las jaulas metabólicas para ratones disponibles en
el mercado cuentan con grandes zonas de recolec-
ción que provocan una escasa eficacia en la reco-
gida de orina de ratón y  la contaminación con
alimento y heces. West et al. (1978) diseñaron una
cubeta de cristal con una superficie mínima para
albergar ratones para la recolección de orina de 24
horas, destinada a utilizarse junto con un electrodo
de pH y un baño refrigerante para monitorizar el
pH urinario y tomar muestras. 

El dispositivo consistía en una cubeta cilíndrica
de cristal de 13 cm. de altura y 5,8 cm. de diáme-
tro, con un fondo en forma de embudo equipado
con dos filtros de acero inoxidable (superior: tela
metálica de 8 mesh, 5,7 cm. de diámetro; inferior:
12 mesh, 5,7 cm. de diámetro) para sostener al ani-
mal y evitar que las heces se depositaran en la su-
perficie de recolección de orina (Fig. 5). Los filtros
estaban separados por un aro de acero inoxidable
de un centímetro de alto y 5 cm. de diámetro. Se
practicaron tres agujeros en las paredes de cristal
de la cubeta: uno permitía el acceso a la comida, el
segundo estaba unido a un tubo por el que llegaba
el agua, mientras que el tercero, situado junto al
filtro superior, servía a los ratones para deshacerse
de las heces que se adherían al filtro superior. Para

ventilar, se utilizó una cubierta en forma de tapa de
8 cm. de diámetro y 3 cm. de altura, con agujeros
de 0,8 cm.

Un experimento realizado con un compuesto
radiomarcado excretado en la orina reveló una efi-
ciencia de recuperación del 74,2%, mientras que el
25,8% del material radiactivo se encontró adherido
a la superficie de la jaula. Un electrodo de pH,
unido a la jaula mediante un tubo de látex de 1,5
cm. de largo y un diámetro interior de 2 mm., junto
con un pH-metro digital y un registrador de proce-
sos, proporcionaban un registro continuo de pH
respecto al registro de tiempo de excreción.

Método del papel de aluminio
Black y Claxton (1979) inventaron un método
para recolectar orina de ratas alojadas en jaulas
colgantes, utilizando papel de aluminio unido al
fondo de las mismas, desde aproximadamente 10
cm. desde la parte delantera, dejando un espacio
entre la jaula y el papel de aluminio de entre 1,5
y 2,5 cm. (Fig. 6). Las arrugas en el papel permi-
tían que la orina se acumulara en pequeños espa-
cios, librándola así de las heces. Se encontró que
la recolección de muestras de orina (aproximada-
mente un mililitro) era completa en 4 horas. Este
método no era aplicable para la recolección du-
rante la noche, ya que los investigadores descu-
brieron que las ratas tendían a morder el papel de
aluminio si lograban hacer contacto con él. Ade-
más, se descubrió que la orina se evaporaba, y
las heces se acumulaban en una cantidad que
hacía imposible la obtención de orina no conta-
minada.
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Fenske (1989) inventó un modo de recoger
orina de 24 horas de los animales pequeños para
experimentación, tales como los gerbos mongo-
les, ratas, cobayas y musarañas arborícolas, man-
teniéndolos en jaulas de tamaño idéntico al de
sus jaulas habituales durante el periodo de reco-
lección. Fenske colocó hojas de papel de alumi-
nio bajo jaulas equipadas con suelos de malla de
acero inoxidable, y recogió orina de 24 horas de
forma cualitativa. A pesar de que en algunas
zonas la orina se secaba, se descubrió que la
orina seca podía separarse de las hojas de alumi-
nio humedeciéndola (porcentaje de recuperación:
84-100%).

Método de la separación del cien por cien
Jackson y Sutherland (1984) fabricaron un nuevo
aparato para la recolección cuantitativa de orina
que (a) proporcionaba una separación del 100%
entre las heces y la orina, (b) daba una recolec-
ción cuantitativa de pequeñas muestras de orina
(0-7 ml.), (c) estaba desprovisto de metal en su
diseño y (d) era resistente a disolventes orgáni-
cos. El dispositivo tiene un soporte (hecho de re-
sina acetálica o resina acetálica recubierta de
polimetil-metacrilato) con un embudo en el que
se introduce el pene de la rata (o región de la ure-
tra en el caso de las hembras). Este soporte se ad-
hiere a la piel de la pelvis mediante un adhesivo
de metilcianoacrilato de secado rápido. El em-
budo y el recolector de orina son partes separa-
das que se unen con tornillos dispuestos en torno
a un anillo cilíndrico situado a la entrada del em-
budo. Este anillo se atornilla a una abertura a tra-
vés de la pared superior del contenedor, que es
simplemente una cámara abierta por arriba. Se
utiliza un sumidero en la parte de abajo para va-
ciar el contenedor. Las muestras de orina pueden
recogerse utilizando una jeringa o separando el
contenedor del embudo.

Recolección de orina para estudios metabólicos
y de farmacocinética 
Toon y Rowland (1981) fabricaron un disposi-
tivo de Plexiglas para contener a ratas canuladas
y recoger orina libre de heces durante estudios de
farmacocinética crónica y estudios metabólicos
de fármacos. La parte principal del aparato es un
tubo transparente de Plexiglas (de 35 cm. de
largo con un diámetro interno y externo de 6,3 y

7,6 cm. respectivamente) con una rendija de 0,4
cm. de ancho en la parte superior para acomodar
las cánulas que salen al exterior, lo que permite
la toma de muestras y la administración de fár-
macos. El suelo del tubo era una malla de alumi-
nio en forma de diamante (4,5x35, tamaño de los
agujeros: 0,3 cm.) situada a un centímetro de al-
tura sobre la parte baja del tubo. El suelo es de
quita y pon para facilitar su limpieza, y durante
su uso se sujeta mediante tres ganchos de acero
inoxidable. Estos ganchos sobresalen del fondo
del tubo y se enganchan en unos agujeros practi-
cados en tres tiras de Plexiglas (4x0,6x0,6 cm.),
que a su vez están sujetas mediante tornillos al
suelo de malla. Cada tira de Plexiglas se sitúa a 2
cm. de cada extremo del suelo mediante una ter-
cera tira que se coloca bajo la mitad del suelo.
Para evitar la pérdida de orina, se bloquean los
extremos abiertos del tubo bajo el suelo de malla
utilizando un segmento de Plexiglas de un centí-
metro de grosor. Se coloca un tubo de acero in-
oxidable (1 cm. de diámetro, 3 cm. de longitud) a
través de la base del tubo en uno de los extre-
mos, que actúa como sumidero para la recolec-
ción de orina.

Requerimientos especiales para la determina-
ción cuantitativa de compuestos inestables

Recolección de orina a baja temperatura
Las muestras de orina deben congelarse rápida-
mente tras su recolección para la determinación
cuantitativa de compuestos inestables presentes
en ella, con el fin de que la degradación oxida-
tiva, enzimática y bacterial sea mínima. Denckla
(1966, 1969) desarrolló un método para recoger
orina reciente en ratas mediante caída libre a tra-
vés de un suelo de malla de alambre en una placa
refrigerada a -55ºC o en heptano congelado. En
el dispositivo que diseñó en 1969, la orina y las
heces caían en heptano en hielo seco (Fig. 7). El
contenedor principal es una nevera de picnic que
tiene una funda de polietileno lineal sobre una
parte de espuma de estireno expandido. En los
lados y en el fondo del dispositivo se utiliza un
aislante adicional de fibra de vidrio de 5,1 cm. El
recipiente recolector de orina es un molde de Te-
flon® de un tamaño adecuado para caber dentro
de la nevera. Este recipiente tiene atadas unas
cuerdas que facilitan su manipulación. Un cola-
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dor de acero inoxidable está unido a una de ellas
para desaguar el heptano, y se practica un agu-
jero de 2,5 cm. en el fondo del recipiente para la
recolección de orina, en el que se coloca un
tapón de neopreno. La jaula de la rata se sus-
pende aproximadamente 3,75 cm. por encima del
borde de la nevera, en un soporte sencillo de alu-
minio con patas de madera que se apoya en el
borde de la nevera. Se descubrió que aproxima-
damente 4 kg. de hielo seco servían para unas 16
horas. A medida que el hielo se sublima, el reci-
piente se hunde lentamente y por lo tanto siem-
pre contiene heptano, aproximadamente 2,5 cm.
La orina forma porciones esféricas que no se ad-

hieren a las heces. Las heces pueden eliminarse
con facilidad con fórceps antes de recoger la
orina.
Lartigue et al. (1978) fabricaron un aparato mo-
dular más complicado para la recolección de
orina de roedor a baja temperatura (-19ºC) (Fig.
8). El dispositivo consistía en un recipiente de
metal cubierto y aislado en el que se enfriaba
propilenglicol mediante una sonda de tempera-
tura estándar y removida con un agitador de baja
velocidad. El recipiente (70x70x9cm.) estaba
hecho de acero inoxidable. Un tubo de metal es-
taba soldado en el centro de una de las paredes,
cerca del fondo, lo que servía para introducir un
tubo aislante (Armaflex, Armstrong Cork Co,
Lancaster, PA), diseñado para ajustarse cómoda-
mente en torno al manguito flexible de una sonda
de temperatura (Cryocool, CC-60F, Neslab Ins-
truments, Portsmouth, NH). La unión interna de
los tubos se aseguraba con silicona, y la unión
externa con el manguito flexible mediante una
abrazadera circular. El recipiente se llenaba con
polietilenglicol para sumergir completamente la
sonda de temperatura. Para su aislamiento, el ex-
terior del recipiente se cubría con hojas de po-
liestireno de 2,5 cm. de espesor. El borde del
recipiente sobresalía un centímetro por encima
del aislamiento de 8 cm. de altura. Una hoja de
poliestireno de 75x75 cm. que se hundía a una
profundidad de un centímetro en la parte inferior,
a una distancia de 2,5 cm. de los 4 extremos, for-
maba una cubierta que se ajustaba cómodamente.
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Se practicaron agujeros de 21 cm. de diámetro en
la cubierta para acomodar cinco jaulas metabóli-
cas de roedores. Los agujeros se espaciaron de
tal forma que no interfiriesen con la sonda de
temperatura. Se practicó un agujero oblicuo
cerca de la sonda para introducir una varilla agi-
tadora. El motor del agitador se montó 35 cm.
por encima de la tapa en un soporte horizontal.
Esta distancia era necesaria para cambiar las jau-
las. Para mejorar la circulación del polietilengli-
col bajo las jaulas, se colocaron tres separadores
de 0,5 cm. de altura en el suelo del recipiente
bajo cada agujero. Las jaulas se insertaron utili-
zando un soporte para agua y alimento en forma
de anillo para cubrir el pequeño espacio entre el
lateral de cada jaula y el agujero. Se practicó un
agujero a través de la pared superior, cerca de
uno de los laterales del recipiente, para introducir
un termómetro.

Una campana de plástico suspendida desde la
parte baja del embudo desviaba las heces al
fondo de la jaula, y permitía a la orina fluir por
su superficie hasta un recipiente de recolección
en la parte inferior. Este método permitía la reco-
lección de volúmenes de orina de 50 ml. por pe-
riodo de recolección y proporcionaba una buena
separación de heces y orina. Sin embargo, la ex-
tensa superficie de malla de la jaula no evitaba
totalmente la coprofagia (ingesta de deposicio-
nes). Se utilizaron dispositivos para la recolec-
ción de heces (Frape et al. 1970) en el caso de
ser necesaria la recolección total de las mismas o
la eliminación de la coprofagia.

Recolección de orina de ratón o rata en la mi-
crogravedad del espacio
La gravedad nos mantiene en el suelo, mantiene
a la luna en órbita en torno a la Tierra, y a la Tie-
rra en órbita en torno al sol. Es una fuerza que
gobierna el movimiento en todo el universo. Es
sabido, no obstante, que no hay gravedad sobre
la atmósfera terrestre, por ejemplo, en el “espa-
cio”, y en consecuencia parece que no haya gra-
vedad a bordo de naves espaciales en órbita.
Normalmente, la altura a la que se sitúan los vue-
los espaciales varía entre los 190 y los 580 km.
sobre la superficie terrestre. En estas regiones, el
campo gravitacional es aún bastante fuerte, ya
que sólo es el 1,8% de la distancia a la luna. El
campo gravitacional de la Tierra a unos 400 km.

sobre la superficie mantiene el 88,8% de su
fuerza en la superficie. Por lo tanto, la estación
espacial o el satélite espacial se mantienen en ór-
bita en torno a la Tierra por gravedad. 

Isaac Newton describió la naturaleza de la
gravedad por primera vez hace más de 300 años.
Es la atracción entre dos masas cualquiera, lo
que es más aparente cuando una de las dos es de
gran tamaño (como la Tierra). La gravedad nor-
mal, o 1 g, es la aceleración de un objeto hacia el
suelo causado únicamente por la gravedad, cerca
de la superficie terrestre, y es igual a 9,8 m/s2

(32.2 ft/s2)
Si una manzana se deja caer en la Tierra, cae

a 1g. La manzana que un astronauta deja caer en
la estación espacial también cae, pero simple-
mente no parece que esté cayendo. Esto se debe
a que están cayendo a la vez la manzana, el as-
tronauta y la estación. Sin embargo, la diferencia
es que no están cayendo hacia la Tierra, sino en
torno a ella. No obstante, ya que están cayendo al
mismo tiempo, los objetos que hay dentro de la
estación parecen flotar en un estado que se llama
gravedad cero (0g) o, más específicamente, mi-
crogravedad (1 x 10-6g) (National Aeronautics
and Space Administration, EE.UU.)

Se dispone de varios modelos de vuelo espa-
cial, para ser utilizados en investigación en la
Tierra, que imitan los cambios fisiológicos que
se aprecian en la rata bajo las condiciones de mi-
crogravedad (Musacchia et al. 1980, Wronski &
Morey-Holton 1987). Sin embargo, la informa-
ción sobre la nutrición o la función gastrointesti-
nal o renal en el modelo de vuelo espacial
descrito por Wronski & Morey-Holton, el mo-
delo animal más empleado, se ha visto limitado
por la dificultad de obtener muestras de orina no
contaminadas para análisis (Harper et al. 1994).
En el sistema Holton, se sostiene la cola con un
arnés de tracción, y los cuartos traseros de la rata
se elevan uniendo el arnés a un sistema de po-
leas. Los miembros que normalmente mantienen
el peso no están cargados, y se produce un fluido
movimiento hacia delante. Las ratas sostenidas
por la cola son capaces de moverse libremente en
sus jaulas con las patas delanteras y toleran este
procedimiento con un mínimo estrés. En este sis-
tema, no obstante, la orina, heces y comida de-
rramada caen a través del suelo en papel
absorbente bajo la jaula y no pueden separarse y
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recuperarse de forma cuantitativa para análisis en
estudios de equilibrio metabólico.

Harper et al. (1994) han descrito un sistema
modificado donde han añadido un sistema de
separación para recoger muestras de orina y
heces para estudios metabólicos y nutricionales
en el modelo de suspensión por la cola. El di-
seño básico para la parte superior de la jaula y
el aparato de suspensión seguía siendo el
mismo que el del modelo de Holton. Sin em-
bargo, en este nuevo modelo, el comedero pa-
saba de estar en un rincón interior de la jaula a
ampliar la parte frontal de la misma mediante
un túnel de 3,8 cm. de largo por 5,1 de diáme-
tro exterior con un suelo de rejilla. El animal
puede avanzar por el túnel para obtener la co-
mida, y el alimento derramado cae a través de
los agujeros del tubo de plástico a una pequeña
bandeja bajo el suelo. Este alimento puede vol-
ver a incorporarse al comedero antes de pesar
al animal para determinar su consumo. Un em-
budo en la base de la jaula tiene una lengüeta
en la parte estrecha, al que está unido el separa-
dor de heces y orina. El separador recoge la
orina y las heces mediante un difusor lineal en
un tubo con rosca, para centrifugación de 30
mm. de diámetro con una capacidad de 30 ó 50
ml. La orina fluye por el embudo en el difusor
lineal, donde unos estrechos canales la condu-
cen a la abertura del tubo colector. Las heces
caen por el embudo y sobre estos canales a un
segundo tubo. Los datos específicos sobre in-
geniería y materiales los proporciona un me-
morándum técnico de la NASA (Evans et al.
1994). Este aparato se ha utilizado sucesiva-
mente para recoger muestras de orina posterio-
res a los vuelos de la lanzadera espacial
Spacelab Life Sciences-2.
Las gotas de agua pueden flotar bajo condiciones
de microgravedad en el espacio, creando una
amenaza potencial para los equipos eléctricos. El
sistema de lanzadera espacial se ha diseñado para
incorporar presión atmosférica y flujo de aire
(para reemplazar la gravedad) para la recolección
neumática y transporte de residuos humanos en
equipos de procesamiento de residuos. La reco-
lección de orina de ratón o rata no es práctica en
la microgravedad espacial en la actualidad, y Ku-
rien y Scofield (1999) han sugerido un modo hi-
potético de obtener pequeños volúmenes de orina

colocando a los animales en bolsas ziploc (o bol-
sas transparentes similares) con tubos para pro-
porcionarles oxígeno y para aspirar la orina.

Métodos quirúrgicos

Recolección de orina de ratas macho anestesia-
das
La recolección de orina de ratas se ha llevado a
cabo mayoritariamente mediante jaulas meta-
bólicas (Sunderman 1944, Harned et al. 1949,
Peacock & Harris 1950), o mediante cistosto-
mía. White (1971) desarrolló un método para
recoger orina de ratas anestesiadas utilizando
un catéter de drenaje externo. Tras la anestesia
con uretano subcutáneo, una rata macho de
200-400g. se coloca en posición supina y se in-
moviliza. La compresión digital a lo largo de la
base del prepucio fuerza que el pene sobre-
salga. Se coloca entonces un catéter intramé-
dico modificado Luer-end de polietileno en la
punta del pene. Después, se utiliza un hemos-
tato para colocar el prepucio sobre el catéter
del pene para fijarlo mediante una ligadura de
seda. El catéter se retrae entonces desde la
punta del pene hasta donde la ligadura del pre-
pucio es distal al final del catéter, lo que evita
la obstrucción de la uretra, que tiene lugar
cuando el catéter se fija con mucha fuerza al
pene. Cuando se extraen los fluidos mediante
un tubo orogástrico, se obtiene un flujo de 6-10
cc de orina por hora. La orina recogida utili-
zando este método ha demostrado estar libre de
células y ser comparable a orina excretada nor-
malmente.

oÉÅçäÉÅÅáµå=ÇÉ=çêáå~=ÇÉ=çíêçë=éÉèìÉ¥çë
~åáã~äÉë=
La medicina de mascotas exóticas es un campo
en constante cambio. Cada año entran al mer-
cado un gran número de especies diferentes, pro-
venientes de diferentes lugares del mundo. Los
cuidados veterinarios se convierten en algo esen-
cial, ya que los dueños de estas mascotas ignoran
los cuidados básicos y necesidades nutricionales
y médicas de muchos de estos animales. Los
análisis de orina son una importante fuente de
diagnóstico para determinar las funciones renales
y las infecciones del tracto urinario en ellos
(Ness 1999). 
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Ness (1999) menciona diferentes modos de
recoger orina de pequeños animales exóticos,
como la chinchilla (un roedor nativo del clima
frío y seco de los Andes), el perro de las praderas
(un roedor de aproximadamente el tamaño y la
forma de un conejillo de indias), el erizo y el fe-
langérido de azúcar (un pequeño marsupial arbó-
reo nocturno). La orina puede extraerse del suelo
de la jaula fácilmente siempre que la muestra
esté libre de contaminación fecal, lo que es bá-
sico para la correcta interpretación de los resulta-
dos. La cateterización uretral no suele ser
práctica para recolectar orina en pequeños ani-
males. En este caso podría emplearse la cistocen-
tesis (descrita anteriormente).

oÉÅçäÉÅÅáµå=ÇÉ=çêáå~=ÇÉ=ÅçåÉàçë

Recolección de orina con intervención moderada
Garvey y Aalseth (1971) demostraron que las
muestras de orina podían tomarse fácilmente de
conejos recién nacidos (de edades entre 12 horas
y 10 días). Se sostiene al conejo sobre su espalda
con la cabeza hacia la muñeca de la mano iz-
quierda del operario, cuyo pulgar presiona la
pata izquierda trasera. El conejo es inmovilizado
firmemente y se le impide moverse. Con el pul-
gar de la mano derecha se presiona levemente y
con suavidad el abdomen del conejo. La presión
debería comenzar a la altura del estómago y ter-
minar justo debajo de la vejiga, región en la que
la presión debería ser mayor. Se debe mantener
la presión hasta que se expela la orina, lo que
sólo sucede cuando los músculos están relajados.
Después de 10 días, deberá modificarse la limita-
ción impuesta al conejo. Los dedos pulgar y me-
ñique del operario deberán sostener al animal por
el cuello y la caja torácica, dejando libres las
patas traseras. La presión que se ejerce sobre el
animal es igual a la descrita anteriormente; sin
embargo, deberá ejercerse durante un periodo
más largo antes de que la orina sea liberada de-
bido al aumento de control muscular. En este
punto la función de la vejiga ya no se estimula,
por lo que es necesario aislar al conejo durante
varias horas para permitir que la vejiga se llene
antes de la recolección. El experimentador tiene
que recordar que la presión o limitación excesiva
puede generar incomodidad, daños internos o as-
fixia. Además, cada conejo requiere un tiempo

diferente para relajarse, por lo que puede que sea
necesario ejercer presión durante varios minutos.
Utilizando este método se han recolectado hasta
5 ml. de orina.

Recolección de orina mediante cistocentesis
La cistocentesis es un procedimiento mediante el
que puede obtenerse orina estéril directamente de
la vejiga insertando una pequeña aguja, sin con-
taminación potencial por la uretra distal o el
tracto genital. La cistocentesis en conejos se
lleva a cabo igual que en los gatos (descrita en la
próxima sección). La vejiga se localiza en el ab-
domen caudoventral, y puede localizarse cuando
está llena. Se atraviesa la pared abdominal con
una jeringa estéril hasta llegar a la vejiga para re-
coger la muestra de orina directamente en ella.
Es la forma “más limpia” de recoger una muestra
de orina, ya que se obtiene directamente de la ve-
jiga y estará libre de la microbiota habitual de la
uretra (Tabla 2).

Recolección de orina utilizando jaulas metabóli-
cas
Se ha llevado a cabo con éxito la recolección de
muestras de orina en conejos con fines cuantitati-
vos utilizando jaulas metabólicas (recolección de
orina de 24 horas) (Benson & Paul-Murphy
1999). Normalmente una jaula para conejos de-
bería permitir el enriquecimiento social o am-
biental mediante comportamientos normales
tales como sentarse sobre las patas traseras, sal-
tar, hacer agujeros o esconderse. En el pasado,
los conejos de laboratorio se mantenían en jaulas
pequeñas, lo que ha demostrado tener efectos
perjudiciales (Boers et al. 2002). Se ha descu-
bierto que es muy importante proporcionar un
espacio adecuado (que permita cambios de pos-
tura normales con libertad de movimiento),
camas de paja, palos de madera y ramas de árbol
(para roer), y cajas de cartón y plástico (para ser-
vir como sustituto de las madrigueras y lugares
“seguros” en los que refugiarse). Parte del heno
debería colocarse encima de la jaula para que el
animal pueda pasar algo más de tiempo recupe-
rándolo a través de los barrotes de la jaula. Debe
evitarse que un animal esté separado visualmente
de otros conejos (ya que a los conejos les en-
canta vivir en grupos). El espacio en el que se
ubicaría un único animal debería tener, al menos,
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una superficie de 75 x 80 cm. El suelo de las jau-
las no debería tener rejilla o alambre, ya que esto
daría lugar a pododermatitis ulcerativa. La reco-
lección de orina en conejos debería ser lo menos
estresante posible.

oÉÅçäÉÅÅáµå=ÇÉ=çêáå~=ÇÉ=ÑÉäáåçë

La mejor forma de obtener orina estéril de un
gato es mediante cistocentesis. El segundo mejor
método es la “micción libre”, en la que la orina
se recoge en un contenedor estéril o limpio
cuando sale del cuerpo. El tercer método, pero el
menos deseable, es recoger la orina de un conte-
nedor o del suelo después de que haya sido ex-
cretada. La obtención de orina mediante micción
libre o por el tercer método resulta menos estre-
sante y doloroso para el animal que la cistocente-
sis. Para fines cualitativos, como medida del pH
y otros metabolitos como la glucosa, proteínas,
etc., puede ser suficiente recoger la orina me-
diante el método de la “micción libre”.

Cistocentesis
La cistocentesis puede practicarse en especies
más pequeñas utilizando una aguja calibre 25 G
o inferior. También se puede practicar la cisto-
centesis sobre la vejiga expuesta después de la
anestesia, e inmediatamente antes de la necrop-
sia.

La importancia de la cistocentesis ha sido re-
conocida durante más de 80 años, como instru-
mento tanto de diagnóstico como terapéutico. El
diagnóstico mediante cistocentesis sortea mu-
chos de los problemas potenciales asociados con
la recolección de muestras de orina mediante la
micción normal, compresión manual de la vejiga
urinaria o cateterización (Kruger et al. 1996) en
los pacientes felinos con enfermedades no obs-
tructivas del tracto urinario inferior (LUTD:
“lower urinary tract diseases”) o en felinos sin
alteraciones urinarias.

La cistocentesis puede practicarse de varias
maneras. Puede realizarse con el animal tumbado
de espaldas con los miembros hacia arriba (re-
cumbencia dorsal), en recumbencia lateral, de
pie o de pie sobre las patas traseras, sujetos ele-
vando sus cuartos traseros. La cistocentesis se
practica normalmente con una aguja de calibre
25-22 G. Se rasura la piel en el área de inyección

y se limpia con una solución antiséptica. En pri-
mer lugar se palpa e inmoviliza la vejiga. Debe
tomarse la precaución de no apretar demasiado la
vejiga durante la punción, ya que esto puede pro-
vocar que la orina pase del lugar de la inyección
a la cavidad abdominal. La aguja se inserta con
un ángulo de 45º, a escasa distancia de la unión
de la vejiga con la uretra. La aguja debe inser-
tarse en la vejiga a la vez que se tira del émbolo
para crear una presión negativa. Sin embargo, si
no se obtiene orina, la aguja no debe volver a in-
sertarse, para evitar el riesgo de penetrar un asa
intestinal y posteriormente insertar la aguja con-
taminada en la vejiga. La aguja debe cambiarse
antes de volver a insertarse en la vejiga. Si des-
pués de tres intentos no se obtiene orina, puede
deberse a que la vejiga sea pequeña y esté si-
tuada en el canal pélvico. Tras obtener la muestra
de orina, se suelta el émbolo y se extrae la aguja
del abdomen (Dhein 2002).

Aparte de inducir ligera hematuria microscó-
pica transitoria (que podría ser indiscernible de la
hematuria patológica asociada a muchas enfer-
medades de etiología diversa del tracto urinario
inferior en felinos), no se ha demostrado que la
cistocentesis esté asociada con efectos secunda-
rios significativos.

Métodos con jaulas para fines cuantitativos

Recolección en jaulas
Cuando se necesitaban muestras diarias y limpias
de orina de gatos, y cuando no se disponía de
jaulas metabólicas, Matandos y Franz (1980) in-
ventaron un método para recoger orina de gatos
de laboratorio enjaulados. Utilizaron este método
para recoger orina de 34 gatos confinados en jau-
las individuales de fibra de vidrio equipadas con
suelos de acero inoxidable perforados, 8 cm. por
encima del suelo de fibra de vidrio. Se sujetó una
pequeña pieza (3x2x35cm.) al fondo de un reci-
piente redondo de goma (37 cm. de diámetro x
13 cm. de profundidad), de forma que el reci-
piente estaba inclinado 6º (para desagüe). Se
practicó un agujero (8 mm. de diámetro) en el re-
cipiente en el punto más bajo de la circunferen-
cia exterior de su base. Se cortó transversalmente
el tubo de una jeringa desechable de 3 ml. por la
marca de 0,25 ml., y se introdujo por el agujero
practicado al recipiente empujando desde el inte-
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rior. Para asegurar el completo desagüe del reci-
piente, los agarres para los dedos de la jeringa se
cortaron manualmente con un pequeño aparato
eléctrico. El tubo de la jeringa se sujetó utili-
zando pegamento líquido epoxy cuando se hubo
colocado en la posición deseada. Para una mejor
adhesión, las superficies tanto del recipiente
como de la jeringa se frotaron con papel de lija
antes de la aplicación del pegamento. El reci-
piente se colocó en el rincón trasero de la jaula
con el agujero para desagüe lejos de la esquina.
La jeringa desagüe, que sobresalía por debajo del
suelo, tenía un vaso de precipitados desechable
de 100 ml. bajo el suelo elevado de la jaula. Los
autores han empleado esta técnica con más de
200 gatos, y han obtenido un éxito de recolec-
ción del 82%. Los gatos que orinaron fuera del
recipiente o que no orinaron constituían el 9% de
los fracasos, mientras que el 3% restante se
debió a contaminación por heces, heces blo-
queando el agujero de desagüe o el desplaza-
miento del recipiente lejos del vaso de
precipitados.

Jaulas con suelo sólido
Los gatos son normalmente confinados en pe-
queñas jaulas metabólicas con bases de rejilla
metálica, lo que es muy incómodo para los
animales, en especial si se les retiene en ellas
demasiado tiempo. Estas jaulas con suelos de
rejilla impiden a los gatos enterrar sus heces,
cosa que los gatos enjaulados han demostrado
preferir (Bateson & Turner 1988). La supre-
sión de este comportamiento podría interferir
con el bienestar del gato, por lo que Pastoor et
al. (1990) han desarrollado un método alterna-
tivo para recoger orina de gatos utilizando jau-
las metabólicas con suelos sólidos, equipadas
con cajones de arena modificados para separar
la orina y las heces y que permiten a los gatos
enterrar sus heces.

Los gatos suelen responder a las malas con-
diciones de alojamiento inhibiendo comporta-
mientos normales (alimentación, acicalado,
exploración y juego) o volviéndose inactivos
debido a que no disponen de un repertorio am-
plio (expresión facial, postura corporal) para la
comunicación visual, como tienen los perros,
muy sociables y acostumbrados a vivir en
grupo (Rochlitz 2002). Por lo tanto, alojar a

los gatos en un entorno adecuado hará más
fácil la recolección de orina (u otras investiga-
ciones científicas) además de asegurar el bien-
estar animal (Poole 1997). Las jaulas en las
que se alojen a los gatos deberán tener sufi-
ciente espacio para que expresen un amplio
rango de posturas y comportamientos norma-
les, tales como estirarse, explorar y jugar, y
para permitir al investigador llevar a cabo fá-
cilmente procedimientos rutinarios como la re-
colección de orina. Es la calidad del espacio de
la jaula más que su tamaño lo que es impor-
tante para los gatos, una vez que se han alcan-
zado unas dimensiones mínimas (Rochlitz
2000) (Tabla 2).

Recolección de orina de hurones

El método elegido para obtener orina de estos
animales es la cistocentesis, cuando la vejiga
urinaria es palpable (Morrisey & Ramer 1999).
Se puede acceder a la vejiga urinaria a través
de la pared lateral del cuerpo, como en los
gatos, con una jeringa de 3 ml. y una aguja de
25 G. Una adecuada inmovilización es esencial
para este procedimiento, y se ha demostrado
útil distraer al animal con una sustancia dulce.
La cateterización uretral resulta difícil en estos
animales.

Recolección de orina de canes

Se han recogido muestras de orina de perros
para cultivo bacteriológico y análisis de orina
utilizando tres métodos, que son la micción
voluntaria, la cistocentesis y la cateterización.

Micción voluntaria con intervención mode-
rada
Mediante la compresión digital de la vejiga,
Carter et al. (1978) recogieron muestras excre-
tadas voluntariamente, lo más limpias posible,
en vasos estériles. Ocasionalmente, sin em-
bargo, descubrieron que los vasos entraban en
contacto con pelo en la zona de la vulva en las
hembras 
o con el prepucio en los machos. Sólo en algu-
nas ocasiones pudo recogerse toda la orina ex-
cretada, y en la mayoría de los casos las
muestras se recogieron a la mitad. Sin em-
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bargo, algunos estudios han demostrado que
las muestras recolectadas a la mitad pueden
estar contaminadas con bacterias con origen en
la uretra o en las inmediaciones del orificio
uretral. En un estudio en el que participaron 32
perros (no se dan datos de la distribución de
sexos), las muestras recogidas de 25 perros
evidenciaban presencia de bacterias (Klausner
et al. 1975, Finco & Kern 1977, Carter et al.
1978). Esto da lugar a diagnósticos incorrectos
de infecciones del tracto urinario (ITU). En un
segundo estudio, 15 de 25 perros que no pre-
sentaban signos de ITU, mostraban contamina-
ción por bacterias en la orina recolectada a la
mitad (Finco & Kern 1977). En otro estudio
que incluía 50 perros clínicamente normales
(25 machos y 25 hembras), el 85% de las
muestras de orina excretadas voluntariamente
presentaba contaminación bacteriana (Comer
& Ling 1981). La orina de las hembras mos-
traba un porcentaje mayor de contaminación
por bacterias (91%).

Cistocentesis
Se ha utilizado la cistocentesis (Carter et al.
1978) para recolectar orina de perros. Primero
se sedó a los perros con acepromacina (Ayerst
Laboratories, New York, NY, EE.UU.) Se eli-
minó el pelo en un área entre la línea media y
el flanco y se esterilizó con alcohol, jabón y
solución yodada. Primero se inmovilizó la ve-
jiga mediante palpación digital, y después se
tomó una muestra de 5 ml. utilizando una je-
ringa con una aguja de 3,25 cm. y calibre 22G.
Durante la ovariohisterectomia, las muestras
se aspiraron de la vejiga mediante exposición
por laparotomía. 

Se demostró que las muestras de orina de
perro obtenidas mediante cistocentesis eran
bacteriológicamente estériles (Klausner et al.
1975, Finco & Kern 1977, Carter et al. 1978).
En un estudio en el que participaban 50 perros
clínicamente normales (25 machos y 25 hem-
bras), las muestras de orina obtenidas resulta-
ron bacteriológicamente estériles.

Cateterización
Varios grupos han utilizado la cateterización
para recoger orina de perros (Carter et al.
1978, Mulcahy et al. 1978, Russel et al. 1987).

Se han utilizado catéteres de plástico estériles
y lubricados con gel (Lubafax, Burroughs Wel-
come Co. Research Triangle Park, NC,
EE.UU.) para recolectar muestras de orina de
perros. El final del pene en los machos o la re-
gión perivulvar en las hembras se limpió con
una gasa impregnada con solución yodada or-
gánica y posteriormente se secó la zona. Se
desecharon los primeros 5 ml. de orina extraí-
dos a través del catéter, tanto en machos como
en hembras, y se utilizó una nueva jeringa para
extraer muestras para cultivo bacteriológico.

Mulcahy et al. (1978) implantaron una cá-
nula de cistostomía permanente en la vejiga
urinaria para recolectar orina durante periodos
de tiempo prolongados en perros conscientes.
La implantación de la cánula se llevó a cabo
mediante simple cistostomía en las hembras, lo
que no era posible en los machos, ya que el
pene está localizado en el lugar de la cistosto-
mía. Se demostró que al principio los perros
intentaban retirar la cánula con los dientes y
las patas. Sin embargo, como los enganches de
la cánula están cubiertos con tapas sujetas con
tornillos de acero inoxidable, pronto se dan
cuenta de que son imposibles de quitar. Toda
la orina gravita directamente hacia la cánula,
con el animal en posición erecta, y sale de la
vejiga de forma inmediata. La irrigación de la
vejiga para retirar toda la orina es por tanto in-
necesaria, lo que es muy útil cuando deben ob-
tenerse volúmenes exactos de orina para
determinar la osmolalidad.

Se ha descrito un procedimiento que per-
mite cateterizaciones múltiples utilizando una
abertura intestinal (Finkle et al. 1961) para pe-
rros que han sido sometidos a ureterosigmoi-
destomía. Es un procedimiento por el que se
implanta el uréter en el colon sigmoide, lo que
resulta en la desviación de la orina al intestino.
Se lleva a cabo como consecuencia de una en-
fermedad en la vejiga o cistocentesis. La reco-
lección de orina de estos animales presenta un
serio problema, ya que la orina estará contami-
nada con heces. Se fabricó un “ventanal intes-
tinal” (DuPont) para evitar este problema
(Finkle et al. 1961). El ventanal se instalaba
quirúrgicamente en el colon sigmoide. Tras va-
rios procedimientos quirúrgicos, se colocó un
catéter ureteral de seda de 4 French en el uré-
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ter, hasta que apareció orina limpia. En torno
al ventanal tuvieron lugar pequeñas fugas oca-
sionales, y se encontró infección de bajo
grado. Estas cateterizaciones a menudo origi-
naban pielonefritis. A pesar de estos proble-
mas, los investigadores han comprobado que
muchos de sus animales de experimentación
sobrevivieron más de 100 días después de la
operación, después de numerosas cateteriza-
ciones ureterales.

Los catéteres internos urinarios permanen-
tes han demostrado causar ITUs en gatos y pe-
rros (Barsanti et al. 1985) y se demostró que el
riesgo de infección aumentaba con la duración
de la cateterización. Esta infección asociada al
catéter tiene lugar incluso bajo terapia con an-
tibióticos.

La cateterización en sí misma no es un pro-
cedimiento aséptico, a pesar de que el orificio
se limpie a conciencia antes de la inserción del
catéter. Las uretras de los perros macho y hem-
bra tienen poblaciones de bacterias, muchas de
las cuales son potencialmente patógenas. La
contaminación con estas bacterias podría lle-
var a resultados erróneos. Además, la cateteri-
zación de la vejiga en humanos se ha
relacionado con ITU. En estudios separados se
ha descubierto que las muestras de orina obte-
nidas por cateterización eran positivas en los
cultivos bacterianos (Klausner et al. 1975,
Finko & Kern 1977, Carter et al. 1978, Bier-
tuempfel et al. 1981, Comer & Ling 1981). Se
ha demostrado que la cateterización de la ve-
jiga en humanos causa ITU por la contamina-
ción y consecuente colonización de la mucosa
de la vejiga con bacterias procedentes de la
uretra (Biertuempfel et al. 1981). 

El perro se ha asociado con el hombre du-
rante mucho tiempo, y es uno de los animales
domésticos más antiguos. Tiene un estatus es-
pecial entre las personas y a menudo es consi-
derado como un miembro más de la familia.
Por lo tanto, cuando se utiliza a un perro para
experimentación, recibe protección especial en
varios países. En el Reino Unido, por ejemplo,
debe darse una justificación especial antes de
que los perros puedan participar en un estudio
que implique dolor, estrés o sufrimiento. Los
perros son animales inquisitivos y reacciona-
rán mal a entornos inhóspitos o sensorialmente

restringidos. Está firmemente establecido que
los alojamientos que no satisfacen las necesi-
dades físicas o sociales de un animal llevan a
alteraciones en la fisiología y el comporta-
miento, lo que termina por influir en los datos
de la investigación. Por lo tanto el diseño de
un alojamiento para perros debe (a) mantener
al animal en un buen estado de salud mental y
física, (b) permitir el fácil manejo del perro
por parte del personal, (c) ser lo suficiente-
mente amplio como para permitir el aloja-
miento de grupos o perros compatibles, (d) ser
flexible, para poder combinar corrales y obte-
ner espacios más amplios, (e) permitir la elec-
ción del emplazamiento y proporcionar
intereses dentro del redil, (f) proporcionar
algún tipo de refugio respecto de otros perros
mediante el uso de barreras visuales y (g) mi-
nimizar la emisión de ruidos mediante siste-
mas de insonorización. (Hubrecht 2002).
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La recolección de orina en aves es útil para la
identificación de microorganismos como pará-
sitos, bacterias, hongos o virus. También es va-
liosa para la identificación de metabolitos de
fármacos, esteroides sexuales, procesos pato-
lógicos (hematuria, hematoquecia) y toxinas
(Greiner & Ritchie 1994, Arnold & Holt 1996,
Hagedorn et al. 1997).
La recolección de orina en aves de corral pre-
senta un problema peculiar, ya que la orina
pasa de los uréteres a la cloaca, donde se mez-
cla con las heces. Se han utilizado una serie de
métodos diferentes para separar la orina de las
heces. Cuando se obtiene una deposición sobre
una superficie limpia y no porosa, la orina
puede separarse cuidadosamente de las heces.
Se ha utilizado la acción capilar de un tubo de
microhematocrito o la aspiración con una
aguja y jeringa para recoger la orina, dejando
atrás las heces (Murray 1997, Styles & Phalen
1998).

Se han empleado métodos no quirúrgicos
de recolección de orina mediante la inserción
de un embudo en el urodeo (Davis 1927, Coul-
son & Hughes 1930), y Hester et al. (1940)
han empleado la canulación de los uréteres.
Las técnicas del catéter (embudo) y la cánula
facilitan la recolección de orina sólo durante
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periodos de tiempo limitados. Hart y Essex
(1942) y más tarde Ainsworth (1965) han des-
crito la exteriorización de las aberturas urete-
rales, lo que requiere incisiones y suturas.
También requiere que el pájaro lleve un arnés
para facilitar la recolección de orina y/o heces.
Hart y Essex (1942) describían la construcción
de un ano externo, que podía utilizarse sólo
durante 2 ó 3 semanas.

La cantidad y la calidad de la orina excre-
tada por pájaros ha sido vital para trabajar en
otros problemas relacionados con la fisiología
renal de las aves. Los estudios en estos pájaros
no han sido muy sistemáticos. Hester et al.
(1940) estudiaron la excreción en el pollo para
llegar a un conocimiento exhaustivo del volu-
men diario y el carácter de la orina secretada
por los pájaros, bajo una serie de condiciones.
Llevaron a cabo tres series de experimentos:
(a) canulaban los uréteres bajo anestesia local
y observaban el efecto de ciertos diuréticos y
otros fármacos; (b) la orina, libre de material
fecal, se recogía mediante la inserción de un
pequeño embudo con diámetro suficiente
como para incluir los dos orificios ureterales
del urodeo y (c) la exteriorización de los orifi-
cios ureterales mediante una operación permi-
tió la recolección de orina bajo condiciones
casi normales.

Los siguientes son dos métodos quirúrgicos
clásicos utilizados para recoger orina de aves
de corral.

(a) Separación de orina y heces en gallos jó-
venes
Colvin et al. (1966) describieron un método
quirúrgico que sorteaba muchas de las desven-
tajas de métodos anteriores. Gallos jóvenes
White-Leghorn (9 semanas de edad) permane-
cieron en ayunas durante 8 horas para asegurar
que todas las heces fueran eliminadas de la
parte inferior del intestino. Tras la anestesia,
se eliminaron las plumas en torno al orificio de
la cloaca. Se practicó una incisión perpendicu-
lar a la línea media y aproximadamente un
centímetro por delante del orificio anal. La
porción distal del recto se extrajo por la aber-
tura de la incisión, y se cerró la cloaca me-
diante una sutura de seda tan cerca del esfínter
rectal como fue posible. El recto fue entonces

amputado proximal a la sutura. En ese mo-
mento se espolvorearon unos miligramos de
sulfatiazol en polvo en la cavidad a través de
la incisión. Se cortó un cuentagotas flexible de
goma con una longitud de aproximadamente
2,5 cm., y el extremo cortado se insertó 1,5
cm. en el recto. El tubo se suturó entonces al
recto mediante seis puntos de sutura cerca del
final del extremo insertado. La mucosa se unió
a la superficie de la piel en torno a la incisión
mediante suturas de seda y se espolvoreó con
sulfatiazol. Un tubo como el descrito con ante-
rioridad se insertó en la cloaca unos 0,75 cm.,
para no bloquear los orificios ureterales. El
tubo se unió entonces a los labios dorsal y ven-
tral de la cloaca mediante seis puntos de seda.

Para recoger muestras de orina o heces, se
ataron con tiras de nylon globos de un tamaño
adecuado en torno al extremo de los cuentago-
tas que sobresalía del orificio de la cloaca y
del ano artificial. Los pájaros tratados quirúr-
gicamente no requirieron casi atención posto-
peratoria y podían moverse libremente en 1-2
horas, y recibir agua y alimento de forma in-
mediata. Los autores descubrieron que era ne-
cesario esperar unos 3 días antes de poner a los
pájaros en tratamiento experimental para ase-
gurar que la diuresis observada por Hester et
al. (1940) y Hart y Essex (1942) se había su-
perado y que las suturas mantenían a los tubos
en su lugar. Los autores observaron obstruc-
ción recurrente de los tubos en aproximada-
mente el 10% de los pájaros, porcentaje de los
mismos que fue descartado. Utilizando tubos
de extrusión plásticos, los globos de recolec-
ción podían colocarse y retirarse fácilmente,
sin la incomodidad del arnés para el pájaro,
evitándose además la  contaminación de la
orina por las heces.

(b) Recolección de orina de pollos
Como se ha dicho anteriormente, la recolec-
ción en aves de muestras de orina no contami-
nada es difícil porque la orina de los pájaros
fluye desde el uréter hasta la cloaca, donde
puede mezclarse libremente con la materia
fecal. Varios investigadores inventaron en el
pasado una serie de métodos para obtener
orina aviar libre de impurezas. Minowski
(1886) evitó la contaminación fecal en la orina
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de oca ligando el recto por encima de la clo-
aca. Milroy (1903) sugiere que este método no
funciona correctamente, e intentó obtener
orina no contaminada utilizando un tubo espe-
cialmente diseñado para desviar las heces de la
porción del aparato que excreta la orina. Ya
que de este modo no podía evitarse la contami-
nación fecal, separó la cloaca y el recto me-
diante una operación. Construyó un ano
artificial en la pared abdominal exterior y la
orina se recogió en una bolsa adecuada unida
por debajo del orificio anal durante un periodo
de hasta 24 horas (el volumen durante este
tiempo variaba entre 500 y 1500 ml.). Paton
(1910) hizo un ano artificial como el que des-
arrolló Milroy, pero en lugar de recolectar la
orina en una bolsa, lo hizo en una jaula meta-
bólica. Paton afirma en su trabajo que la canti-
dad de orina de 24 horas no podía medirse de
forma exacta, ya que los pájaros vertían parte
del agua de beber en ella. Sharpe (1912) anes-
tesió gallinas con uretano o éter y obtuvo una
producción de orina de 0,69 ml/min. de una
media de siete experimentos. Davis (1927) re-
cogió orina mediante un catéter insertado en el
urodeo de forma que la orina salía al exterior
tan pronto como era excretada por los orificios
ureterales. En ocasiones insertó tapones de al-
godón en el recto para evitar la contaminación
fecal. Descubrió que podía obtener más orina
bajo anestesia ya que, sin anestesia, la orina
estaba tan concentrada que los sólidos precipi-
taban y obstruían el catéter.

oÉÅçäÉÅÅáµå=ÇÉ=çêáå~=ÇÉ=ãáåáJéáÖëÒ

Las razas de cerdos enanos, así como varieda-
des de granja, se han utilizado mucho en labo-
ratorios. Los cerdos enanos vietnamitas
también se han convertido en mascotas comu-
nes tanto en hogares urbanos como rurales, y
como consecuencia la necesidad de proporcio-
nar cuidados a estos animales se ha visto en
aumento.

Como mascotas, los cerdos enanos están
muy bien domesticados, por lo que hay que
llevarlos al exterior para obtener una muestra
de orina mediante micción voluntaria (Van
Metre & Angelos 1999). Ya que estos animales
son muy veloces y ágiles, pueden ser difíciles

de atrapar si huyen, por lo que es esencial po-
nerles un arnés y una correa. Las muestras de
orina son más fáciles de obtener de las hem-
bras que de los machos. El abdomen abom-
bado de estos cerdos hace que sea difícil
recoger orina de los machos. Se ha recogido
orina de estos animales utilizando la tapa de
una funda de jeringuilla de 60 ml. atada a una
percha estirada como dispositivo para recoger
orina. La tapa se deslizó bajo el abdomen del
cerdo cuando comenzó la micción para obtener
una muestra.

Ha resultado difícil cateterizar la vejiga de
los cerdos enanos macho debido a la presencia
del hueco uretral (un pequeño hueco en el
lumen uretral localizado en el aspecto dorsal
del segmento pélvico de la uretra, a la altura
del isquion). A medida que el catéter avanza
por la uretra tiende a alojarse en el hueco. El
veterinario ha sido capaz, no obstante, de diri-
gir el catéter a la vejiga introduciendo un dedo
en el recto del cerdo y empujando suavemente
el catéter ventral y cranealmente (Van Metre &
Angelos 1999).

Los cerdos deben mantenerse adecuada-
mente y ser manipulados con cuidado para ob-
tener datos de investigación fiables, ya que son
animales notablemente sensibles. Hay que ase-
gurarse de proporcionar a los cerdos fibra en
forma de cascarillas de avena y paja, para que
puedan llevar a cabo sus actividades de forra-
jeo y llenar su intestino. Un suelo de hormigón
puede producir irritación e inflamación de las
patas y articulaciones, por lo que los animales
deben mantenerse en suelos de paja. Los cer-
dos son de naturaleza sociable, por lo que
deben alojarse con parejas compatibles, así
como recibir un trato humano positivo en sus
rediles de forma habitual. Poner una radio con
variedad de música y voces ha demostrado ser
útil para que los cerdos se acostumbren a los
humanos. Cuando se aísla a un cerdo para ob-
tener muestras o se le utiliza para un procedi-
miento experimental, debe llevarse con él a
otro cerdo que le resulte familiar, lo que evi-
tará que se sientan angustiados o agitados
cuando se les separe de sus compañeros de
piara (Grandin 2002).
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Existen establos metabólicos para alojar a ga-
nado, ovejas, cabras y cerdos y recoger mues-
tras de orina y heces separadamente. Los hay
que utilizan rejillas, pantallas y embudos para
separar heces y orina, y son eficientes para
muchos usos, además de fáciles de usar. Sin
embargo, en estos establos existe contamina-
ción cruzada de diferente nivel. Para minimi-
zar o eliminar la contaminación cruzada se han
desarrollado otros sistemas, como catéteres in-
ternos y aparatos unidos a los animales me-
diante arneses. No obstante, estos métodos a
veces causan incomodidad o infecciones de
orina a los animales, o el aparato no perma-
nece en su sitio para recolectar orina durante
un periodo de tiempo amplio (Aschbacher
1970).

Recolección de orina en machos de oveja,
cabra, vaca y cerdo.
Paulson y Cottrell (1984) construyeron un sen-
cillo aparato para recolectar orina de estos ani-
males que evitaba todos estos problemas.
Estaba hecho de tela elástica e impermeable,
velcro y una bolsa impermeable. Era ligero, se
ajustaba fácilmente al animal y no le causaba
incomodidad aparente, y servía para periodos
de recolección prolongados.

Recolección en hembras de ungulados 
Para determinar las respuestas fisiológicas de
los animales frente a cambios en una serie de
estímulos ambientales, tales como la tempera-
tura ambiente, niveles de energía y nutrientes y
disponibilidad de agua, son importantes los es-
tudios metabólicos con rumiantes. Estos estu-
dios normalmente requieren la medición del
alimento disponible, y la separación y cuantifi-
cación de orina y heces producidos por cada in-
dividuo. La recolección total de orina y heces
resulta difícil en las vacas hembras y los bison-
tes debido a la proximidad del meato urinario y
la región isquiorrectal, que causa la contamina-
ción cruzada de las muestras. En consecuencia,
los estudios metabólicos a menudo utilizan ma-
chos por la evidente facilidad que supone sepa-
rar y recoger la orina y las heces. En el caso de

que sea necesaria la recolección del total de la
orina de rumiantes hembras, la técnica más uti-
lizada es la cateterización de la vejiga. Sin em-
bargo, los catéteres presentan problemas
especiales como la dificultad de su inserción,
infecciones secundarias de vejiga y a menudo
pérdidas sustanciales de orina. Deliberto y Ur-
ness (1995) desarrollaron un aparato para la re-
cogida de orina que tomaba como modelo el
alerón deflector de orina creado por Kartchner
y Rittenhouse (1979) para las bolsas de reco-
lección fecal. Este método también fue dise-
ñado para recoger orina sin el alerón deflector
(Tabla 2).

Recolección de orina de equinos

La recolección de orina de caballo está limitada
a la micción libre y a la cateterización. La cis-
tocentesis no es práctica debido al tamaño del
caballo y a la posición intrapélvica de la vejiga
equina.

La recolección de orina en equinos a me-
nudo forma una parte integral en los estudios
sobre el balance del agua (Groenendyk et al.
1988) y la función renal (Rawlings & Bisgard
1975, Lane & Merritt 1983, Kohn & Strasser
1986) en muchos centros de investigación. Los
estudios sobre la homeostasis del agua en equi-
nos se llevan a cabo normalmente en establos
metabólicos equipados con recipientes en el
suelo para simplificar la recolección de mues-
tras de orina libres. Se han descrito varios mo-
delos de un aparato para recoger orina de
caballos macho, suspendido bajo el pene me-
diante un arnés (Van der Noot et al. 1965, Tas-
ker 1966, Harris 1988). Sólo uno de ellos
(Harris 1988) describe un aparato de recolec-
ción no invasivo que puede utilizarse con ye-
guas. En estudios que conciernen a la
eliminación renal de electrolitos (Rawlings &
Bisgard 1975, Lane & Merritt 1983, Gronwall
& Price 1985, Glade 1986, Kohn & Strasser
1986)  se ha recolectado orina de yeguas utili-
zando catéteres internos de vejiga. Estas inves-
tigaciones consisten en introducir un catéter de
Foley (28 ó 32 French) de forma aséptica en la
vejiga y mantenerlo en su lugar inflando el
globo con 30 ml. de aire o agua. La orina fluía
bien de forma continua desde la vejiga hasta un
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recipiente recolector, o bien de forma intermi-
tente cada dos horas a través del catéter (Kohn
& Strasser 1986). Este método presenta el in-
conveniente de la infección bacteriana, ya que un
estudio demostraba que 3 de cada 13 caballos
presentaban infección al final del periodo de
prueba de 12 horas (Rawlings & Bisgard 1975).

Otro método (Van den Berg 1996) para reco-
lectar orina de yeguas utilizaba un dispositivo
hecho de goma en forma de falda. El dispositivo
se curvaba en forma de tobogán mediante metal
maleable dispuesto por fuera de la goma. Utili-
zando tiras de cuero, se ataba el aparato a un
arnés de forma que el extremo proximal del to-
bogán tocase la zona de la mitad de la vulva. El
extremo libre del tobogán se conectaba entonces
a un embudo recolector, entre las patas traseras,
suspendido delante de las mismas. Este disposi-
tivo se utilizaba para recoger orina de yeguas de
forma rutinaria, segura y fácil.

oÉÅçäÉÅÅáµå=ÇÉ=çêáå~=ÇÉ=éêáã~íÉë=åç=ÜìJ
ã~åçë

Algunos de los primates no humanos utilizados
en la investigación son los lémures naranjas
(Microcebus murinus), mono nocturno (Aotus
trivirgatus), mono tití (Callithrix jacchus),
mono ardilla (Saimiri sciureus), mono capu-
chino (Cebus apella), macaco Rhesus (Macaca
mulatta), macaco cynomolgus,(macaco cangre-
jero) (Macaca fascicularis), Cercopiteco Verde
(Cercopithecus aethiops), los babuinos (Papio
spp.), Macaca radiata, Macaca nemestrina y
los chimpancés (Pan troglodytes) (Reinhardt &
Reinhardt 2002).

Antes de hacer pruebas clínicas controladas
con pacientes humanos o voluntarios, se evalúa
la seguridad preclínica de los nuevos fármacos
en un roedor y en un no roedor (“segunda” es-
pecie). Los primates no humanos suelen utili-
zarse en la evaluación de seguridad de
fármacos putativos para los que otras especies
de no roedores (por ejemplo, perros) han de-
mostrado ser un modelo que da menos pistas
sobre la  respuesta humana, debido a las simili-
tudes entre las respuestas cinéticas, metabóli-
cas y farmacológicas, reacciones
idiosincrásicas o falta de respuesta biológica.
El mono tití (Callitrix jacchus) se ha utilizado

en estudios de evaluación preclínica de seguri-
dad durante más de una década. Como especie
de roedor se han utilizado ratas en la mayoría
de los casos, y los perros o los primates no hu-
manos [(macacos, normalmente macacos can-
grejeros (Macaca fascicularis) o Rhesus
(Macaca mulatta)] se utilizan para estudios
preclínicos de toxicología.

Muchos primatólogos tienen miedo de los
primates no humanos, por lo que aprueban las
limitaciones impuestas a estos animales du-
rante los procedimientos que requieren cual-
quier tipo de interacción física entre los
humanos y los primates no humanos. Se utili-
zan arneses para inmovilizar al animal y empu-
jarle a la parte delantera de la jaula durante la
recolección de muestras de sangre u orina.
Además, durante la toma de muestras se em-
plean estructuras limitadoras ajustables con pa-
neles en guillotina. Estos procedimientos de
limitación forzosa generan variables fisiológi-
cas relacionadas con el estrés que pueden llevar
a errores en los resultados de la investigación.
Este sufrimiento se incrementa al estar separa-
dos del entorno familiar de su jaula. El British
Code of Practice for the Housing and Care of
Animals Used in Scientific Procedures (Código
británico de prácticas para el alojamiento y cui-
dado de los animales utilizados en procedi-
mientos científicos) (1989) señala que el
adiestramiento del primate no humano para que
coopere durante estos procedimientos es el mé-
todo que menos les hace sufrir.

Recolección de orina de monos tití y tamari-
nos
Hearn et al. (1975) describieron un sistema
para la inmovilización y toma de muestras de
sangre y orina de estos animales. En su mé-
todo, se trasladaba al mono tití a una jaula
metabólica para ratas durante un periodo de
24 horas. En el embudo de la jaula se separaba
automáticamente la orina del material fecal y
pasaba por un brazo lateral a un contenedor
desechable de plástico sumergido en hielo.

La administración de materiales radiomar-
cados para estudios metabólicos no podía rea-
lizarse utilizando este método, ya que el
volumen de la jaula era demasiado pequeño
para que el animal pudiese permanecer en él
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más de 24 horas. Los estudios metabólicos es-
tipulaban que el animal debía permanecer en
la jaula hasta que los materiales radiomarca-
dos fuesen eliminados en la orina y las heces.
Lunn (1989) modificó el método de Hearn et
al. para que esto fuera posible. Modificó una
jaula metabólica modelo Metabowl III (Jen-
cons Scientific Ltd, Leighton Buzzard, Bed-
fordshire, Reino Unido) para incrementar su
altura, añadiendo un cilindro de acero inoxi-
dable. Además, incluyó un comedero de acero
inoxidable en lugar del comedero estándar y
desplazó el bebedero hacia el interior de la
jaula para mejorar su accesibilidad. Se man-
tuvo a los animales en la jaula Metabowl hasta
5 días seguidos sin ningún efecto perjudicial
aparente.

En otro método, se familiarizó a grupos de
monos tití con un aparato para la recolección
de orina hecho a mano como prolongación del
habitáculo en el que se les alojaba (Anzenber-
ger & Gossweiler 1993), y poco a poco se les
acostumbró a orinar cuando se apagaban las
luces a cambio de una recompensa en forma
de alimento. Los experimentadores descubrie-
ron que, después de 3 semanas de entrena-
miento, podían recolectar muestras de orina
individuales de una familia completa de 4-16
animales.
Se acostumbró a tamarinos (Saguinus sp.)
hembra alojadas en grupo a orinar en contene-
dores poco después de despertarse por la ma-
ñana a cambio de una recompensa en forma de
comida, sin necesidad de un protocolo de en-
trenamiento ni de invertir tiempo extra (Snow-
don et al. 1985).

Recolección de orina de macacos
López-Anaya et al. (1990) han empleado un
sencillo método para recoger orina de crías de
macaco (Macaca nemestrina) sin imponerles
limitaciones. Han adaptado un método con pa-
ñales, utilizado en medicina pediátrica, para la
recolección del total de la orina para uso en
estudios de farmacocinética. Se elaboró un
pañal utilizando espuma de celulosa, láminas
de polietileno y velcro. Primero, se cortó una
tira de celulosa con forma de pañal. La parte
que iba a situarse sobre los genitales se hizo
cosiendo dos capas de celulosa para maximi-

zar la capacidad de absorción de orina. La
capa de celulosa se colocó dentro de un sobre
de polietileno, ligeramente mayor pero con la
misma forma. La parte de celulosa de una sola
capa se aseguró entre las capas de polietileno
con cinta aislante, para evitar la contamina-
ción de orina y heces. Además, se añadió un
orificio para la cola. Tiras de velcro a lo largo
de los extremos del pañal lo mantenían en su
sitio cuando se le colocaba a las crías de ma-
caco. Pesando el pañal antes y después de su
uso, los autores pudieron calcular el volumen
de orina obtenido (suponiendo la unidad como
gravedad específica de la orina). Escurrieron
el pañal para obtener alicuotas de orina para
análisis posteriores. La celulosa podía conte-
ner 20 veces su peso en agua, lo que permitía
la recolección de orina durante un largo pe-
riodo de tiempo. En algunos casos, se encon-
tró una pequeña cantidad de material fecal en
la celulosa. Sin embargo, no se mezclaba de
forma significativa con la orina, lo que se de-
ducía de la estabilidad de uno de los metaboli-
tos estudiados.

Un grupo japonés (Hayakawa & Takenaka
1999) recogió orina de macacos japoneses
(Macaca fuscata) alojados individualmente,
colocando bajo sus jaulas una cubeta cubierta
con una malla. Se recogieron las muestras de
orina de la cubeta con una pipeta de plástico
desechable. Se obtuvieron volúmenes de orina
que iban desde los 0,02 (cría de macaco) a los
14 ml.

Recolección de muestras de cercopitecos ver-
des y chimpancés
Se ha demostrado que entrenar a los primates
no humanos para que cooperen durante proce-
dimientos experimentales es una de las mejo-
res opciones, utilizando el alimento como
motivación positiva. Kelley y Bramblett
(1981) entrenaron a Cercopithecus aethiops
machos para orinar en un vaso de precipitados
cuando se les pidiera, recibiendo cacahuetes
como recompensa. Durante este procedi-
miento no se separaba a los animales del
grupo social. Se encontró que seis de ocho
machos proporcionaban muestras de orina de
forma predecible después de un periodo de en-
trenamiento de 2 meses.
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Stone et al. (1996) entrenaron a 19 chim-
pancés hembra alojadas en grupo para que coo-
perasen en la recogida de muestras de orina.
Descubrieron que el tiempo medio de entrena-
miento para llegar a un comportamiento satis-
factorio era de 237 minutos.
El sistema más utilizado para albergar primates
no humanos se resume a continuación (Comisión
Europea 2002):
(a) Alojamiento individual en una sola jaula con

las siguientes especificaciones
La jaula debe reducir el riesgo de transmisión de

enfermedades entre animales, y debe ser salu-
bre y poder limpiarse con facilidad.

(b) Jaulas para parejas y jaulas conectadas para
dos primates o un pequeño grupo de anima-
les

Este sistema de enjaulado debe alojar de forma
permanente parejas compatibles de primates
no humanos, y permitir el contacto físico
entre los animales uniendo jaulas adyacentes.
Este sistema permite la separación temporal
de animales cuando se llevan a cabo tomas de
muestras o procedimientos experimentales.

(c) Rediles para el alojamiento en grupo Estas
son jaulas grandes, habitáculos o corrales li-
mitados por vallas, paredes, barrotes o tela
metálica, y se utilizan generalmente para alo-
jar a grupos de animales. En este caso pueden
ser necesarios procedimientos de captura es-
peciales, descritos por Reinhardt y Reinhardt
(2009), en el momento de la toma de mues-
tras.

(d) Recintos interiores-exteriores En este caso un
área exterior está conectada a un espacio inte-
rior climatizado, donde los animales pueden
encontrar protección frente a las inclemencias
del tiempo y buscar refugio frente a amena-
zas y ataques.

Un alojamiento confortable para los primates
no humanos es tan importante como en el caso de
otros animales, para asegurar su bienestar y, en
consecuencia, la calidad de las investigaciones que
se realizan con ellos. Se ha descubierto que la
compañía social es una necesidad, en el mismo
grado que el alimento. Se ha comprobado que es
muy efectivo alojar a los animales por parejas
desde una edad temprana. La compañía sirve para
amortiguar el estrés en situaciones angustiosas

como experimentos que requieren que los animales
sean inmovilizados en una silla o atados. Cuando
debe aislarse a los animales de forma temporal,
como durante un estudio metabólico, la disposi-
ción de la jaula debe asegurar el contacto visual del
animal con al menos otro congénere para reducir el
estrés de la falta de socialización (Reinhardt 2002).
Además, el entorno confortable tanto física como
psicológicamente que se proporciona al animal
tiene un importante papel en la obtención de resul-
tados fiables. Se ha demostrado que es esencial
una relación de confianza con el personal, además
de cuidados compasivos. Una persona con actitud
agresiva ha demostrado producir reacciones de in-
tranquilidad en el animal que han derivado en re-
sultados experimentales inexactos (Reinhardt
2002). Se ha afirmado con acierto que “el compor-
tamiento de un animal durante un procedimiento
depende de la confianza que tenga en su cuidador”
y que “esta confianza se desarrolla mediante con-
tacto humano habitual que, una vez establecido,
debe prolongarse” (Ministerio del Interior de
Reino Unido, 1989). Este sentimiento es compar-
tido por el Consejo Nacional de Investigación de
EE.UU. (1998). Muchos primates tienen la capaci-
dad de aprender a interactuar con un cuidador de
forma cooperativa, haciendo posible enseñarles ta-
reas simples como presentarse voluntariamente
para que se les tomen muestras de orina o sangre.
Este tipo de entrenamiento con motivación posi-
tiva permite a los primates convertirse en “compa-
ñeros” en lugar de en “víctimas” de la
investigación.

`çåÅäìëáµå

Las muestras fiables de orina pura de animales de
experimentación son muy difíciles de conseguir,
sobre todo de los roedores pequeños. La recolección
de orina en condiciones de microgravedad es una
tarea prácticamente imposible. Los numerosos mé-
todos para la recolección de orina animal con fines
experimentales aquí descritos deberían ayudar al
lector a comprender mejor lo intrincado y capri-
choso de la obtención de orina pura y sin contami-
nar.

Algunos de los métodos descritos para la reco-
lección de orina en roedores son la micción volunta-
ria, métodos quirúrgicos, y requerimientos
especiales de las jaulas y los modos de limitación.
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El tiempo empleado y volúmenes recogidos varían
según los diferentes métodos. De todos los métodos
que hemos descrito, sólo encontramos uno que no
utilizase ningún tipo de intervención para recoger
orina de roedores (Kurien & Scofield 1999). Me-
diante este método, la orina podía recogerse rápida-
mente y sin ningún tipo de contaminación. Se han
descrito ingeniosos métodos para la recolección de
orina de animales de mayor tamaño, que incluyen la
cistocentesis y la cateterización. Todos estos méto-
dos han jugado un papel decisivo en la obtención de
orina pura para estudios cualitativos y cuantitativos.

Muchos de los métodos que se han descrito
aquí, no obstante, no toman las precauciones nece-
sarias para proporcionar un cuidado animal ade-
cuado. Ya que los resultados experimentales que se
obtengan de estos animales de investigación depen-
den, en gran medida, de su bienestar, es de vital im-
portancia mantenerlos en un entorno lo más natural
posible. Además, debe mostrarse siempre compa-
sión y proporcionar un cuidado adecuado a todos
los animales, ya sean roedores, canes o primates no
humanos.

Debe reducirse el dolor y el sufrimiento de los
animales en la mayor medida posible. Por ejemplo,
la cistocentesis deberá utilizarse sólo como último
recurso cuando la orina estéril sea absolutamente
necesaria. El método de la micción libre debe ser el
preferido para estudios cualitativos que se llevan a
cabo puntualmente. En general, desde un punto de
vista experimental debería considerarse el método
de la micción libre como una práctica estándar para
recoger orina de roedores, conejos, canes, cerdos
enanos y primates no humanos. Para animales más
grandes debería utilizarse una combinación de cate-
terización y/o jaulas metabólicas (por ejemplo para
el ganado).

Existen relativamente pocas especies de labora-
torio con las que no se pueda utilizar una jaula meta-
bólica en la recolección de orina. Puede que sean
necesarias algunas modificaciones en el diseño ge-
neral para acomodar especies con requerimientos
especiales, pero la idea fundamental es evitar la con-
taminación de las muestras de orina con restos de
comida, agua y/o heces. Las jaulas pueden modifi-
carse para albergar animales canulados, o incluso
aquellos que están expuestos a una atmósfera expe-
rimental, o a los que se está tomando muestras del
aire expirado. Existen relativamente pocos casos en
los que la orina no pueda recogerse.

La forma más eficiente de proceder para obtener
muestras de orina pura, que generen datos de inves-
tigación fiables, consiste en una mejora constante en
las técnicas para la recolección de orina de animales
para experimentación.
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