
MANUAL DE ANESTESIA E ANALGESIA DO BIOTÉRIO DA UNIFAL-MG 

 

1 - ANESTESIA EM ANIMAIS DE LABORATÓRIO 

 

A preocupação com o bem-estar dos animais utilizados na pesquisa científica 

tem aumentado significativamente, tanto com o intuito de diminuir a dor e o 

sofrimento animal como também para melhorar a qualidade dos resultados 

experimentais.  

Existe uma gama de agentes anestésicos e analgésicos disponíveis para uso 

em animais de laboratório, contudo considerações criteriosas devem ser feitas para 

a escolha do melhor agente, visto que a seleção de determinado agente anestésico 

ou técnica anestésica dependerá de vários fatores, alguns deles relacionados 

diretamente às interações potenciais com o protocolo de pesquisa e a sua 

capacidade de produzir a adequada profundidade anestésica. Também devem ser 

levados em consideração alguns fatores práticos, como a experiência do pessoal 

envolvido e a disponibilidade dos equipamentos necessários. Independentemente do 

método escolhido, deve-se ter em mente que os dois objetivos principais da 

anestesia são evitar a dor e proporcionar contenção humanitária.  

A seleção de um método de anestesia que apresente menor probabilidade de 

interferir em determinado protocolo de pesquisa talvez seja uma das tarefas mais 

difíceis. O pesquisador deve ter conhecimento dos efeitos fisiológicos que tais 

anestésicos proporcionam, para tentar minimizar interações entre a técnica 

anestésica e o protocolo de pesquisa. É importante ter em mente que nenhum 

agente anestésico é ao mesmo tempo totalmente efetivo e seguro.  

Para a escolha da melhor técnica anestésica, alguns questionamentos 

relevantes devem ser realizados: 

 Qual a duração e a profundidade da anestesia desejada? 

 Qual é o grau de analgesia produzido? 

 A qualidade da anestesia é satisfatória? 

 Há interação específica com o protocolo experimental? 

 Existem requisitos legais e/ou regulamento para controle de narcóticos? 

  É uma técnica de fácil realização? 



 É confiável e reproduzível? 

 É reversível? 

 O operador está familiarizado com a técnica? 

 

2 - PLANEJAMENTO E CUIDADOS ANESTÉSICOS 

 

Em todas as situações em que seja necessário anestesiar um animal, é muito 

importante que o pesquisador planeje e efetivamente ponha em prática os cuidados 

adequados antes, durante e depois de cada procedimento. O uso de agentes 

anestésicos altera significativamente a fisiologia do animal e, sem os cuidados 

necessários e o devido planejamento, o resultado pode ser desastroso.  

O grau das alterações causadas varia, porém todo agente anestésico gera 

hipotermia e diminuição das atividades cardiovascular (bradicardia) e respiratória 

(bradipnéia). Após o procedimento, essas alterações persistem até a recuperação do 

animal, e por isso é necessário o cuidado com o animal imediatamente após o 

procedimento e, em alguns casos, por mais alguns dias depois. O tempo de 

recuperação do animal varia conforme o agente utilizado.  

 

2.1 - PRÉ-PROCEDIMENTO  

 

Antes de iniciar um procedimento em que haja necessidade do uso de 

agentes anestésicos ou sedativos, os pesquisadores devem avaliar alguns fatores:  

 Fatores relacionados ao animal – idade; sexo; espécie; temperamento; linhagem; 

status sanitário;  

 Fatores relacionados ao procedimento – devem-se considerar: a técnica 

selecionada e a duração do procedimento; o grau de dor/desconforto que o 

procedimento possa causar no animal e o treinamento das pessoas envolvidas; 

 Fatores relacionados ao laboratório – considerar se o ambiente e os materiais 

disponíveis são adequados para a realização do procedimento;  

 Fatores relacionados ao período pós-procedimento – os anestésicos podem 

causar efeitos indesejáveis no animal. Nos casos em que o procedimento não é 

terminal, ou seja, o animal deve recuperar-se da anestesia, é importante conhecer 

quais serão os efeitos esperados da administração do anestésico escolhido.  



Dependendo do caso, é necessária a administração, antes do início do 

procedimento, de medicamentos como antibióticos (quando há a necessidade de 

minimizar o risco de infecção no pós-operatório) e analgésicos.  

Deve-se lembrar que o transporte de animais promove aumento da frequência 

cardíaca, perda de peso, elevação da concentração plasmática de adrenalina, 

noradrenalina, glicemia, cortisol, ácidos graxos livres, alteração de carboidratos e 

proteínas plasmáticas, da osmolaridade e do metabolismo lipídico, além de 

promover neutrofilia e linfopenia; um estudo demonstrou ainda que essas alterações 

permanecem por aproximadamente 7 dias, e dependendo do genótipo do animal, 

podem durar várias semanas (WELBERG et al,. 2006). Portanto, antes de iniciar 

qualquer procedimento com os animais, reservar pelo menos sete dias 

(preferencialmente quatorze dias) para a aclimatização ao novo ambiente mesmo 

que o animal tenha apenas mudado de uma seção para outra dentro do mesmo 

biotério (NEVES, et.al., 2013). 

A inspeção clínica do animal antes do procedimento anestésico fornece 

informações importantes sobre seu estado de saúde, sendo fundamental observar o 

estado de hidratação e a presença de sinais clínicos respiratórios que são muito 

comuns em roedores (ex; infecção por Mycoplasma Pulmonis). Outro cuidado 

importante é com a massa corporal no momento de cálculo das doses dos fármacos, 

esse deve ser preciso para se evitar sobredosagem e também para acompanhar a 

perda de peso que ocorre inevitavelmente no período pós-cirúrgico. No caso de 

perda de 10% a 15% do peso corporal do animal em poucos dias, recomenda-se a 

eutanásia, indicada também quando a perda total chegar a 20% do peso corporal.  

Não é necessário jejum prévio em roedores, pois estes não vomitam, além 

disso, se tornam hipoglicêmicos muito rapidamente quando em jejum. A restrição 

alimentar deve ocorrer somente se for realmente necessária e estiver especificada 

no protocolo de pesquisa aprovado na CEUA. No caso da oferta de água, a restrição 

deve ocorrer pelo menos 60 minutos antes da indução anestésica.  

 

2.2 - PROCEDIMENTO EXPERIMENTAL 

 
Durante o procedimento experimental, deve-se atentar para os seguintes 

cuidados:  

 Manter a esterilidade do ambiente;  



 Manejar os tecidos com cuidado, pois, dessa forma, a dor após o 

procedimento cirúrgico é reduzida, assim como o risco de desenvolvimento de 

infecções; 

 Repor a perda de fluidos (administrar o fluido aquecido, para prevenir uma 

queda brusca na temperatura do animal – Tabela abaixo); 

 Manter o animal aquecido (usando placas aquecedoras, bolsa térmica, 

lâmpada, plástico-bolha etc.), pois, como tem o corpo pequeno, perde calor com 

mais facilidade. Também se deve atentar para que o animal não fique com 

hipertermia; 

 Levar em consideração as particularidades anatômicas e as indicações e 

contraindicações de anestésicos de acordo com a espécie;  

 Evitar o ressecamento dos olhos pelo contato excessivo com o ar, aplicando 

um gel/pomada protetor estéril, ou simplesmente algodão embebido em salina 

durante o período em que o animal estiver anestesiado.  

 

 

 

2.3 - CUIDADOS PÓS-PROCEDIMENTO  

 

Todos os parâmetros monitorados durante a cirurgia devem continuar a ser 

monitorados no período pós-operatório. O ideal é ter uma área específica para a 

recuperação, onde possa ser feito acompanhamento individual. Verificar 

periodicamente: calor e conforto; depressão respiratória; volemia; perda sangüínea, 

perda plasmática, quantidade de urina produzida (redução do volume da urina pode 

ser causado por desidratação, lesão do trato urinário, ou dor) fezes (se o animal não 

defecar, pode ser devido à ausência de fezes, ou paralisia do íleo) e massa corporal 

(excelente indicador da recuperação da cirurgia, bem como o consumo de água e 

alimento). 



O controle efetivo da dor pós-operatória nos animais de laboratório deve 

sempre estar entre os principais objetivos dos laboratórios de experimentação. 

Existe uma tendência de não valorizar a importância de administração de 

analgésicos principalmente quando da utilização de pequenos roedores. A escolha 

de um analgésico deve basear-se no possível grau de dor que estará presente, uma 

vez que o uso de drogas analgésicas potentes sem critérios pode levar a efeitos 

secundários perigosos, que não justificariam qualquer vantagem obtida pelo alívio da 

dor. Do mesmo modo, drogas de baixa potência analgésicas darão lugar a um alívio 

insuficiente. 

A hipotermia é a causa mais comum de mortalidade em pequenos roedores, 

por isso, monitorar a temperatura corporal e tomar as medidas necessárias para 

prevenir a hipotermia são de vital importância. Bolsa de água quente, cobertor 

elétrico ou mesa aquecida controlada por um termostato são recomendados. 

A fim de prevenir uma congestão pulmonar o rato deve ser virado de decúbito a 

cada 30-60 minutos durante as primeiras horas de recuperação. Para evitar o 

canibalismo o rato anestesiado não deve retornar para caixa que contenham ratos 

não anestesiados até que esteja completamente recuperado. 

Deve-se, portanto: 

 Manter os animais separadamente em recuperação, em caixas com toalha de 

papel estéril em vez de maravalha, pois esta pode aderir à ferida cirúrgica ou ao 

nariz e à boca do animal; 

 As gaiolas devem ser expostas a pouca luz, evitando-se a manipulação e o 

estresse do animal; 

 Procurar manter o animal aquecido, para, assim ajudá-lo em sua 

recuperação. Ratos e camundongos são espécies bastante suscetíveis à hipotermia. 

A temperatura do ambiente deve variar de 27 °C a 30 °C para adultos e de 35 °C a 

37° C para os neonatos até o restabelecimento dos parâmetros normais; 

 Não retornar os animais à sala antes de ter certeza de que todos se 

recuperaram da anestesia; 

 Monitorar os animais por aproximadamente uma semana para detectar sinais 

de doenças e infecção. Entre os sinais de infecção estão vermelhidão, inchaço, 

presença de secreção, dor e perda dos pontos com abertura da incisão; 



 Os animais devem ser monitorados pelo menos uma vez ao dia, para avaliar 

a presença de dor no pós-procedimento; 

 Considerar que, após a cirurgia, o animal diminuirá o consumo de água e 

ração. Isso pode ser resolvido facilitando seu acesso à alimentação e à hidratação, 

bem como providenciando analgesia adequada.  

Como a ingestão de água nesse período diminui, ocorre facilmente a 

desidratação do animal. A administração de fluido estéril e aquecido por via 

subcutânea é um meio de melhorar a recuperação do animal. Pode ser utilizada 

solução fisiológica ou glicofisiológica pelas vias oral, subcutânea ou intraperitoneal.  

 

 

3 - MEDICAÇÃO PRÉ-ANESTÉSICA  

 

Antes do procedimento anestésico, há a possibilidade de administrar uma 

medicação pré-anestésica (MPA). Esse método consiste na aplicação de qualquer 

medicamento em um período que antecede a anestesia com a finalidade de 

aumentar a segurança e a qualidade do ato anestésico. Isso se aplica a todas as 

espécies animais. Esse procedimento proporciona analgesia e sedação, reduz o 

estresse antes da anestesia, propicia uma melhor indução anestésica, minimiza 

eventuais efeitos indesejáveis durante o procedimento, como aumento de salivação 

e secreções brônquicas, potencializa o efeito do agente, diminuindo a dose 

anestésica, e permite uma recuperação melhor e mais rápida do animal.  

No caso de procedimentos menos invasivos a anestesia geral não é necessária 

sendo possível utilizar apenas sedativos ou tranquilizantes. Os grupos 

farmacológicos mais comumente utilizados como MPA são os seguintes:  

 Fármacos anticolinérgicos (exemplo: atropina) podem promover um aumento 

discreto dos batimentos cardíacos. Sua utilização visa reduzir a salivação e a 

secreção bronquial.  

 Fármacos hipnoanalgésicos (exemplos: morfina, tramadol) têm ação 

analgésica forte, pois causam depressão do sistema nervoso central, elevando o 

limiar da dor.  

 Fármacos hipnóticos (exemplos: etomidato e hidrato de cloral) têm ação 

analgésica muito pequena. Apenas promovem um estado de sono no animal.  



 Fármacos tranquilizantes (exemplos: acepromazina, diazepan) não produzem 

estado de sedação, porém acalmam o animal, pois levam à perda ou à redução da 

consciência. A analgesia que proporcionam é discreta, não permitindo intervenções 

muito invasivas. Os tranquilizantes são divididos nos grupos das fenotiazinas 

(exemplo: acepromazina), butirofenonas (exemplo: droperidol) e benzodiazepínicos 

(exemplo: diazepan).  

 Fármacos alfa-2-agonistas (exemplo: xilazina). A xilazina é utilizada em 

animais de laboratório principalmente associada ao agente anestésico cetamina. 

Pode ser administrada pelas vias subcutânea, intraperitoneal, intramuscular ou 

endovenosa. De ação sedativa, promove o relaxamento muscular e a analgesia 

visceral. Tem como efeitos adversos a depressão respiratória e cardiovascular.  

 As tabelas abaixo mostram alguns exemplos de agentes e as respectivas 

dosagens e efeitos esperados. 

 

 



 

 

4 - ANESTESIA GERAL 

É um estado de depressão geral do sistema nervoso central que envolve 

hipnose, analgesia, supressão da atividade reflexa e relaxamento dos músculos 

voluntários. Para obtenção de anestesia geral pode se fazer uso de substâncias que 



associadas produzam o efeito desejado (anestesia geral) por via inalatória ou por via 

injetável. 

Em animais de experimentação, o tamanho ou a difícil contenção de alguns 

faz com que as vias mais utilizadas sejam a intramuscular e a intraperitoneal. Essas 

vias exigem doses mais altas do fármaco. As desvantagens são a dificuldade de 

administração; dor durante a administração ou necrose dos tecidos da 

administração; a resposta variável de cada indivíduo à dosagem e a incapacidade de 

alterar a profundidade anestésica rapidamente. 

Exemplos de protocolos anestésicos usados em ratos e camundongos são 

mostrados nas tabelas abaixo.  

  

 



 



 

 

O plano anestésico a ser induzido depende do procedimento e da necessidade 

de supressão da dor percebida pelo animal. Procedimento invasivo (cirurgias, 

agentes que envolvem inflamação excessiva e necrose, bem como coleta de sangue 

via punção cardíaca, retro-orbitral e aorta abdominal), é necessário suprimir 

completamente a percepção dos estímulos dolorosos utilizando-se agentes 

analgésicos e anestésicos.  

Para a obtenção dos diversos planos de anestesia, há diferentes técnicas, 

utilizando-se um ou mais agentes anestésicos. As técnicas mais utilizadas são a 

anestesia injetável dissociativa com cetamina associada com xilazina e a anestesia 

inalatória com isoflurano. Para verificar a profundidade da anestesia, o pesquisador 

deve avaliar a presença ou a ausência de determinados sinais, como reflexo da 

cauda, reflexo palpebral e corneal e as alterações das frequências cardíaca e 

respiratória, que sofrem modificações de acordo com os planos anestésicos 

atingidos (profundidade da anestesia). A respiração do animal deve ser profunda e 

regular. Se houver reflexo presente, ou seja, se o animal responder a estímulos, a 

anestesia não está no plano anestésico adequado para a intervenção cirúrgica. No 



caso de ratos e camundongos, a via mais utilizada para anestesia injetável é a 

intraperitoneal, pois a via endovenosa é de difícil acesso nessas espécies em razão 

do tamanho. Com a utilização dessa via, contudo, não é possível administrar o 

anestésico gradualmente como no acesso endovenoso. Portanto, ao utilizar essa 

via, administra-se uma dose única mais alta, calculada previamente. Como as 

variações entre as linhagens e até mesmo entre os gêneros resultam em respostas 

diferentes aos anestésicos, recomenda-se optar por agentes ou pela combinação de 

agentes que apresentem maior margem de segurança.  

A cetamina ou quetamina é um anestésico injetável que induz a um estado de 

anestesia dissociativa. Na anestesia dissociativa, ocorre a dissociação com o córtex 

cerebral, na qual o animal fica em estado de analgesia e “desligamento” sem, 

contudo, perder os reflexos protetores. Os efeitos esperados da administração de 

cetamina em ratos e camundongos envolvem: imobilidade com aumento de tônus 

muscular; estabilidade de função respiratória; analgesia variável, porém não 

adequada para cirurgia em camundongos; estímulo de parâmetros cardiovasculares; 

aumento do fluxo sanguíneo cerebral; aumento da pressão intracraniana; e aumento 

da pressão intraocular. O agente utilizado isoladamente não produz um efeito 

anestésico adequado em ratos e camundongos. Para relaxar a musculatura em 

razão do aumento do tônus muscular e aumentar a duração da anestesia, pode-se 

utilizar a cetamina associada com agentes sedativos, como diazepam ou 

acepromazina. Nesse caso, a analgesia gerada é leve, não sendo suficiente para um 

procedimento cirúrgico, mas adequada para procedimentos menos invasivos e 

dolorosos. Se houver a necessidade da obtenção de um plano anestésico moderado 

para realizar procedimentos relativamente dolorosos, pode-se combinar a cetamina 

com um alfa-2-agonista como a xilazina. Esses medicamentos promovem melhor 

analgesia e relaxamento muscular, porém causam severa hipotermia e depressão 

cardiovascular e respiratória. Tais efeitos podem ser revertidos com a utilização de 

agentes antagonistas, porém, com a aplicação destes, perdem-se também a 

analgesia e o relaxamento muscular obtido.  

A Tabela abaixo apresenta uma sugestão de protocolo para a realização de 

anestesia dissociativa em ratos e camundongos. As drogas deverão ser 

administradas na mesma seringa. No quadro abaixo se encontra uma sugestão de 

protocolo de diluição para o preparo de anestesia a ser administrada em um número 

maior de animais. 



 

 

 

 

 

Anestesia volátil consiste na administração por via respiratória de uma mistura 

de gases ricos em oxigênio que veiculam vapores de agentes anestésicos voláteis. 

Este tipo de anestesia proporciona: maior controle do plano anestésico, retorno 

rápido da anestesia quando comparada a endovenosa e intramuscular, 

metabolização e eliminação do agente anestésico inalatório de modo rápido. Como 

desvantagens, podemos citar: alto custo por ser um gás, há a necessidade de 

utilização dentro de uma capela, para a segurança do operador; aumento de 



secreções nas vias aéreas e necessidade de monitorização mais delicada; pois o 

plano anestésico pode se alterar rapidamente, ocorrendo sobredose. Existem dois 

métodos de anestesia inalatória para roedores. O primeiro é através do uso de 

algodão estéril embebido de anestésico dentro de uma câmara de inalação, neste 

método a quantidade precisa de anestésico oferecida ao animal não é conhecida e o 

plano anestésico do animal deve ser observado através da câmara de inalação. A 

outra opção é a utilização de uma câmara de indução conectada a um vaporizador 

calibrado ou universal, dessa maneira a quantidade de anestésico administrada é 

conhecida. Uma vez o animal anestesiado, o mesmo deve ser retirado da caixa e 

mantido anestesiado mediante o uso de máscara. A intubação é desaconselhada 

devido à dificuldade da realização da técnica em roedores, mas em caso 

estritamente necessário a técnica pode ser desenvolvida. Durante a administração 

da anestesia inalatória, deve-se observar o status de saúde do animal, 

principalmente se este não aparenta ter alguma doença no trato respiratório, o que 

pode interferir na administração do agente. O agente anestésico inalatório 

comumente utilizado é o isoflurano. No final de uma anestesia prolongada, 

recomenda-se administrar ao animal oxigênio puro por aproximadamente 5 a 10 

minutos, para evitar hipóxia. 

 

 

 

5 - ANALGESIA 

  

Acreditava-se no passado que os animais não eram capazes de sentir dor. 

Hoje, sabe-se que eles sentem dor, porém é difícil reconhecer essa dor e saber o 

grau de dor que o animal está sentindo. Essa dificuldade é baseada no fato de que 

os animais não têm a capacidade de nos falar o que sentem e que, por meio de um 

mecanismo instintivo de sobrevivência, escondem a dor para não serem presas 

vulneráveis.  



Exceto em estudos justificados sobre a pesquisa da dor, nos demais 

procedimentos e estudos a dor deverá sempre ser minimizada. Deve-se identificar 

sua causa e eliminá-la/aliviá-la com o uso de analgésicos. A melhora do manejo e 

alojamento e a observação constante do animal para reavaliação da dor 

complementam o manejo da dor, em conjunto com o uso de analgésicos.  

Para realizar adequado manejo da dor e estresse do animal, é preciso 

conhecer o comportamento normal da espécie e o comportamento relacionado à 

dor. O reconhecimento da dor em animais é difícil; por isso, na dúvida, deve-se 

considerar que, se o procedimento é passível de causar dor no humano, também é 

passível de causar dor no animal. Dessa forma, é preciso pensar em maneiras para 

o alívio potencial da dor.  

No âmbito da pesquisa, é vantajoso promover o alívio da dor, pois o animal 

com dor sofre alterações patofisiológicas que podem influenciar os resultados dos 

experimentos. Além disso, ao promover o alívio da dor trabalha-se de acordo com a 

legislação e com princípios éticos e humanitários.  

Em ratos e camundongos, os sinais indicativos de dor envolvem alterações no 

comportamento normal da espécie, tais como postura arqueada, vocalização ao ser 

manuseado, piloereção e perda de peso. A tabela abaixo mostra os parâmetros de 

dor em ratos. 

 



 

Além do comportamento, a postura do animal também se altera na presença de dor. 

As fotos a seguir demonstram o score de dor em ratos: 

Taxa de intensidade:  

0 = ausencia de dor  

1 = dor moderada  

2 = dor pronunciada  

 

A) Orbita ocular: Os ratos com dor exibir um estreitamento da área orbital (pálpebras 

bem fechadas ou aperto dos olhos). O aperto dos olhos é definido como contração 

dos músculos orbitais. A membrana nictitante pode ser visível e se torna mais 

pronunciada à medida que a dor se intensifica. Como regra, qualquer fechamento 

palpebral que reduza o tamanho do olho por mais da metade deve ser codificado 

como "2". Note que ratos que dormem exibir os olhos fechados, mas de uma 



natureza relaxado, enquanto que um rato em dor pode exibir um olho fechado com 

músculos orbitais contraídos.  

 

B) Nariz: 

Os ratos com dor exibem falta de protuberância em cima do nariz, isto é, um 

achatamento da ponte nazal. Na condição de "nenhuma dor" há uma protuberância 

presente na ponte nazal. As almofadas suiças também são arredondadas e 

ligeiramente inchadas, deixando um claro vinco entre as almofadas e bochecha. Na 

dor, a ponte nazal se achata e se alonga, fazendo com que as almofadas suiças 

desapareçam. Nesta altura, o vinco entre as almofadas e a bochecha não está mais 

presente.  

 

C) Orelhas: 

As orelhas de ratos com dor podem ser ecurvadas e pontudas. Na condição de 

"nenhuma dor", as orelhas são perpendiculares à cabeça, voltadas para frente e com 

as pinas ligeiramente inclinadas para trás. Importantemente, as orelhas também 

apresentam uma forma arredondada. Na dor, as orelhas tendem a se enrolar para 

dentro e aumentam o ângulo de inclinação. A orelha, ao se enrolar, resulta em uma 

forma "aguçada". Em estados de dor pronunciada, as orelhas são inclinadas para o 

trás e são mantidas perto de 45 ° em relação ao eixo perpendicular ao nariz. Como 

resultado, o espaço entre as orelhas podem aparecer mais amplo em relação à linha 

de base. 



 

D) Bigodes: 

Os ratos com dor têm bigodes que mudam de posição em relação à linha de base. 

Os bigodes se inclinam ligeiramente para baixo e, com a progressão da dor, as 

almofadas se tensionam e aumenta o ângulo dos bigodes em relação à cabeça. Isto 

dá a aparência de bigodes "em pé".  

 

 

O Quadro abaixo classifica a dor pós-procedimento como leve, moderada ou severa, 

de acordo com o tipo de procedimento realizado. 

 



 

 

5.1 - MEDICAÇÃO ANALGÉSICA  

 

Para garantir o bem-estar animal após a realização do procedimento cirúrgico, 

o pesquisador deve avaliar em seu protocolo a possibilidade de utilização de um 

agente analgésico. O uso de analgésicos sempre deve ser considerado quando são 

realizados procedimentos cirúrgicos invasivos, para aliviar a dor pós-operatória 

imediata e em longo prazo.  

Os analgésicos podem ser divididos em dois grupos: os opióides ou 

narcóticos e fármacos anti-inflamatórios não esteroidal (AINES). O principal 

mecanismo de ação dos AINES se dá através da inibição específica da 

cicloxigenase e redução da conversão do ácido araquidônico em prostaglandinas. A 

resposta analgésica dos analgésicos anti-inflamatórios não esteroidal é em geral 



moderada e caracterizada por “efeito teto”, isto é, alcançado determinado nível de 

analgesia, o aumento da dose não traz alívio adicional (McCLEANE, 2007). 

Analgésicos opióides atuam em receptores específicos que, ao serem ativados, 

interferem na transmissão de impulsos dolorosos. Exercem efeitos inibitórios tanto 

no encéfalo, quanto através do aumento do limiar nociceptivo das fibras da 

substância gelatinosa localizada no corno posterior da medula espinhal. Estudos 

demonstram que os receptores opióides estão presentes também no sistema 

nervoso periférico. Os opióides são fármacos já consagrados para o tratamento da 

dor de moderada a forte intensidade.  

Há muitos agentes analgésicos disponíveis para realizar o devido cuidado pós-

operatório com o animal, considerando-se que existem procedimentos experimentais 

mais invasivos que outros, causando diferentes graus de dor no animal.  

O ideal seria utilizar um agente que possa ser administrado na água, para 

evitar o maior estresse do animal pela manipulação excessiva. Deve-se estar atento, 

contudo, que os animais no período pós-cirúrgico estarão com a ingestão de água 

reduzida, podendo o analgésico administrado na água não atingir o efeito desejado. 

Há também a possibilidade em adicionar ao protocolo de medicação pré-anestésica 

um agente analgésico de longa duração.  

Os quadros abaixo apresentam princípios ativos e doses de medicamentos 

analgésicos indicados para ratos e camundongos, a serem administrados sempre 

que houver a possibilidade de dor em razão do procedimento experimental. É 

importante ressaltar que não basta apenas administrar um analgésico; é necessário 

reavaliar o quadro do animal para confirmar se a dor foi controlada. 

 



 



 

 

Os quadros abaixo indicam quais analgésicos indicados dependendo da intensidade 

da dor em ratos. 
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