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Advertencia


La veterinaria es un área en constante evolución. Aunque deben seguirse unas precauciones de seguridad estándar, a medida que aumenten nuestros conocimientos gracias a la investigación básica y clínica habrá que introducir cambios en los tratamientos y en los fármacos. En consecuencia, se recomienda a los lectores que analicen los últimos datos aportados por los fabricantes sobre cada fármaco para comprobar la dosis recomendada, la vía y duración de la administración y las contraindicaciones. Es responsabilidad ineludible del médico determinar la dosis y el tratamiento más indicado para cada paciente en función de su experiencia y del conocimiento de cada caso concreto. Ni los editores ni los directores asumen responsabilidad alguna por los daños que pudieran generarse a personas o propiedades como consecuencia del contenido de esta obra.
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20 de mayo de 1922 – 19 de enero de 2011


Clínico, docente y maestro consagrado. Un hombre cuyas aportaciones y compromiso a la medicina de los animales de compañía han tenido un alcance global y una presencia legendaria.










Prefacio


La novena edición de Urgencias en veterinaria. Procedimientos y terapéutica ejemplifica la velocidad a la que se producen los cambios en la medicina veterinaria actual. La profesión y los pacientes a los que nos debemos se siguen beneficiando de los impresionantes avances tecnológicos en la medicina de urgencias y cuidados intensivos, en las pruebas diagnósticas y en los tratamientos. Como editores hemos procurado incluir las técnicas diagnósticas, los procedimientos y las recomendaciones terapéuticas más actuales en relación con los estándares asistenciales de la medicina de los animales de compañía.


Para facilitar un acceso a la información rápido y sencillo, el texto está dividido en seis secciones, entre las que ocupa un puesto especial la sección 1, «Atención de urgencia». Esta sección está organizada de forma que se localicen rápidamente las recomendaciones diagnósticas y terapéuticas en los pacientes graves que necesitan una asistencia urgente. Los apartados principales que incluye son «Manejo prehospitalario», «Exploración inicial de urgencia, tratamiento y clasificación», «Procedimientos de urgencias», «Valoración y tratamiento del dolor» y «Tratamiento de urgencia en situaciones específicas».


Las secciones 2 a 5 se centran en estrategias diagnósticas, como la evaluación del paciente, la identificación de los problemas, los procedimientos habituales y avanzados, y las pruebas de laboratorio y su interpretación. Cada una de estas cuatro secciones trata sobre aspectos específicos de la presentación clínica del paciente.


La sección 2, «Evaluación del paciente y exploración de órganos y sistemas», se centra en la evaluación inicial del paciente e incluye los formularios del historial médico y la planificación de las técnicas avanzadas de diagnóstico.


La sección 3, «Signos clínicos», aborda el diagnóstico diferencial basado en el problema, y se ha rediseñado para que el trastorno del paciente se observe desde la perspectiva del cliente, tal como se presentan los problemas en la práctica clínica.


La sección 4 engloba el diagnóstico habitual y el avanzado, así como las intervenciones terapéuticas. Los procedimientos avanzados se centran ahora en órganos y sistemas para facilitar la localización de las técnicas de diagnóstico actuales que pueden ser necesarias cuando se evalúan casos complicados.


La sección 5, «Diagnóstico de laboratorio y protocolos de pruebas diagnósticas», es una referencia sucinta y muy estructurada sobre las pruebas de diagnóstico habituales y avanzadas que se emplean en gatos y perros. En todas las pruebas que aparecen se incluye información acerca de, entre otras cosas, la preparación del paciente, el protocolo de la prueba, el tipo de muestra que se va a recoger frente al tipo de muestra que se va a enviar o la interpretación de los resultados.


La sección 6 es una recopilación de tablas y cuadros con información clínica que han sido revisados y actualizados en profundidad. Algunas de las tablas incluidas contienen información sobre recomendaciones de vacunación en perros y gatos, e indicaciones y posología de los fármacos de uso frecuente.


Fue el Dr. Robert W. Kirk quien, en 1969, publicó la primera edición de esta obra. A él es a quien hay que agradecerle que fuera de los primeros académicos en otorgar a la asistencia en urgencias un papel central en la medicina veterinaria. Y fueron sus ideas las que finalmente condujeron al desarrollo y el crecimiento de la especialidad en medicina intensiva y de urgencias. Todos estamos en deuda con el Dr. Kirk por su compromiso y dedicación a la medicina veterinaria.


Por desgracia, el Dr. Kirk falleció a principios de 2011. Sin embargo, sus numerosas aportaciones seguirán ayudando a la profesión en los años venideros. A él tenemos el honor de dedicarle esta edición de Urgencias en veterinaria.




Richard B. Ford, DVM, MS







Elisa M. Mazzaferro, MS, DVM, PhD













Prólogo


Los técnicos veterinarios desempeñan una función fundamental a la hora de ayudar al veterinario en el diagnóstico, el pronóstico y la prescripción de tratamientos para los pacientes. Un conocimiento minucioso de las manifestaciones clínicas de las enfermedades comunes, así como de los métodos para diagnosticar y tratar esas enfermedades, es esencial a la hora de interpretar el significado de los resultados de las pruebas. El técnico está implicado en la monitorización del paciente y en la realización y registro de las observaciones. Conocer los fundamentos a la hora de elegir las pruebas diagnósticas específicas y los protocolos terapéuticos mejora la capacidad del técnico para valorar y vigilar a los pacientes.


La novena edición de esta obra de referencia esencial, ampliada y actualizada, está dividida en seis secciones para proporcionar un rápido acceso a la información clave sobre signos clínicos, evaluación del paciente, atención en urgencias, procedimientos diagnósticos y terapéuticos, y pruebas de laboratorio, así como a tablas con valores normales, protocolos de vacunación y fármacos empleados. Las secciones «Procedimientos diagnósticos y terapéuticos» y «Diagnóstico de laboratorio y protocolos de pruebas diagnósticas» son especialmente interesantes para los técnicos veterinarios, ya que describen las tareas que realizarán en la clínica de pequeños animales bajo la supervisión del veterinario. Estas secciones y la de «Atención de urgencia» contienen información práctica sobre procedimientos realizados a diario por muchos especialistas técnicos veterinarios.


Los estudiantes que se preparan para ser técnicos veterinarios tienen en este texto un útil complemento para sus clases. La obra proporciona información esencial que facilita el repaso rápido de las aplicaciones clínicas de los conceptos básicos a la vez que afianza los fundamentos adquiridos en anatomía y fisiología, así como en áreas más avanzadas como patología clínica, radiología y farmacología.


Espero que esta extraordinaria fuente de información pase a formar parte de la biblioteca personal de estudiantes, veterinarios y de técnicos veterinarios.




Margi Sirois, EdD, MS, RVT













Sección 1 Atención de urgencia




Elisa M. Mazzaferro, Richard B. Ford









Manejo prehospitalario del animal accidentado,



Inspección del lugar del accidente,




Examen inicial,




Preparación para el traslado,



Exploración inicial de urgencia, tratamiento y clasificación,



Examen inicial y medidas de reanimación de urgencia,




Estudios diagnósticos complementarios,




Resumen del estado del paciente, 




Paciente que se descompensa rápidamente,



Diagnóstico de urgencia y procedimientos terapéuticos,



Paracentesis abdominal y lavado peritoneal diagnóstico,




Técnicas de colocación de vendajes y férulas,




Tratamiento con productos sanguíneos,




Medición de la presión venosa central,




Fluidoterapia,




Lavado orogástrico,




Oxigenoterapia,




Pulsioximetría,




Capnografía (monitorización del dióxido de carbono al final de la espiración),




Toracocentesis,




Traqueostomía,




Urohidropropulsión,




Técnicas de acceso vascular,



Dolor: valoración, prevención y tratamiento,



Impacto fisiológico del dolor no tratado,




Reconocimiento y valoración del dolor,




Tratamiento del dolor agudo en los pacientes de urgencias, críticos, en cuidados intensivos y traumatológicos,




Analgesia: fármacos con capacidad analgésica elevada,




Analgesia: fármacos con capacidad analgésica moderada,




Analgésicos adyuvantes,




Técnicas de analgesia local y regional en el paciente de urgencias,



Tratamiento de urgencia en situaciones específicas,



Abdomen agudo,




Terapias adyuvantes,




Shock anafiláctico,




Edema angioneurótico y urticaria,




Complicaciones y urgencias anestésicas,




Trastornos hemorrágicos,




Quemaduras,




Urgencias cardíacas,




Urgencias otológicas,




Shock eléctrico y electrocución,




Urgencias del aparato reproductor femenino,




Urgencias del aparato reproductor masculino,




Urgencias ambientales y del hogar,




Fracturas y traumatismos musculoesqueléticos,




Urgencias gastrointestinales,




Hipertensión sistémica,




Urgencias metabólicas,




Urgencias neurológicas,




Urgencias oculares,




Urgencias oncológicas,




Venenos y toxinas,




Urgencias respiratorias,




Enfermedades pulmonares,




Lesiones superficiales de los tejidos blandos,




Shock,




Manejo del paciente en shock,




Tromboembolia sistémica,




Urgencias del tracto urinario,













Manejo prehospitalario del animal accidentado






Inspección del lugar del accidente







1. ¡Pida ayuda! Para evitar daños al paciente y a los testigos en la escena del accidente, es normal que el animal sea asistido por varias personas.


2. Si el accidente ha ocurrido en una vía pública, hay que advertir a los vehículos de la presencia del animal en la calzada. Avise a los conductores con un objeto o con algo de ropa, para que puedan verle bien y no resulte usted herido.


3. Para evitar que un animal consciente le lesione mientras lo traslada, ate un cinturón, cuerda o trozo de ropa alrededor de la boca del animal, a modo de bozal. Si no es posible, tape la cabeza del animal con una manta, toalla o abrigo antes de moverlo.


4. Si el animal está inconsciente, o inconsciente e inmóvil, trasládelo a un lugar seguro protegiendo su espalda con una caja, puerta, tabla, manta o sábana.












Examen inicial







1. ¿Está permeable la vía respiratoria? Si se escuchan ruidos respiratorios o el paciente está aletargado, extiéndale la cabeza y el cuello con cuidado. Si puede extiéndale la lengua. Limpie el moco, la sangre o el vómito de la boca. Si el animal está inconsciente, la cabeza y el cuello deben mantenerse estables.


2. Observe si el animal respira. Si no hay respiración evidente o el color de las encías es azul, realice la respiración boca-nariz. Rodee el hocico con sus manos para mantenerlo cerrado, y sople en la nariz de 15 a 20 veces por minuto.


3. ¿El corazón late? Busque el pulso en las extremidades posteriores, o intente palpar el latido cardíaco a la altura del esternón. Si no hay signos de actividad cardíaca, inicie las compresiones cardíacas externas, con una frecuencia de 80 a 120 compresiones por minuto.


4. ¿Hay hemorragias? Cubra la herida con una prenda limpia, ya sea un trapo, una toalla, una servilleta de papel, un pañal o una compresa y presione con firmeza para ralentizar la hemorragia y prevenir una mayor pérdida de sangre. Evite los torniquetes, porque pueden ser perjudiciales. Aplique compresión, y cuando la sangre empape el vendaje, añada una capa de vendaje adicional.


5. Cubra cualquier herida externa con una prenda limpia empapada en agua tibia y traslade al animal a la clínica veterinaria más cercana. Atienda primero las lesiones penetrantes en tórax y abdomen.


6. ¿Existen fracturas evidentes? Inmovilícelas con una férula casera, hecha con papel de periódico, el mango de una escoba o un bastón. Si el animal está consciente, colóquele primero un bozal. Si no puede colocar la férula, traslade al animal con una toalla o una sábana a la clínica veterinaria más cercana.


7. ¿Hay quemaduras? Cubra la zona quemada con una toalla húmeda y fría, y cámbiela cuando alcance la temperatura corporal.


8. Envuelva al paciente para evitar pérdidas de calor. Si el animal está temblando o en shock, envuélvalo en una sábana, una toalla o un abrigo y trasládelo a la clínica veterinaria más cercana.


9. ¿Sufre el animal un trastorno producido por el calor (golpe de calor)? Si es así, enfríelo a temperatura ambiente con toallas húmedas (pero no frías) y trasládelo a la clínica veterinaria más cercana.












Preparación para el traslado







1. ¡Avise antes! Informe a la clínica de que está usted en camino. Tenga a mano el número de teléfono y la localización de una clínica veterinaria de urgencias. Los servicios de emergencias pueden proporcionarle esta información.


2. Cubra la tapicería del coche con sábanas o bolsas de plástico para que no se manche.


3. Mueva al paciente con cuidado, tal como hizo al sacarlo de la calzada.


4. Conduzca con cuidado. No convierta un accidente en dos. Lo ideal es que uno de los testigos, un familiar o un amigo conduzca, y otra persona se siente con el animal en el asiento trasero.















Exploración inicial de urgencia, tratamiento y clasificación


En un animal gravemente herido que esté inconsciente, en shock, que presente hemorragia aguda o dificultad respiratoria, es preciso realizar simultáneamente la exploración inicial y el tratamiento de urgencia intensivo. El diagnóstico deberá basarse principalmente en la exploración física y en pruebas diagnósticas simples, pues a menudo no hay tiempo de obtener un historial clínico detallado. La clasificación consiste en priorizar rápidamente a los pacientes según el grado de urgencia. De esta manera aumentan las posibilidades de supervivencia de los pacientes que necesitan un tratamiento inmediato.






Examen inicial y medidas de reanimación de urgencia


Realice un examen breve, completo y sistemático del animal, haciendo hincapié en el ABC del paciente de urgencias.






ABC






A = Vías respiratorias (airway)


¿Las vías respiratorias son permeables? Tire hacia fuera de la lengua del paciente y retire cualquier partícula que obstruya las vías respiratorias. Puede que sea necesario un laringoscopio o realizar succión. Si fuera preciso, intube al paciente o adminístrele oxígeno mediante un catéter transtraqueal. Si las vías respiratorias superiores están obstruidas y con las medidas anteriores no es posible desobstruirlas puede ser necesario realizar una traqueostomía de urgencia.









B = Respiración (breathing)


¿El paciente respira? Si no es así, intube al paciente e inicie ventilaciones con una fuente de oxígeno (v. Parada cardíaca y reanimación cerebral cardiopulmonar).


Si el animal respira, ¿cuáles son la frecuencia y el patrón respiratorios? ¿La frecuencia respiratoria es normal o ha aumentado o disminuido? ¿El patrón respiratorio es normal, o por el contrario el animal presenta una respiración rápida y superficial, o lenta y profunda con esfuerzo inspiratorio? ¿Los ruidos respiratorios son normales, o se escucha una sibilancia aguda en inspiración, característica de obstrucción en la vía respiratoria superior? ¿El animal presenta ortopnea, con abducción de codos y extensión de la cabeza? ¿Se mueven las comisuras de los labios con la inspiración y la espiración? ¿Se observa esfuerzo abdominal al exhalar que sugiera esfuerzo espiratorio? Fíjese en la región lateral de la pared torácica: ¿existe un movimiento paradójico de la pared torácica que indique presencia de tórax flotante? En ese caso notaremos que la pared torácica se mueve hacia dentro en la inspiración, y hacia fuera en la espiración, de forma inversa a su movimiento habitual. ¿Hay enfisema subcutáneo que haga sospechar lesión en la vía respiratoria?


Ausculte el tórax bilateralmente. ¿Los sonidos respiratorios son normales? ¿Están aumentados y además hay crepitaciones debido a neumonía, edema o contusiones pulmonares? ¿Están atenuados debido a derrame pleural o neumotórax? ¿Se auscultan sibilancias inspiratorias en un gato con sospecha de asma bronquial? ¿Cuál es el color de las mucosas? ¿El color normal rosado, o es pálido o cianótico? Para detectar desplazamientos de la tráquea, enfisema subcutáneo y fracturas de costillas palpe el cuello, la pared torácica lateral y la región cervical dorsal.









C = Circulación


¿Cuál es el estado circulatorio del paciente? ¿Cómo son el ritmo y la frecuencia cardíacos? ¿Se auscultan bien los sonidos cardíacos o están atenuados debido a hipovolemia, derrame pleural o pericárdico, neumotórax o hernia diafragmática? Palpe el pulso. ¿Es fuerte, regular y sincrónico con el latido cardíaco, o es débil y filante? ¿Cómo son el trazado del electrocardiograma (ECG) y la presión sanguínea?


¿Hay hemorragia arterial? Compruebe si hay algún tipo de hemorragia. Si hay sangre en el pelo del animal tenga cuidado y póngase guantes. Esa sangre podría ser del paciente, con lo que evitará contaminar las heridas, aunque también podría ser de la persona que lo asistió. Si hay heridas externas, determine de qué tipo son y su gravedad. Coloque un vendaje compresivo sobre cualquier hemorragia arterial o herida externa para controlar la hemorragia y prevenir contaminaciones con microorganismos nosocomiales.


Coloque un catéter vascular o intraóseo de gran calibre (v. Técnicas de acceso vascular). Si hay shock hemorrágico o hipovolémico, instaure rápidamente fluidoterapia de reanimación. Empiece con un cuarto de la dosis calculada de cristaloides para reanimación en shock (0,25 × [90 ml/kg] en perro; 0,25 × [44 ml/kg] en gato), y reevalúe la frecuencia cardíaca, el tiempo de relleno capilar y la presión arterial. En caso de sospecha de contusión pulmonar, se puede emplear un coloide como el hidroxietil almidón a 5 ml/kg en bolo, aumentándolo progresivamente, lo cual puede mejorar la perfusión con un volumen menor de fluidos. Si hubiera trauma craneal, administre salino hipertónico (7%) en bolo (4 ml/kg i.v.), con hidroxietil almidón. Pueden ralentizarse con un vendaje compresivo abdominal las hemorragias abdominales agudas debidas a traumatismos.


Después del ABC inicial hay que realizar un examen físico completo, siguiendo la regla nemotécnica A CRASH PLAN.












A crash plan






A = Vías respiratorias (airway)



 









C y R = Sistemas cardiovascular y respiratorio


 









A = Abdomen


Palpe el abdomen del paciente. ¿Hay dolor o heridas penetrantes? ¿La región umbilical está enrojecida? Si es así, descarte una hemorragia intraabdominal. ¿La palpación abdominal pone de manifiesto una masa o la presencia de un «efecto onda»? Examine la región abdominal inguinal, caudal, torácica y paralumbar. Rasure el pelo para detectar hematomas y heridas penetrantes. Realice percusión y auscultación de borborigmos.









S = Columna (spine)



Palpe la columna para detectar asimetrías. ¿Hay dolor, inflamación o fractura evidente en alguna zona? Realice una exploración neurológica completa, de C1 hasta la última vértebra caudal.









H = Cabeza (head)



Examine los ojos, oídos, boca, dientes, hocico y pares craneales. En todos los pacientes con trauma craneal, hay que descartar la presencia de úlceras corneales con la tinción de fluoresceína. ¿Se observa anisocoria o síndrome de Horner?









P = Pelvis


Realice una palpación rectal, buscando fracturas o hemorragias. Examine la región perineal y rectal. Explore los genitales externos.









L = Extremidades (limbs)



Examine las extremidades anteriores y posteriores. ¿Hay fracturas evidentes abiertas o cerradas? Inmovilice con una férula la extremidad afectada para evitar el empeoramiento de la lesión y para controlar el dolor. Examine la piel, los músculos y los tendones.









A = Arterias


Palpe el pulso arterial periférico. En pacientes con tromboembolia, necesitará un Doppler para valorar el pulso arterial. Mida la presión arterial.









N = Nervios periféricos


Observando al paciente a distancia, evalúe el grado de consciencia, el comportamiento y la postura. Fíjese en el patrón respiratorio, en la frecuencia y en si hay esfuerzo. ¿El paciente está consciente o por el contrario aletargado o comatoso? ¿Las pupilas son simétricas y reactivas o hay anisocoria? ¿El paciente presenta posturas anómalas como la de Schiff-Sherrington (extremidades anteriores rígidas en extensión y extremidades posteriores flácidas con parálisis), que sugieran daño medular grave o sección de la médula espinal? Realice una exploración neurológica de los nervios periféricos motores y sensoriales de las extremidades y de la cola.















Estudios diagnósticos complementarios






Técnicas hemodinámicas


En todos los pacientes traumatizados en estado crítico hay que realizar pulsioximetría, un electrocardiograma y monitorizar la presión sanguínea, con métodos directos o indirectos.









Técnicas de diagnóstico por imagen


Realice radiografías de tórax y abdomen en todo paciente traumatizado, una vez esté estabilizado y tolere el posicionamiento. Estas radiografías pueden poner de manifiesto neumotórax, contusiones pulmonares, hernia diafragmática, derrame pleural o abdominal y neumoperitoneo.









AFAST y TFAST


Tras un traumatismo centrar el examen en la evaluación del abdomen y el tórax (AFAST y TFAST) con el fin de comprobar si existe líquido libre abdominal o derrame pleural o pericárdico. Durante el examen, mediante la ecografía, se deben evaluar 4 cuadrantes del abdomen: 1) vista del diafragma e hígado, en la línea ventral caudal al esternón; 2) vista espleno-renal, en el cuadrante lateral izquierdo; 3) vista cisto-cólica en la línea media ventral sobre la vejiga de la orina, y 4) la vista hepato-renal en la zona lateral derecha, considerando todas las zonas descritas con el paciente en decúbito lateral derecho. Para evaluar el tórax, el paciente se coloca en decúbito lateral y la sonda ecográfica dirigida horizontalmente al margen dorsal del noveno espacio intercostal, en los planos transversal y longitudinal hacia el codo, sobre el corazón, con el objetivo de valorar la presencia de derrame pleural o pericárdico. Este examen debe tomar poco tiempo y puede evidenciar si existe pérdida de fluidos. Al igual que otras técnicas ecográficas, los hallazgos de AFAST y TFAST varían en función del clínico.









Pruebas de laboratorio


Evalúe en primer lugar el hematocrito, las proteínas totales, la glucosa, el nitrógeno ureico (BUN) y la densidad urinaria. Otras pruebas complementarias que pueden ser realizadas a continuación son un hemograma completo (HC) y un frotis sanguíneo periférico para evaluar el número de plaquetas y la morfología de los leucocitos y eritrocitos. Considere si es conveniente medir también gases y electrólitos sanguíneos, parámetros de coagulación (tiempo de coagulación activada [TCA], tiempo de protrombina [TP], tiempo de tromboplastina parcial activada [TTPA]), bioquímica sanguínea, niveles de lactato en suero y análisis de orina.









Pruebas invasivas


Puede que necesite realizar técnicas diagnósticas invasivas, como toracocentesis, paracentesis abdominal y lavado peritoneal diagnóstico.












Resumen del estado del paciente


Responda a las siguientes preguntas una vez haya completado el examen físico inicial: ¿Qué tratamiento de apoyo necesita el paciente en este momento? ¿Podría beneficiarse de técnicas diagnósticas adicionales? Si fuera así, ¿cuáles son? ¿Cree que el paciente está lo suficientemente estabilizado como para tolerarlas? ¿Necesita el paciente un período de observación adicional antes de establecer un plan terapéutico definitivo? ¿Es preciso realizar inmediatamente alguna cirugía? ¿Es necesario un tratamiento de apoyo adicional antes de realizar la cirugía? ¿Cuáles son los riesgos anestésicos evidentes?









Paciente que se descompensa rápidamente


Es probable que el animal que no responda a las maniobras iniciales de reanimación ya padeciera con anterioridad, o bien esté desarrollando, algún trastorno fisiológico grave, responsable de la inestabilidad cardiovascular y metabólica. El veterinario debería sospechar que un paciente se está descompensando cuando éste no responde o deja de responder a las maniobras de reanimación (cuadros 1-1 y 1-2).





Cuadro 1-1 Signos clínicos de descompensación







Pulso periférico débil o de mala calidad


Extremidades frías


Mucosas cianóticas o grisáceas


Mucosas pálidas


Tiempo de relleno capilar retrasado


Temperatura corporal aumentada o disminuida


Disminución de las micciones en un paciente envolémico


Confusión o nivel de consciencia alterado


Depresión


Taquicardia o bradicardia


Hematocrito decreciente


Abdomen distendido y doloroso


Arritmias cardíacas


Patrón respiratorio anómalo


Dificultad o esfuerzo respiratorio


Sangrado gastrointestinal (hematemesis o hematoquecia)











Cuadro 1-2 Causas de descompensación aguda







Arritmia cardíaca


Coagulopatías, incluida la coagulación intravascular diseminada


Contusión pulmonar


Edema o hemorragia del sistema nervioso central y hernia del tallo encefálico


Fallo renal agudo


Hemorragia interna


Neumotórax


Perforación gástrica o intestinal


Rotura de la vejiga urinaria


Sepsis o shock séptico


Síndrome de «dificultad respiratoria aguda»


Síndrome de disfunción multiorgánica


Síndrome de respuesta inflamatoria sistémica


Tromboembolia pulmonar
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Diagnóstico de urgencia y procedimientos terapéuticos






Paracentesis abdominal y lavado peritoneal diagnóstico


La abdominocentesis (paracentesis abdominal) consiste en hacer una punción de la cavidad peritoneal para tomar una muestra de fluido. Es una prueba útil si hay más de 6 ml/kg de fluido en la cavidad abdominal. Si se sospecha de peritonitis, pero la muestra obtenida es negativa (porque no es posible extraer líquido), se puede realizar un lavado peritoneal diagnóstico.


Siga el siguiente procedimiento para realizar una paracentesis abdominal:




1. Coloque al paciente en decúbito lateral izquierdo y rasure un cuadrado de 10-15 cm de lado, en el que el ombligo quede en el centro.


2. Haga una limpieza quirúrgica de la zona rasurada.


3. Colóquese guantes y proceda a realizar punciones en los cuatro cuadrantes (craneal derecho, craneal izquierdo, caudal derecho y caudal izquierdo), con una aguja o catéter del calibre 20-22. A medida que introduce la aguja, gírela suavemente para apartar los órganos abdominales de la punta de la aguja. No es preciso aplicar anestesia local previa, pero en pacientes con dolor abdominal intenso puede ser necesario administrar un sedante suave o un analgésico. A veces el líquido fluye de forma espontánea en una o varias de las punciones realizadas. Otras veces hay que aspirar con suavidad, con una jeringa de 3-6 ml, o colocar al paciente en estación. Nunca cambie al paciente de posición una vez ha introducido la aguja, para evitar la punción de algún órgano abdominal.


4. Introduzca las muestras en tubos de suero o EDTA estériles para citología, bioquímica y cultivo bacteriano. Si el líquido es hemorrágico, observe atentamente si hay coágulos. Normalmente los derrames hemorrágicos desfibrinan con rapidez, y no coagulan. Sin embargo, si hay una hemorragia activa o una punción iatrogénica de hígado o bazo, sí se formarán coágulos.





Si la paracentesis abdominal es negativa, puede realizar un lavado peritoneal diagnóstico. Existen en el mercado diferentes kits de diálisis peritoneal, pero son caros y poco prácticos.


Siga el siguiente procedimiento para realizar un lavado peritoneal:




1. Rasure y limpie quirúrgicamente el abdomen ventral, como se explicó anteriormente.


2. Colóquese guantes estériles y realice varios orificios laterales en un catéter de calibre 16-18. No debe cortar más del 50% de la circunferencia del catéter, porque si no éste se debilitará y podría romperse dentro del abdomen del paciente.


3. Introduzca el catéter caudalmente y a la derecha del ombligo, dirigiéndolo dorsocaudalmente.


4. Inyecte 10-20 ml de solución Ringer lactato o suero salino 0,9% estéril a la temperatura corporal. Al introducir el líquido en la cavidad peritoneal aumenta la presión intraabdominal por lo que el movimiento del diafragma durante la respiración puede verse comprometido, debido a lo cual hay que vigilar atentamente la aparición de signos de disnea.


5. Retire el catéter.


6. Si el paciente puede caminar, paséelo y realice un masaje abdominal para distribuir el líquido. Si no es así, gírelo de lado a lado.


7. A continuación limpie quirúrgicamente el abdomen, y siguiendo la técnica descrita, realice una paracentesis abdominal. Tome muestras de fluido para cultivo y citología. El análisis bioquímico del líquido puede mostrarse alterado debido a la dilución. Recuerde que sólo podrá extraer una pequeña parte del fluido introducido.
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Técnicas de colocación de vendajes y férulas


Generalmente, los vendajes se pueden aplicar tanto a las heridas cerradas como a las abiertas. Los vendajes se usan en seis tipos de heridas: heridas abiertas contaminadas o infectadas, heridas abiertas en fase de cicatrización, heridas cerradas, heridas que necesitan vendaje compresivo, heridas que necesitan alivio de la presión y heridas que necesitan inmovilización. El cuadro 1-3 contiene información sobre las funciones de los vendajes.





Cuadro 1-3 Funciones de los vendajes y férulas







Aplicar compresión


Eliminar un espacio muerto


Reducir edema


Minimizar hemorragia


Aliviar presión


Prevenir úlceras de decúbito


Envolver una herida


Vendaje absorbente en heridas con grandes desgarros


Absorber exudado y desbridar heridas


Proteger la herida de la contaminación ambiental


Proteger el entorno de la sangre, los exudados y las bacterias provenientes de la herida


Inmovilizar la herida y dar soporte a las estructuras óseas afectadas


Proporcionar comodidad al paciente


Servir como vehículo para antisépticos y antibióticos


Servir como indicador de las secreciones de la herida


Proporcionar un aspecto estético








Los materiales y métodos de vendaje varían en función del tipo de herida, la necesidad de aplicar compresión y de inmovilización, la necesidad de aliviar la presión, y la fase de la cicatrización en que se encuentre. Normalmente los vendajes constan de tres capas. Si se necesita aliviar la presión o inmovilizar, se puede incorporar además una férula. La capa de contacto es la que se sitúa inmediatamente sobre la herida. La capa secundaria o intermedia se coloca sobre la de contacto (la primaria). Por último se coloca la capa terciaria externa, que está expuesta al exterior y cubre el vendaje.






Heridas abiertas contaminadas e infectadas


Las heridas abiertas contaminadas o infectadas suelen tener grandes cantidades de tejido necrótico y cuerpos extraños, y suelen ser muy exudativas. La capa de contacto en este caso debe ser de esponjas de gasa sin filamentos de algodón. Si la herida produce poco exudado, la esponja puede emplearse seca, pero si produce exudado viscoso hay que empaparla en suero salino 0,9% o Ringer lactato. Si es necesario, pueden aplicarse pomadas (sulfadiazina argéntica, clorhexidina) en esta capa. La capa intermedia debe ser una envoltura gruesa de material absorbente, que estará recubierta por una capa externa de venda adhesiva porosa. El vendaje debe renovarse diariamente, o con mayor frecuencia si el exudado empapa la capa externa del vendaje.


Para realizar un vendaje absorbente en una herida, primero coloque la capa de contacto sobre la herida. Después, si es posible, adhiera unas tiras de esparadrapo a ambos lados de la pata, dejando que los extremos cuelguen. Estas tiras (estribos) servirán para mantener el vendaje en su sitio y evitar que se deslice distalmente. Envuelva la capa de contacto con la capa intermedia. Dé la vuelta a los extremos de las tiras de esparadrapo, y coloque la parte adhesiva de las tiras sobre la capa intermedia. Finalmente, envuelva el vendaje con la capa terciaria externa.


La función de un vendaje absorbente es ayudar a desbridar la herida. La gasa húmeda se secará, por lo que con el cambio de vendaje se despegará de la herida. El tejido necrótico y los residuos que han quedado adheridos a la gasa, son arrancados con ella. Además, el suero empleado para humedecer la gasa diluye el exudado producido y favorece su absorción. Si la herida produce mucho exudado, la capa de contacto y la intermedia lo absorben, alejándolo de la herida. Por último, se pueden aplicar fármacos en la herida para favorecer el crecimiento de tejido de granulación sano.









Heridas abiertas en fase de cicatrización






Cicatrización temprana


En la fase temprana de la cicatrización se observan tejido de granulación, algo de exudado y poca epitelización. Coloque un vendaje no adherente con propiedades antibacterianas (vaselina o gasas impregnadas en nitrofurazona), o material absorbente (esponja de espuma, hidrogel o apósito de hidrocoloide) en contacto directo con la herida para minimizar el daño al lecho de granulación. Después coloque una capa intermedia absorbente seguida de una capa porosa externa, como se explicó anteriormente. El tejido de granulación puede crecer a través del tejido de la gasa o adherirse a la esponja de espuma, en cuyo caso se levantaría al retirar el vendaje, produciendo hemorragia y alteración del lecho de granulación.









Cicatrización tardía


Al final de la fase de cicatrización, el tejido de granulación puede producir exudado sanguinolento, y se observa un cierto grado de epitelización. Se necesita un vendaje tardío no adherente. La capa de contacto debe ser algún apósito no adherente, esponja de espuma, hidrogel o hidrocoloide. La capa intermedia constará de material absorbente y la externa de venda adhesiva porosa. Si la herida produce exudado viscoso, puede que éste no se absorba bien con un apósito no adherente. Esto podría ser beneficioso y favorecer la cicatrización, si no hay complicaciones. Podrían darse infecciones, un crecimiento exuberante del tejido de granulación y la adherencia de los apósitos absorbentes a la herida, lo que retrasaría el proceso de cicatrización.












Cicatrización húmeda


La cicatrización húmeda es un nuevo concepto en el tratamiento de heridas, en el cual se mantienen los exudados en contacto con la herida. En ausencia de infección, una herida húmeda cicatriza más rápidamente, y tiene actividad enzimática por la acción de los macrófagos y los polimorfonucleares. Así tiene lugar una degradación enzimática o «desbridamiento autolítico». Las heridas húmedas estimulan la actividad quimiotáctica de neutrófilos y macrófagos y la fagocitosis antibacteriana más que los vendajes absorbentes. Sin embargo, una desventaja con complicaciones potenciales de la cicatrización húmeda es el desarrollo de contaminación bacteriana, foliculitis y trauma de los bordes de la herida, como consecuencia de un entorno húmedo constante.


Utilice soluciones surfactantes para la limpieza y desbridación inicial de la herida. Para favorecer la cicatrización, use vendajes oclusivos con propiedades antibacterianas, pues producen desbridación enzimática rápida. En heridas húmedas necróticas, coloque un apósito humedecido con salino hipertónico, para limpiar y desbridar la herida. El salino hipertónico deseca el tejido necrótico y las bacterias, lo que desbrida la herida infectada. Renueve el vendaje con salino hipertónico cada 24 o 48 horas. Después coloque gasas con un producto antibacteriano sobre la herida, para que actúen como barrera contra la colonización bacteriana.


Si la herida está al principio seca o tiene poco exudado, y no parece contaminada ni infectada a simple vista, cúbrala con un gel compuesto por agua, glicerina y un polímero, que la humedezca y favorezca la cicatrización proteolítica. Una vez la herida se humedezca, deje de emplear este tipo de gel.


La última fase de la cicatrización húmeda ayuda a desarrollar un lecho de granulación sano. En heridas no infectadas con exudación moderada, utilice apósitos de alginato cálcico. Los geles de alginato estimulan el rápido crecimiento del tejido de granulación y la epitelización.


También pueden aplicarse apósitos de espuma en heridas exudativas, una vez se ha formado el tejido de granulación sano. Estos apósitos se deben cambiar como mínimo entre 4 y 7 días.









Tratamiento de heridas con azúcar


El uso de azúcar granulada se ha popularizado en los últimos años para el tratamiento de heridas abiertas contaminadas y/o infectadas. El azúcar posee propiedades antibacterianas y ayuda a la cicatrización y a la formación de tejido de granulación. Los vendajes con azúcar son una excelente opción para el tratamiento de heridas por desgarro, quemaduras, úlceras por decúbito y, particularmente, las infectadas por Pseudomona spp., Escherichia coli o Streptococcus spp.


La colocación de un vendaje con azúcar es similar a la de un vendaje húmedo-seco. La herida debe estar bien lavada con agua corriente o solución salina estéril. Posteriormente, debe realizarse un desbridamiento. A continuación, se vierte una capa gruesa (aproximadamente 1 cm de espesor) de azúcar granulada sobre la herida. Seguidamente, se cubre la herida con una gasa estéril, vendaje de algodón y una capa externa. Inicialmente, se debe cambiar el apósito al menos una o dos veces día, y luego una vez al día o cada dos días, según el tejido de granulación vaya teniendo mejor aspecto. El azúcar puede eliminarse cuando el tejido de granulación aparezca.









Heridas cerradas






Heridas cerradas sin drenaje


En las heridas cerradas sin drenajes, como las laceraciones que se han reparado quirúrgicamente, se puede colocar un vendaje simple formado por un apósito no adherente, una capa intermedia absorbente, y una capa externa de venda adhesiva porosa para evitar la contaminación de la herida durante la cicatrización. El apósito no adherente al no pegarse a la herida no será cómodo para el paciente. La función de la capa intermedia será principalmente protectora, más que absorbente, pues son heridas con poco drenaje. Si se produce algo de exudado, éste será absorbido por la capa intermedia. Para evitar que el vendaje se deslice distalmente, es importante colocar la tiras de esparadrapo adheridas a la extremidad del paciente a modo de «estribos», y luego girarlas y pegarlas sobre el vendaje. Coloque las capas intermedia y terciaria sin aplicar presión en la extremidad, empezando desde distal hacia proximal, y superponiendo el extremo de la venda cada vuelta con la anterior. De esta forma se evitará aplicar una presión excesiva, que pueda comprometer el drenaje venoso. Si es posible, deje expuestas las uñas de los dedos 3.° y 4.°, y así podrá verificar diariamente que el drenaje venoso es adecuado. Si el vendaje está demasiado apretado y comprime o impide el flujo vascular, los dedos se inflamarán y separarán. Este tipo de vendaje da pocas complicaciones, si se coloca y se mantiene correctamente (p. ej., si no se humedece).












Heridas abiertas






Heridas con drenaje


En ocasiones es necesario cubrir una herida en la que se ha colocado un drenaje de Penrose. Puede producirse una cantidad importante de exudado, procedente del drenaje y de los tejidos blandos subyacentes. La función del vendaje es la de ayudar a reducir el espacio muerto creado por la herida; absorber el líquido que drena de la misma y que podría contaminar el entorno, y evitar la entrada de material del exterior hacia el interior de la herida. Al cambiar el vendaje, el veterinario puede examinar la cantidad y el tipo de exudado de la herida, para determinar cuándo hay que retirar el drenaje.


Cuando se coloca un vendaje en una herida que drena, la capa de contacto debe estar formada por un apósito comercial no adherente, y varias capas de gasa absorbente de malla ancha, colocadas directamente sobre el drenaje, en el extremo distal de la incisión. Cubra las capas de gasa con una capa espesa intermedia de apósito absorbente, que absorba el fluido que drena de la herida. Si la capa de gasas y la intermedia no son lo suficientemente absorbentes o espesas, el fluido podría drenar y alcanzar la capa externa del vendaje, creando así una vía de entrada a las bacterias del exterior y favoreciendo la infección de la herida.












Heridas que necesitan un vendaje compresivo






Hemorragia leve


Algunas heridas, como las laceraciones, presentan pequeñas hemorragias, o bien hemorragias que precisan un vendaje inmediato hasta que se pueda realizar una cura definitiva. Para fabricar un vendaje compresivo, coloque una capa de apósito no adherente en contacto con la herida, seguida de una capa espesa de material absorbente, cubierta por una capa de venda elástica. A diferencia de los vendajes de heridas cerradas, al colocar las últimas vueltas de la capa terciaria externa debe aplicarse tensión o incluso algo de presión constante alrededor de la extremidad, desde distal (dedos) hacia proximal. Un vendaje compresivo sirve para controlar hemorragias, pero no debe dejarse durante mucho tiempo, pues podría comprometer la inervación y conducir a necrosis tisular y a la formación de escaras. Por esta razón sólo deben emplearse en pacientes hospitalizados que puedan ser observados estrechamente. Si se observa hemorragia a través del vendaje, coloque otro vendaje sobre el primero, hasta que la herida pueda ser reparada definitivamente. Si en vez de esto se retira el primer vendaje, se podría alterar el coágulo formado y se agravaría la hemorragia.









Inmovilización inicial de fracturas


Las fracturas deben estabilizarse inmediatamente para que el paciente esté cómodo y para evitar un mayor traumatismo de los tejidos blandos de la extremidad afectada. Hay que colocar, como en todos los vendajes, una capa de contacto, una intermedia y una externa. Seleccione la capa de contacto en función del tipo de herida. La capa intermedia debe ser de material espeso y absorbente, cubierta por una capa externa de venda elástica. Por ejemplo, en una fractura abierta distal de radio y cúbito, podemos colocar sobre la herida un apósito no adherente, seguido de una capa de almohadillado de gasa y algodón para escayola, cubierto por una capa de algodón elástico. Al colocar cada capa de vendaje sobre la anterior, hay que tirar fuertemente de la venda y luego solaparla ligeramente, de forma que al golpear el vendaje terminado con los dedos, suene como una sandía madura. El vendaje se confecciona colocando capas consecutivas desde distal hacia proximal que ejerzan una presión constante sobre la extremidad. Deben dejarse al descubierto las uñas del tercer y cuarto dedo, para poder controlar el vendaje. Si se detecta compromiso del drenaje venoso, eso indica que el vendaje está demasiado apretado y que es preciso cambiarlo. Coloque por último una capa externa de venda adhesiva porosa sobre la capa intermedia, para protegerla de una posible contaminación. Cuando vendamos una fractura múltiple o abierta, el drenaje puede verse comprometido, aumentando así el riesgo de infección de la herida. Los vendajes que se colocan para inmovilizar inicialmente una fractura son temporales, hasta que el estado cardiovascular y respiratorio del paciente sea estable y permita una reducción definitiva de la fractura.









Tejido de granulación exuberante


Las heridas con tejido de granulación exuberante deben manejarse con cuidado, para no alterar el proceso de cicatrización, evitando al mismo tiempo la formación de un exceso de tejido que comprometería la epitelización. Para vendar estas heridas, aplique sobre ellas una pomada con corticoides seguida de un apósito no adherente. Los corticoides ayudan a controlar el crecimiento de tejido de granulación exuberante. A continuación envuelva la capa de contacto con un material absorbente, y por último coloque cuidadosamente una capa de venda elástica que ejerza algo de presión sobre la herida. Deje sin cubrir las uñas de los dedos 3.° y 4.° para poder vigilar la circulación sanguínea varias veces al día. Si el vendaje está demasiado apretado hay que retirarlo de inmediato para evitar que produzca daños en la inervación y vascularización de la zona, con la consecuente necrosis y formación de escaras. Como el drenaje de la herida se verá comprometido, existe riesgo de infección.









Reducción de espacios muertos


Las heridas con pérdida de tejido y aquellas que penetran entre las capas de tejido subcutáneo y la fascia, deben cubrirse con un vendaje compresivo que ayude a reducir el espacio muerto y evite la formación de seromas. Una herida que necesitaría este tipo de vendaje sería la escisión de un lipoma infiltrativo en el tórax ventral o lateral. Los vendajes compresivos alrededor del tórax o la región cervical deben realizarse con cuidado, porque si están demasiado apretados pueden impedir una correcta ventilación. Para realizar un vendaje compresivo y eliminar un espacio muerto, coloque una capa de contacto no adherente sobre la herida. Habitualmente se coloca un drenaje en la herida, por lo que hay que colocar gran cantidad de gasa en el extremo distal del drenaje, para que absorba el fluido drenado y el exudado de la herida. Coloque varias capas de material absorbente sobre las anteriores para que absorban el exceso de fluido drenado. Coloque firme y cuidadosamente una capa de algodón elástico sobre el espacio muerto, aplicando la presión suficiente para controlar el drenaje. Para asegurarse de que el vendaje no está demasiado apretado, deben poderse introducir al menos dos dedos entre éste y el tórax del animal. En muchos casos, el vendaje debe colocarse una vez que el animal se ha recuperado de la cirugía y es capaz de mantenerse en pie. Si se coloca el vendaje con el animal anestesiado y en decúbito, suele hacerse un vendaje demasiado apretado. Por último, la capa terciaria debe ser de material elástico.












Heridas que necesitan aliviar presión


Muchas heridas necesitan un vendaje que alivie presión para evitar contacto con el entorno. Entre las heridas que necesitan de un vendaje de este tipo para cicatrizar se incluyen las úlceras de decúbito, las úlceras por vendajes compresivos o escayolas, zonas de ulceración potencial (íleon o isquion de pacientes caquécticos o en decúbito), y heridas quirúrgicas por reparación de úlceras. Los vendajes de alivio de presión pueden ser de dos tipos: vendaje de dónut modificado y vendaje tipo dónut.






Vendaje tipo dónut modificado


Este tipo de vendaje debe colocarse sobre prominencias óseas en las extremidades, cuando hay signos tempranos de presión, como hiperemia, para evitar daños mayores. Para realizar un vendaje tipo dónut modificado se necesita material de almohadillado, venda envolvente espesa y venda adhesiva porosa o elástica. Este tipo de vendaje debe ser reemplazado frecuentemente, porque se comprime tras dos o tres cambios de vendaje.


Siga estos pasos para realizar un vendaje tipo donut modificado (fig. 1-1):




1. Doble sobre sí misma la venda de almohadillado varias veces, hasta confeccionar un apósito de 7 × 7 cm.


2. Doble el apósito en dos, haga un corte en el centro, y conviértalo con los dedos en un orificio.


3. Coloque el apósito de vendaje almohadillado haciendo coincidir el orificio con la prominencia ósea.


4. Realice un vendaje sobre el apósito.


5. Coloque venda adhesiva sobre el vendaje, superponiendo cada vuelta con la siguiente, para que se mantenga en su sitio.


6. Como alternativa, pueden colocarse puntos sueltos de sutura de fijación en la piel que rodea la prominencia ósea. El dónut se mantiene en su sitio pasando varios fragmentos de cinta umbilical por los puntos de sutura y sobre el dónut.
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Figura 1-1 Vendaje tipo dónut modificado. A, Se pliega una venda de almohadillado varias veces, fabricando un apósito con varias capas. B, Se dobla el apósito por la mitad y se practica un corte en el centro. C, Se transforma el corte en un orificio. D, Se coloca el orificio sobre la prominencia ósea.


(De Swaim SF, Henderson RA: Small animal wound management, 2.ª ed., Media, Pa, 1997, Williams & Wilkins.)












Vendaje tipo dónut


Al igual que el vendaje tipo dónut modificado, el vendaje tipo dónut se emplea sobre prominencias óseas para evitar que sufran un exceso de presión. Está indicado en las prominencias de la parte distal de las extremidades, como el maléolo lateral, donde el almohadillado proporcionado por un vendaje tipo dónut modificado no es suficiente. Para hacer un vendaje tipo dónut use una toalla de mano o parte de una venda tubular de malla, cinta adhesiva, gasa de algodón y venda elástica o suturas con cinta umbilical. A medida que el vendaje se comprima o ensucie, cámbielo para evitar que se lesionen los tejidos subyacentes.


Para confeccionar un vendaje tipo dónut, siga estos pasos (figs. 1-2 y 1-3):




1. Enrolle la toalla, de forma que quede apretada, y envuélvala con cinta adhesiva, para formar un círculo con un agujero en el centro. También puede enrollar un trozo de venda de malla tubular, como si fuera una media, creando un círculo almohadillado con un agujero en el centro. Asegúrese de que el agujero del centro es lo suficientemente amplio como para ajustarse a la zona quirúrgica reparada o a la úlcera.


2. Coloque el orificio sobre la úlcera o la zona de reparación quirúrgica.


3. Fije el rollo con tiras de esparadrapo y venda de algodón, y cúbralo después con la venda elástica. Una alternativa consiste en colocar puntos sueltos de sutura de fijación en la piel sobre y alrededor de la herida, y pasar varios trozos de cinta umbilical por las suturas y sobre el dónut, para fijarlo en su sitio. Si hiciera falta, la herida del centro puede observarse y tratarse gracias al orificio del dónut.
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Figura 1-2 Vendaje tipo dónut de malla tubular colocado sobre el olécranon.
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Figura 1-3 Tarso.














Heridas que precisan inmovilización






Fijadores externos


Para resolver una fractura o luxación asociada a una herida abierta, hay que aplicar fijadores externos. A veces es difícil realizar un vendaje que esté en contacto con la herida bajo las barras del fijador. Encaje apósitos de esponja de gomaespuma alrededor de las agujas y bajo las barras del fijador para proporcionar almohadillado. Luego coloque sobre el fijador las distintas capas del vendaje, para protegerlo de la contaminación externa y para absorber el exudado procedente de la herida (figs. 1-4 a 1-6).
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Figura 1-4 Apósitos de gomaespuma colocados bajo las barras y alrededor de las agujas del fijador externo, adyacentes a la herida.
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Figura 1-5 Para fijar la capa de contacto y la gomaespuma en su sitio, se envuelven con una capa de venda de acolchado de algodón.
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Figura 1-6 Para evitar la contaminación externa, se cubre la capa intermedia con venda elástica autoadhesiva.











Férulas en forma de copa y tipo bivalva


Cuando realicemos un vendaje en las almohadillas plantares y queramos evitar que éstas se separen cada vez que el gato o el perro apoyen la extremidad, debemos colocar una férula en copa. Si los dedos se separan, la herida de la almohadilla se abrirá y su cicatrización se verá retrasada o comprometida. La función de la férula es la de colocar la extremidad más vertical de lo habitual, de forma que mientras dura el proceso de cicatrización el paciente apoye sobre las puntas de los dedos en vez de sobre las almohadillas plantares.


Para fabricar una férula en copa o bivalva, siga este procedimiento (figs. 1-7 a 1-11):




1. Coloque una capa de contacto no adherente directamente sobre la herida.


2. Coloque sobre la piel del perro unos estribos de esparadrapo, que luego fijará a la capa intermedia para impedir el deslizamiento del vendaje.


3. Coloque una capa bastante espesa de venda absorbente sobre la capa de contacto, para que el vendaje quede bien acolchado. Fije luego esta capa con los estribos de esparadrapo.


4. Fabrique una férula de venda de escayola, de la longitud y forma adecuadas, de modo que forme una copa alrededor de la extremidad, y luego suba caudal a la extremidad, hasta el carpo o tarso. En el caso de la férula bivalva, coloque una pieza de venda de escayola en la cara craneal y otra en la cara caudal de la extremidad, y luego deles la forma adecuada.


5. Empape la férula en agua templada para que adquiera la forma deseada. Escúrrala y fíjela al extremo distal (o a la cara craneal y caudal, en caso de una férula tipo bivalva) de la extremidad.


6. Asegure la férula en su sitio con una capa de venda de algodón elástica.


7. Fije el vendaje con una capa ajustada de venda adhesiva porosa.
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Figura 1-7 Colocación de los estribos de esparadrapo.
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Figura 1-8 Capa de venda de algodón absorbente.
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Figura 1-9 Fijación de los estribos a la capa intermedia para evitar que el vendaje se deslice.
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Figura 1-10 Colocación de las dos férulas de escayola en las caras craneal y caudal de la extremidad.
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Figura 1-11 Fijación de las férulas con venda de algodón, y luego con venda elástica autoadhesiva.











Férulas laterales o caudales


Para proporcionar un soporte adicional proximal y distal al foco de fractura, es posible incorporar a un vendaje almohadillado una férula de escayola, más o menos larga. Para que una férula caudal o lateral sea efectiva, debe inmovilizar al menos la articulación situada dorsal al foco de fractura, para evitar que la férula actúe de eje de apoyo y produzca daño adicional en los tejidos blandos subyacentes. Las férulas cortas laterales y caudales se emplean para inmovilizar fracturas y luxaciones del metacarpo distal, metatarso, carpo y tarso.


Para colocar una férula lateral o caudal siga este procedimiento:




1. Coloque la capa de contacto adecuada, si existen heridas.


2. Coloque en la región distal de la extremidad los estribos de esparadrapo, que luego se fijarán a la capa intermedia, para evitar que el vendaje se deslice.


3. Coloque varias capas de venda de algodón, desde los dedos, hasta la mitad de la región tibial o de la región radiocubital. Al realizar esta operación ejerza una tensión uniforme sobre cada capa, superponiéndola con la anterior, y empezando desde distal hasta proximal.


4. Adapte la férula a la extremidad distal, desde los dedos hasta la región tibial o radiocubital y fíjela.


5. Fije la férula lateral o caudal a la extremidad con otra capa de algodón elástico.


6. Cubra el vendaje y la férula con una capa terciaria externa de venda adhesiva porosa. Asegúrese de que las uñas de los dedos 3.° y 4.° quedan sin cubrir, para poder evaluar diariamente si la circulación es correcta.





Las férulas largas caudales y laterales se emplean para inmovilizar fracturas de la tibia, el peroné, el radio y el cúbito. Las férulas se confeccionan de manera similar a las cortas, pero hay que alargarlas hasta la región axilar o inguinal, para inmovilizar la articulación proximal al foco de fractura.









Férula en espica


La férula en espica se emplea para inmovilizar el húmero y las articulaciones del codo y del hombro, cuando existe luxación o fractura. Siga estos pasos para realizar una férula en espica:




1. Si existen heridas, coloque una capa de contacto.


2. Adhiera los estribos de esparadrapo a la parte distal, para luego fijarlos a la capa intermedia y evitar que se deslice.


3. Envuelva la extremidad con gasa de algodón, desde distal hacia proximal, superponiendo capas sucesivas.


4. Continúe este vendaje de la extremidad dando varias vueltas con la gasa de algodón alrededor del tórax.


5. Cubra esta capa con otra apretada de algodón elástico, tomando la precaución de que el vendaje no dificulte la respiración.


6. Fabrique una férula lateral que cubra toda la extremidad, desde los dedos hasta la línea media dorsal, pasando sobre la escápula.


7. Una vez le haya dado la longitud y anchura adecuadas, empápela con agua templada para que fragüe y se endurezca.


8. Colóquela en la extremidad sobre el vendaje y dele la forma adecuada.


9. Fíjela con una capa adicional de algodón elástico.


10. Envuelva el vendaje con una capa terciaria de venda adhesiva porosa.








Lecturas recomendadas







Mathews KA, Binnington AG: Wound management using sugar, Compend Contin Educ Pract Vet 24:41–50, 2002.


Piermattei DL, Flo GL: Brinker, Piermattei, and Flo’s handbook of small animal orthopedics and fracture management, ed 4, St Louis, 2006, Elsevier.





















Tratamiento con productos sanguíneos






Recogida y administración


La terapia con productos sanguíneos consiste en separar la sangre en sus distintos componentes (celulares y fluidos), para luego administrar a cada paciente el más adecuado, en función de sus necesidades. La clave del tratamiento de las urgencias hematológicas es la terapia con productos sanguíneos, ya que ésta puede proporcionar soporte al paciente crítico, hasta que la enfermedad subyacente sea controlada. La separación de la sangre en concentrado de eritrocitos, plasma, crioprecipitado y concentrado de plaquetas, permite un tratamiento específico del déficit de cada paciente, disminuye los riesgos de reacción transfusional y potencia el uso eficiente de las donaciones de sangre. En el cuadro 1-4 aparecen las indicaciones para realizar una transfusión de concentrado de eritrocitos, concentrado de plaquetas, plasma fresco o plasma fresco congelado y crioprecipitado.





Cuadro 1-4 Terapia con productos sanguíneos






Transfusión de hematíes







• Disminución rápida del hematocrito, por debajo del 20% en el perro y del 12 al 15% en el gato


• Pérdida aguda de más del 30% del volumen sanguíneo (30 ml/kg en perro y 20 ml/kg en gato)


• Signos clínicos de letargo, shock, hipotensión, taquicardia, taquipnea (pérdida de sangre aguda o crónica)


• Hemorragia activa


• Respuesta insuficiente a la administración de cristaloides y coloides












Transfusión de plaquetas







• Hemorragia potencialmente mortal, acompañada de una disminución del número o la actividad de las plaquetas


• Pacientes con trombocitopenia o trombocitopatía graves que precisen cirugía












Transfusión de plasma







• Hemorragia potencialmente mortal, acompañada de una disminución de la actividad de los factores de coagulación


• Inflamación intensa (pancreatitis, síndrome de respuesta inflamatoria sistémica)


• Administración de antitrombina (coagulación intravascular diseminada, enteropatía o nefropatía perdedoras de proteínas)


• Pacientes con disminución de la actividad de los factores de coagulación que necesiten cirugía


• Administración de albúmina, globulinas y factores de coagulación en un paciente con hipoproteinemia grave


















Grupos sanguíneos y reacciones antigénicas


En un animal sano, los encargados de que el organismo reconozca los eritrocitos como propios son los receptores situados en la superficie de la membrana celular. Dentro de cada especie, la presencia o ausencia de determinadas glucoproteínas y glucolípidos en la superficie del eritrocito permite establecer los distintos grupos o «tipos» sanguíneos. En el perro se han identificado seis antígenos de superficie eritrocitarios (DEA, 1.1, 1.2, 3, 4, 5 y 7). Los perros negativos a DEA 1.1, 1.2 y 7, que además son positivos a DEA 1.4, son donantes universales, y tienen sangre del tipo A-negativo. Los antígenos eritrocitarios caninos 1.1 y 1.2 son los de mayor actividad inmunológica conocida en medicina transfusional canina. La transfusión de sangre DEA 1.1 o DEA 1.2 positiva a un perro DEA 1.1 y DEA 1.2 negativo desencadena una reacción transfusional de hemólisis aguda, o una reacción de hipersensibilidad retardada. Además, la viabilidad de los eritrocitos DEA 1.1 y DEA 1.2 positivos en un paciente DEA 1.1 y DEA 1.2 negativo es muy corta, con lo cual no lograremos cumplir nuestro objetivo de aumentar el transporte de oxígeno en el receptor.


Como en el perro, los grupos sanguíneos del gato están determinados por la presencia de hidratos de carbono unidos a lípidos (glucolípidos) y proteínas (glucoproteínas), situados en la membrana de los eritrocitos. En el gato se han identificado 3 grupos sanguíneos (A, B y AB). El más común es el tipo A. El tipo B es menos frecuente y lo podemos encontrar principalmente en gatos de las razas Abisinia, Persa, Devon Rex, y Británico de pelo corto, aunque puede presentarse en el gato común de pelo largo o corto. Genéticamente, el tipo A es dominante sobre el tipo B de acuerdo con las leyes mendelianas simples. El tipo AB es poco frecuente y se ha identificado en el gato común de pelo corto, y en animales de las razas Birmana, Abisinia, Somalí, Británico de pelo corto, Escocés Fold y Bosque de Noruega. A diferencia de los perros, los gatos poseen anticuerpos naturales frente a otros tipos sanguíneos. Esto tiene una gran importancia, porque podría producirse una reacción transfusional hemolítica potencialmente mortal, incluso sin una sensibilización o una transfusión previas. Por tanto es necesario tipificar la sangre y/o realizar unas pruebas cruzadas antes de efectuar la transfusión. Los gatos del tipo B tienen gran cantidad de anticuerpos anti-A, principalmente de la subclase de la inmunoglobulina M (IgM). Si a un gato del tipo B le administramos una transfusión de sangre del tipo A, ésta será destruida en cuestión de minutos o de horas. Incluso sólo con 1 ml de sangre transfundida, podríamos provocar una reacción potencialmente mortal. Los gatos del tipo A tienen débiles anticuerpos anti-B, que son del subtipo IgG e IgM. La transfusión de sangre del tipo B a un gato del tipo A producirá signos débiles de reacción transfusional, y la vida media de los eritrocitos administrados será de sólo 2 días. Como los gatos del tipo AB poseen los dos antígenos de superficie, carecen de anticuerpos naturales. Podemos realizar con seguridad una transfusión de sangre tipo A a un gato del tipo AB, si no tenemos un donante AB. La vida media de los eritrocitos de una transfusión felina compatible es de 33 días.









Programas de donación de sangre


Al decidir cuál es la mejor opción para su personal, sus clientes y sus pacientes, cada clínica debe tener en cuenta la rentabilidad económica de cada opción, sus necesidades de sangre y derivados, y la cantidad media de estos productos que habitualmente tiene almacenados. Un hospital con un gran volumen de trabajo, que necesite tener disponible una cantidad importante de productos sanguíneos de forma regular, podría optar por tener una colonia propia de perros y gatos donantes. Sin embargo, el mantenimiento de una colonia de donantes cerrada puede resultar inviable económicamente, debido a la necesidad de alimentarlos y de mantenerlos enjaulados, ocupando un espacio que podría dedicarse a los pacientes. Además el mantenimiento de los animales (incluyendo exámenes médicos frecuentes, pruebas sanguíneas [hemograma completo, bioquímica y pruebas de filaria] y cuidados diarios) es laborioso, tanto para el veterinario como para el resto del personal. Otra opción es usar como donantes a los perros de los clientes o del personal. Con esto se eliminan los gastos de manutención y cuidado diarios de los pacientes en la clínica. Los donantes pueden ser requeridos cuando se necesiten, o se pueden programar extracciones, para mantener una reserva de productos sanguíneos. La última opción, que sería la de elección en clínicas con poca demanda de productos sanguíneos, consiste en comprarlos en un banco de sangre (tabla 1-1).


Tabla 1-1 Lista de bancos de sangre veterinarios disponibles en EE.UU






	Nombre/dirección

	Teléfono

	Página web






	Animal Blood Resources  International (West Coast)
P.O. Box 1118
Dixon, CA 95620

	800-243-5759
(800-2HELPK9)

	

www.animalbloodbank.com







	Eastern Veterinary Blood Bank
844 Ritchie Highway
Suite 204
Severna Park, MD 21146

	800-949-EVBB
(800-949-3822)

	

www.evbb.com







	Hemopet Blood Bank Office
11330 Markon Drive
Garden Grove, CA 92841

	714-891-2022

	

www.itsfortheanimals.com/HEMOPET.HTM







	Animal Blood Resources  International (Midwest)
4983 Bird Drive
Stockbridge, MI 49285

	877-517-6227
(877-517-MABS)

	

www.midwestabs.com








Los donantes sanguíneos deben pasar un examen médico anual, hemograma completo, bioquímica y prueba de antígeno de filaria. En los donantes caninos hay que descartar también inicialmente enfermedad de Lyme, piroplasmosis, rickettsiosis exantemática (Rickettsia rickettsii), Ehrlichia y Brucella. La incidencia del género Babesia en los galgos de carreras de Florida, Arizona y Colorado es alta, y se estima en un 30 a 50%. Los perros donantes deberían pesar más de 27 kg y tener entre 1 y 8 años, tener un hematocrito mayor de 40%, estar esterilizados o no haber parido nunca, y no haber recibido nunca una transfusión. Un donante sano podría donar con seguridad de 10 a 20 ml/kg de sangre completa cada 3 a 4 semanas, si fuera necesario.


Un gato donante debería pesar más de 4,5 kg, tener entre 1 y 8 años y no haber recibido nunca una transfusión. Además, en los gatos donantes deben hacerse, antes de realizar la extracción de sangre, pruebas de leucemia felina, inmunodeficiencia felina, Mycoplasma haemofelis y peritonitis infecciosa felina, y tener como mínimo 30% de hematocrito, aunque es preferible que sea del 35 al 40%.









Extracción y manipulación de la sangre


La extracción de sangre debe realizarse de la manera menos estresante posible para el donante. Antes hay que realizar un examen físico completo, un hematocrito y unas proteínas totales. Se puede extraer la sangre de la vena yugular o de la arteria femoral. Sin embargo, se recomienda emplear las venas yugulares como primera elección, pues es fácil desgarrar la arteria femoral, y ello produciría hemorragia o un síndrome compartimental. Rasure con cuidado la región yugular, evitando producir abrasiones. Coloque al perro en decúbito lateral. También es válido colocar al paciente en decúbito esternal o sentado. Realice un lavado aséptico de la zona yugular, alternando limpiezas con clorhexidina o povidona yodada y alcohol o suero salino. Se puede extraer la sangre con un sistema abierto o cerrado. Es preferible usar un sistema cerrado, porque disminuye el riesgo de contaminar la sangre extraída, y facilita el procesado en sus distintos componentes. Como alternativa, se puede usar un sistema abierto, si la sangre va a ser utilizada antes de 24 horas. Introduzca con cuidado una aguja de calibre 16 en la vena yugular. Sitúe el sistema colector en el suelo, sobre una báscula, y ponga a cero la báscula. Después retire el hemostato situado en el tubo colector, y permita que la sangre fluya por gravedad. Las unidades de sangre canina deben contener aproximadamente 450 ml, que trasladado a la báscula suponen 450 g, porque 1 ml pesa aproximadamente 1 g. Aunque es posible, en caso de ser necesario, extraer de un donante canino sano 450 ml de sangre cada 21 días, es preferible que las donaciones tengan una frecuencia trimestral.


Para extraer sangre felina se necesita a menudo emplear sedación, a no ser que el donante tenga implantado quirúrgicamente un catéter de varias entradas. Hay que realizar un examen físico, un hematocrito y unas proteínas totales antes de sedar al paciente y realizar la extracción. Rasure la zona yugular y realice un lavado quirúrgico, como se describió anteriormente. Introduzca una palomilla de calibre 19 en la vena yugular y aspire la sangre ejerciendo poca presión, para evitar el colapso de la vena. Conecte la palomilla a una llave de tres vías, unida a una jeringa de 60 ml con 7 ml de anticoagulante de citrato fosfato glucosa adenina. En la mayoría de los casos es posible extraer un volumen total de 53 ml de sangre. Puede transfundirse la sangre inmediatamente o bien introducirla en una bolsa pequeña estéril de extracción con 0,14 ml del anticoagulante citrato fosfato glucosa adenina por cada mililitro de sangre completa. No es recomendable obtener más de 11-15 ml/kg de un donante felino en una misma extracción (cuadro 1-5).





Cuadro 1-5 Material necesario para extraer y procesar la sangre






Canina







Bolsa de extracción de sangre


Clips de sellado


Alicates o vaciador de sistema (opcional)


Pinza hemostática


Separador de plasma












Felina







Jeringa de 60 ml


Llave de 3 vías


7 ml de solución anticoagulante de citrato fosfato glucosa adenina


Ketamina


Diazepam


















Procesado y almacenamiento de los productos sanguíneos


La producción de componentes sanguíneos en medicina humana y veterinaria es ahora más habitual que antes. La terapia con productos sanguíneos incluye la separación de la sangre en plasma y en cada uno de sus componentes celulares, y la administración a cada receptor del producto específico que necesita. Hace falta una centrifugadora refrigerada para la preparación de plasma fresco congelado, plasma congelado, crioprecipitado y plasma pobre en crioprecipitado. En el mercado hay disponibles modelos de centrifugadora de suelo y de mesa. En muchos casos es inviable adquirir una centrifugadora refrigerada, debido a su coste y el espacio requerido para almacenarla. Un grupo de clínicas podría aunar esfuerzos para costearla y luego ubicarla en la clínica que tenga una situación central respecto a las demás, por ejemplo el hospital de urgencias local. Otra opción es que un hospital médico convencional o un banco de sangre separen la sangre, por una tarifa previamente fijada. Investigue si en su área existe un servicio de este tipo, y podrá obtener componentes sanguíneos para usarlos en su clínica, partiendo de sus propios donantes.


Una vez obtenida, hay que extraer la sangre que queda en el sistema de recolección y sellarlo con un sellador térmico o unos alicates de aluminio. Hay que etiquetar la bolsa con el nombre del donante, tipo del donante, fecha de extracción, hematocrito del donante en el momento de la extracción y fecha de caducidad. Si la sangre no va a utilizarse de inmediato o para obtener un concentrado de plaquetas, debe refrigerarse la unidad. Para separar el plasma de los eritrocitos se centrifuga la unidad a 4.000 o 5.000 revoluciones por minuto durante 5 minutos. El traspaso del plasma a bolsas satélite de almacenamiento será más sencillo si se usa un extractor de plasma.


Para que los factores de coagulación lábiles, como el V, el VIII y el de von Willebrand (vWF) no se alteren, hay que procesar el plasma fresco congelado, el crioprecipitado y el plasma pobre en crioprecipitado antes de 8 horas. Tras ser recolectado, el plasma fresco congelado almacenado tiene una vida útil de 1 año. Antes de congelar la bolsa, ponga una goma alrededor para arrugarla durante la congelación. Una vez la unidad está congelada, retire la goma. Esto servirá de control de calidad en caso de que se produzca un fallo eléctrico que pase inadvertido, pues si la bolsa sigue arrugada, ésta no se habrá descongelado. La preparación del crioprecipitado y del plasma pobre en crioprecipitado se realiza mediante congelación parcial y centrifugado diferencial. El plasma congelado durante más de un año, o el que se ha congelado después de 8 horas da como resultado plasma congelado. El plasma congelado contiene todos los factores de coagulación dependientes de la vitamina K (II, VII, IX y X), las inmunoglobulinas y la albúmina, pero es relativamente pobre en factores de coagulación lábiles. El plasma congelado tiene una vida útil de 5 años, a partir de la fecha de extracción, o de 4 años, a partir de la fecha de caducidad del plasma fresco congelado. El concentrado de eritrocitos debe ser refrigerado a una temperatura de 1 °C a 6 °C, inmediatamente después de su extracción y procesado. Si no se dispone de una centrifugadora refrigerada, se puede almacenar la unidad de sangre completa en la nevera a una temperatura de 1 °C a 6 °C, en posición vertical, durante 12-24 horas, hasta que los eritrocitos se hayan separado, para obtener concentrado de eritrocitos y plasma congelado. Para ello hay que extraer el plasma, introducirlo en una bolsa de almacenamiento y congelarlo. Como es un proceso de separación lento, el plasma resultante no contendrá factores de coagulación lábiles. El plasma fresco congelado, el plasma congelado, el crioprecipitado y el plasma pobre en crioprecipitado deben almacenarse a −20 °C hasta su uso (tabla 1-2). Los productos deben descongelarse en agua templada hasta que no se observen cristales. No hay que calentar ningún derivado del plasma a más de 37 °C, porque las proteínas podrían desnaturalizarse.




Tabla 1-2 Almacenamiento de productos sanguíneos
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Pruebas cruzadas


Si dispone de tiempo antes de realizar la transfusión, tipifique la sangre del donante y del receptor y haga unas pruebas cruzadas o, al menos, realice la tipificación de la sangre. En el mercado existen tarjetas de tipificación rápida para perros y gatos, aunque en algunos casos pueden dar problemas y no siempre pueden usarse en animales que presentan autoaglutinación.


Las pruebas cruzadas consisten en una simulación in vitro de la respuesta del receptor al plasma y a los antígenos eritrocitarios del donante. Se usan para disminuir el riesgo de reacciones transfusionales en un paciente previamente sensibilizado, que tenga anticuerpos naturales, o en caso de isoeritrólisis neonatal. Otra indicación sería la de reducir el riesgo de sensibilización de un paciente, si se espera realizarle varias transfusiones. Las pruebas cruzadas se dividen en mayores y menores. Las pruebas mayores consisten en mezclar eritrocitos del donante con plasma del receptor, para comprobar si el receptor tiene anticuerpos frente a los eritrocitos del donante. Las pruebas menores consisten en mezclar plasma del donante con eritrocitos del receptor, para descartar que el suero del donante contenga anticuerpos frente a los eritrocitos del receptor. En el cuadro 1-6 se describe detalladamente cómo realizar ambos tipos de pruebas. Las pruebas cruzadas no detectan otras fuentes de reacciones transfusionales de hipersensibilidad inmediata, como los leucocitos y las plaquetas.





Cuadro 1-6 Protocolo para realizar la reacción cruzada mayor y menor






Material necesario







Suero salino fisiológico 0,9% en una botella de lavado


Tubos de 3 ml


Pipetas Pasteur


Centrifugadora


Lámpara para ver la aglutinación












Pasos







1. Etiquete de la siguiente manera los tubos:



CRControl del receptor



EREritrocitos del receptor



PRPlasma del receptor



SDSangre completa del donante*




CDControl del donante*




EDEritrocitos del donante*




PDPlasma del donante*




MaReacción mayor*




MeReacción menor*



2. Tome una muestra de cada donante para realizar las pruebas cruzadas, bien de la sangre almacenada, o bien use un tubo EDTA con sangre del donante. Asegúrese de etiquetar correctamente todos los tubos.


3. Extraiga 2 ml de sangre del receptor en un tubo EDTA y centrifúguelos durante 5 minutos.


4. Extraiga sangre del donante de un tubo y centrifúguela 5 minutos. Emplee diferentes pipetas para el donante y para el receptor, para evitar contaminación cruzada.


5. Introduzca el plasma del donante y del receptor en los tubos marcados PD y PR, respectivamente.


6. Introduzca 125 μl de células del donante y del receptor en los tubos ED y ER, respectivamente.


7. Añada 2,5 ml de cloruro sódico al 0,9% de la botella de lavado en cada tubo con eritrocitos, haciendo algo de presión para que las células se mezclen.


8. Centrifugue las suspensiones de eritrocitos durante 2 minutos.


9. Deseche el sobrenadante y resuspenda los eritrocitos con cloruro sódico 0,9% de la botella de lavado.


10. Repita los pasos 8 y 9, hasta un total de 3 lavados.


11. Introduzca 2 gotas de la suspensión de eritrocitos del donante y 2 gotas del plasma del receptor en el tubo Ma (reacción cruzada mayor).


12. Introduzca 2 gotas de plasma del donante y 2 gotas de la suspensión de eritrocitos del receptor en el tubo Me (reacción cruzada menor).


13. Prepare los tubos de control, colocando 2 gotas de plasma del donante y 2 gotas de la suspensión de eritrocitos del donante en un tubo (control del donante); coloque 2 gotas de plasma del receptor y 2 gotas de la suspensión de eritrocitos del receptor en otro tubo (control del receptor).


14. Incube las pruebas mayor y menor y los tubos de control a temperatura ambiente durante 15 minutos.


15. Centrifugue los tubos durante 1 minuto.


16. Lea los tubos con la lámpara de aglutinación.


17. Descarte la presencia de aglutinación y/o hemólisis.


18. Puntúe la aglutinación con ayuda de esta escala:



4+Un aglutinado sólido de células



3+Varios aglutinados grandes de células



2+Aglutinados medianos de células, sobre un fondo claro



1+Hemólisis, sin formación de aglutinados



NEG= Negativo a hemólisis y coágulos





EDTA, ácido etilendiaminotetraacético.







* Esto debe hacerse para cada donante al que se le hagan las pruebas.


















Indicaciones para la terapia transfusional


Existen muchas indicaciones para realizar una transfusión de sangre completa y de sus derivados. Estudie razonadamente cada caso de posible transfusión. Si un paciente presenta riesgo de perder sangre o está anémico, considere realizar una transfusión. Decida qué tipo de transfusión es la más adecuada para cada paciente. Una vez haya decidido qué componente va a administrar, calcule el volumen necesario. En pacientes de pequeño tamaño o con insuficiencia cardíaca, el riesgo de producir sobrecarga de volumen es alto, por lo que hay que tener cuidado cuando se administran volúmenes grandes. Si se va a administrar un derivado de eritrocitos, al menos hay que tipificar la sangre. Lo ideal sería realizar unas pruebas cruzadas por cada unidad administrada, para así reducir al mínimo el riesgo de reacción transfusional y de sensibilización del paciente a los antígenos eritrocitarios. Si el paciente presenta hemorragia intensa, y ni siquiera hay tiempo para realizar una tipificación sanguínea, se puede administrar sangre universal (DEA 1.1-, 1.2-, y 1.7-negativos) o bien oxiglobina.


Un error común es pensar que se debe administrar sangre completa o concentrado de eritrocitos cuando el hematocrito disminuye a un número determinado. En realidad no existe un hematocrito «límite» para transfundir. Hay que realizar la transfusión siempre que la anemia produzca signos clínicos en el paciente, tales como letargo, anorexia, debilidad, taquicardia y/o taquipnea (tabla 1-3). Está indicado realizar una transfusión de sangre fresca entera en pacientes que padecen trastornos de la hemostasia y coagulopatías, entre los que se incluyen coagulación intravascular diseminada, enfermedad de von Willebrand y hemofilia. También se pueden administrar sangre completa fresca y concentrado de plaquetas en casos graves de trombocitopenia y trombocitopatías. En pacientes con anemia se puede administrar sangre completa almacenada y concentrado de eritrocitos. En perros debe realizarse una transfusión si el hematocrito es menor del 10%, o si ha bajado a menos del 20% debido a una hemorragia aguda. En gatos debe realizarse una transfusión si el hematocrito es menor del 12 al 15%. Considere la administración de plasma fresco congelado o crioprecipitado en casos de coagulopatía, incluyendo enfermedad de von Willebrand, intoxicación por raticidas con depleción de los factores de coagulación dependientes de la vitamina K y hemofilia, o en casos de hipoproteinemia grave con concentración de albúmina menor de 2 g/dl. El plasma congelado será suficiente en casos de hipoproteinemia grave, intoxicación por derivados de las warfarinas y deficiencia de factor IX (hemofilia tipo B).


Tabla 1-3 Indicaciones para administrar sangre y derivados






	Producto sanguíneo

	Indicaciones






	Sangre completa fresca

	Coagulopatías con hemorragia activa (coagulación intravascular diseminada, trombocitopenia, hemorragia aguda masiva, sangre almacenada no disponible)






	Sangre completa almacenada

	Hemorragia masiva aguda o activa; shock hipovolémico provocado por una hemorragia que no responde al tratamiento convencional con cristaloides y coloides; no disponer del equipo necesario para separar la sangre en sus distintos componentes






	Concentrado de eritrocitos

	Anemia no regenerativa, anemia hemolítica inmunomediada, corrección de la anemia antes de cirugía, pérdida de sangre aguda o crónica






	Plasma fresco congelado

	Falta de factores de coagulación asociada a hemorragia activa (congénita: factor de von Willebrand, hemofilia A, hemofilia B; adquirida: antagonistas de la vitamina K, intoxicación por odenticidas, CID); hipoproteinemia aguda o crónica (quemaduras, heridas exudativas, derrames en cavidades corporales, pérdida hepática, intestinal o renal); reemplazo de calostro en neonatos






	Plasma congelado (contiene factores de coagulación estables)

	Pérdida aguda de plasma o proteínas; hipoproteinemia crónica; reemplazo de calostro en neonatos; hemofilia B y déficit selectivo de factores de coagulación






	Concentrado de plaquetas*


	Trombocitopenia con hemorragia activa (trombocitopenia inmunomediada, CID); alteraciones de la función plaquetaria (congénitas: trombastenia del Basset Hound; adquirida: AINE, otros fármacos)






	Crioprecipitado (concentrado de factor VIII, factor de von Willebrand y fibrinógeno)

	Déficit congénito de factores de coagulación (rutinario o prequirúrgico): hemofilia A, hemofilia B, enfermedad de von Willebrand, hipofibrinogenemia; déficit de factores de coagulación adquiridos







AINE, antiinflamatorios no esteroideos; CID, coagulación intravascular diseminada.


*Debe adquirirse, porque es imposible desde un punto de vista logístico extraer la cantidad de sangre necesaria para obtener una cantidad significativa de plaquetas; las plaquetas transfundidas tienen una vida media muy corta (<2 horas).









Consideraciones para la terapia con sangre y sus derivados


Al decidir qué tipo de producto sanguíneo vamos a transfundir, deberíamos plantearnos antes algunas cuestiones, con objeto de disminuir el riesgo de reacción transfusional, de rechazo y de destrucción del componente administrado. Lo primero que hay que saber es el grupo sanguíneo del paciente, para administrar, siempre que sea posible, eritrocitos del mismo tipo. Si un animal ha recibido una transfusión o varias transfusiones previas, el riesgo de reacción y rechazo es mayor, porque habrá desarrollado anticuerpos frente a las glucoproteínas de superficie de los eritrocitos. Si ha existido una transfusión previa, hay que realizar pruebas cruzadas con la sangre del paciente (eritrocitos y plasma) y la del donante (eritrocitos y plasma), para asegurarse de que no existe incompatibilidad. Si en un perro carecemos de los medios para tipificar la sangre y realizar pruebas cruzadas, o si la urgencia requiere que se realice la transfusión antes de poder realizar la tipificación y las pruebas cruzadas, debería usarse preferentemente sangre de un donante universal (p. ej., DEA 1.1-, DEA 1.2-, y DEA 1.7-negativos). Como en felinos no existe donante universal, y además poseen anticuerpos naturales, es necesario realizar tipificación sanguínea y pruebas cruzadas en todo gato que vaya a recibir una transfusión. Si no se dispone de sangre fresca, es posible recurrir a un transportador de oxígeno derivado de la hemoglobina (oxiglobina, de 2 a 7 ml/kg i.v.), hasta que se tenga acceso a los productos sanguíneos.









Transfusión de sangre y derivados


La tabla 1-4 indica las dosis y velocidad de administración de los productos sanguíneos.




Tabla 1-4 Dosis de componentes sanguíneos y velocidad de administración
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Terapia con eritrocitos


Antes de administrar estos productos hay que calentarlos lentamente hasta que alcancen 37 °C. Existen en el mercado calentadores de sangre de uso veterinario, que facilitan la transfusión rápida evitando que disminuya la temperatura corporal del paciente. Los derivados del plasma y los eritrocitos deben ser administrados con un sistema de infusión de sangre que lleve incorporado un filtro en línea de 170 μm. Si se va a administrar un volumen muy pequeño, se puede usar un sistema con un filtro menor (20 μm). Según la American Association of Blood Banks, los productos sanguíneos deben administrarse en 4 horas, siempre que sea posible.


El volumen de componentes sanguíneos necesario para conseguir un incremento determinado en el hematocrito del paciente depende sobre todo de si se va a emplear sangre completa o concentrado de eritrocitos y de si el paciente presenta hemorragia o destrucción de los eritrocitos. Como el hematocrito del concentrado de eritrocitos es mayor de lo normal (80% si la sangre es de galgo), necesitaremos un volumen menor que de sangre completa para conseguir un incremento similar en el hematocrito del paciente. Como norma, 10 ml/kg de concentrado de eritrocitos o 20 ml/kg de sangre completa, aumentarán el hematocrito del receptor en un 10%. Por regla general, 2 ml de sangre completa por cada kilo de peso aumentará el hematocrito en un 1%. Si el hematocrito del paciente no aumenta en esta medida, habrá que plantearse la existencia de una hemorragia activa o de un proceso de destrucción de eritrocitos. El objetivo de la terapia con derivados sanguíneos es incrementar el hematocrito hasta el 25 a 30% en perros, y hasta el 15 a 20% en gatos.


En un animal hipovolémico que recibe una transfusión de sangre completa, durante las 24 horas siguientes el fluido se redistribuirá en el compartimento extravascular. Como resultado, además del aumento habitual del hematocrito que se produce de 1 a 2 horas después de la transfusión, se producirá un incremento adicional del hematocrito a las 24 horas.









Uso de plasma fresco congelado


El volumen de plasma que habrá que transfundir depende principalmente de las necesidades del paciente. Normalmente, en animales normovolémicos, las transfusiones de plasma no deben exceder los 22 ml/kg en un período de 24 horas. Se puede descongelar el plasma a temperatura ambiente, o bien introducirlo en una bolsa para nevera con cremallera y descongelarse bajo el grifo, con agua fría, nunca caliente. Para administrar el plasma se puede utilizar un sistema de infusión de sangre con filtro incorporado, o bien un sistema de infusión para suero, al que se acopla un filtro desmontable para sangre. La velocidad media de infusión de plasma en un paciente normovolémico no debe superar los 22 ml/kg/hora. Sin embargo, en situaciones de extrema urgencia se puede administrar plasma a 5-6 ml/kg/minuto. En pacientes con insuficiencia cardíaca u otro problema circulatorio, la velocidad de infusión del plasma no debe superar los 5-6 ml/kg/hora. El plasma y los derivados sanguíneos no deben mezclarse ni administrarse con el mismo sistema de infusión que los fluidos que contienen calcio, como el suero Ringer lactato, el cloruro cálcico, o el gluconato cálcico. El cloruro sódico al 0,9% es el fluido que se puede mezclar con los derivados sanguíneos con mayor seguridad.


Se debe administrar un volumen de 10 ml/kg de plasma fresco congelado, plasma congelado o de crioprecipitado hasta que se controle la hemorragia o cese la pérdida de albúmina. El objetivo de una transfusión de plasma es aumentar la albúmina hasta un mínimo de 2 g/dl o, en el caso de las coagulopatías, hasta que cese la hemorragia. Monitorice al paciente para asegurarse de que la hemorragia ha cesado, los perfiles de coagulación (TCA, TTPA y TP) se han normalizado, se ha estabilizado la hipovolemia, y/o las proteínas totales se normalicen, puesto que todo ello indicaría que se puede interrumpir la transfusión.









Uso de plasma crioprecipitado


El plasma crioprecipitado puede comprarse, o bien obtenerse a partir del plasma fresco congelado, realizando una congelación parcial y después un centrifugado. En el crioprecipitado encontramos una concentración mayor de vWF, factor VIII y fibrinógeno, y está indicado en el tratamiento de las formas graves de enfermedad de von Willebrand y de hemofilia A (deficiencia de factor VIII).









Concentrado de plaquetas


El concentrado de plaquetas ha de ser comprado. Una unidad de sangre fresca contiene de 2.000 a 5.000 plaquetas. La viabilidad de estas plaquetas es corta, sólo de 1 a 2 horas después de su transfusión al paciente. Como el concentrado de plaquetas es difícil de obtener, trataremos los animales con trombocitopenia o trombocitopatías graves con inmunoterapia y administrando plasma fresco congelado.












Transfusiones en perros


En el perro la sangre y el plasma se pueden administrar por vía intravenosa o intraósea. Las venas más empleadas son la cefálica, la safena lateral, la safena medial y la yugular. Llene el sistema de infusión de sangre, de forma que ésta cubra el filtro (normalmente uno de 170 μm). Si la cantidad de sangre es pequeña (50 ml) o el paciente está en estado crítico, seleccione un filtro de 40 μm. Evite los filtros de látex en las transfusiones de plasma y crioprecipitado. La sangre puede administrarse a distintas velocidades, pero la más habitual es de 4 a 5 ml/kg/h. En un animal normovolémico se puede administrar sangre a 22 ml/kg/día. Si el perro tiene una insuficiencia cardíaca, la velocidad máxima de infusión recomendada es de 4 ml/kg/hora. Se administra el volumen que el paciente necesite. Para calcular el volumen aproximado de sangre necesario para incrementar el hematocrito en el perro, siga la siguiente fórmula:
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Existe una fórmula alternativa:
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En shock y urgencias quirúrgicas puede ser necesario repetir varias veces este volumen en un espacio de tiempo corto. Si el paciente ha perdido más del 25% del volumen sanguíneo, es recomendable reemplazarlo con cristaloides, coloides y derivados sanguíneos. Se consigue el mismo aumento en el plasma del receptor con la administración de un volumen de sangre completa que con dos o tres volúmenes de plasma del donante. Si el perro receptor necesita sangre urgentemente, tiene un grupo sanguíneo desconocido y no disponemos de sangre A negativo, podemos administrar una transfusión de cualquier otro perro, siempre y cuando el receptor no haya recibido anteriormente ninguna transfusión. Si la sangre es de un tipo incompatible, el paciente se sensibilizará, y al cabo de 5 días empezará a destruir los eritrocitos transfundidos. Además, cualquier sangre incompatible transfundida posteriormente podrá originar una reacción inmediata (normalmente leve) y una rápida destrucción de los eritrocitos transfundidos.


Los signos clínicos típicos de una reacción transfusional sólo se ven cuando se administra sangre tipo A a un paciente A negativo que se ha sensibilizado con anterioridad. Las transfusiones incompatibles a hembras gestantes pueden producir una isoinmunización, y provocar una enfermedad hemolítica en los cachorros. Si una hembra A negativo recibe una transfusión A positivo, y tiene una camada de padre A positivo, los cachorros podrán padecer isoeritrólisis neonatal.









Transfusiones en gatos


Los gatos con anemia grave que necesitan una transfusión típicamente presentan signos de depresión, letargo y anorexia. Estos pacientes críticos pueden desestabilizarse y morir, simplemente por el estrés provocado por el manejo y la inmovilización, por lo que habrá que hacerlo con sumo cuidado. Cuando un gato está en estado crítico, hay que envolverlo cuidadosamente en una toalla o manta. Si es posible, hay que administrarle oxigenoterapia con mascarilla o por flujo directo, aunque esto puede ser de poca utilidad hasta que no se restablezca la capacidad de transporte de oxígeno mediante transfusión de eritrocitos o de hemoglobina.


La sangre se puede administrar a través de la vena cefálica, la safena medial o la yugular. Si no es posible tener un acceso vascular, se puede emplear la vía intramedular. Un gato de tamaño medio, de 2 a 4 kg, puede recibir una transfusión de 40 a 60 ml de sangre completa, administrada en 30-60 minutos. La sangre se administra con un sistema con filtro, a una velocidad de 5-10 ml/kg/hora. Para calcular el volumen de sangre que necesita recibir un gato, podemos emplear la siguiente fórmula:
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Reacciones transfusionales


Se desconoce la incidencia y la significación clínica exactas de las reacciones transfusionales en medicina veterinaria. Se han realizado diferentes estudios para valorar la incidencia de las reacciones transfusionales en perros y gatos. En términos generales, la incidencia de reacciones en el perro y en el gato es de un 2,5% y un 2%, respectivamente. Las reacciones transfusionales pueden ser inmunomediadas y no inmunomediadas, y pueden suceder de forma inmediata o retardada tras una transfusión. Las reacciones agudas suelen aparecer al cabo de minutos o de horas de iniciar la transfusión, pudiendo presentarse hasta 48 horas después de terminarla. Entre las reacciones inmunológicas agudas se incluyen hemólisis e hipersensibilidad aguda a plaquetas, eritrocitos y leucocitos. Los signos de reacción inmunológica retardada pueden ser hemólisis, púrpura, inmunosupresión e isoeritrólisis neonatal. Entre las reacciones no inmunológicas se incluyen la hemólisis de las células del donante antes de iniciar la transfusión, sobrecarga de volumen, contaminación bacteriana, signos de hipocalcemia por intoxicación por citrato, coagulopatías, hiperamonemia, hipotermia, émbolo de aire, acidosis y microembolia pulmonar. Las reacciones no inmunológicas retardadas pueden provocar la transmisión y desarrollo de enfermedades infecciosas y hemosiderosis. Los signos clínicos de reacción transfusional dependen normalmente de la cantidad de sangre transfundida, del tipo y la cantidad de anticuerpos implicados en la reacción, y de si el receptor estaba o no sensibilizado previamente.


Para reconocer precozmente los signos de reacción, entre ellos los que pueden ser potencialmente mortales, es indispensable monitorizar estrechamente al paciente durante la transfusión. En general se aconseja como medio para vigilar al paciente iniciar la transfusión lentamente durante los primeros 15 minutos, controlar la temperatura, el pulso y la respiración cada 15 minutos durante la primera hora de la transfusión, durante la hora siguiente después de terminada la transfusión, y posteriormente cada 12 horas como mínimo. También hay que medir el hematocrito justo antes de la transfusión, una hora después de terminada, y luego cada 12 horas. En los pacientes que requieren una transfusión hay que monitorizar al menos diariamente los parámetros de coagulación, como el TCA y el recuento de plaquetas.


Entre los signos clínicos documentados más frecuentes de reacción transfusional se incluyen pirexia, urticaria, salivación/ptialismo, náuseas, temblores y vómitos. Otros signos clínicos que se pueden observar son taquicardia, temblores, desmayos, disnea, debilidad, hipotensión y convulsiones. A los pocos minutos de iniciarse la transfusión, se puede desencadenar una reacción grave de hemólisis intravascular, con hemoglobinemia, hemoglobinuria, coagulación intravascular diseminada y signos clínicos de shock. Es habitual que las reacciones hemolíticas extravasculares tengan lugar posteriormente, y cursen con hiperbilirrubinemia e hiperbilirrubinuria.


El uso de glucocorticoides y antihistamínicos para pretratar al paciente y disminuir el riesgo de reacción transfusional es controvertido, y en la mayoría de los casos no es efectivo para prevenir la hemólisis ni el resto de reacciones. La mejor manera de prevenir las reacciones transfusionales consiste en reconocer a cada receptor detenidamente y en procesar cuidadosamente la sangre del donante en sus distintos componentes antes de administrarla. El tratamiento de una reacción transfusional varía en función de su gravedad. En cualquier caso, hay que interrumpir inmediatamente la transfusión si aparecen signos de reacción. En la mayoría de los casos basta con interrumpir la transfusión y administrar medicación para detener la reacción de hipersensibilidad. Una vez que la medicación ha hecho efecto, se puede reiniciar despacio la transfusión, controlando estrechamente al paciente, por si vuelven a aparecer signos de reacción. En casos más graves, en que se ve afectado el sistema cardiovascular o respiratorio del paciente, y aparecen hipotensión, taquicardia o taquipnea, hay que interrumpir la transfusión inmediatamente y administrar al paciente difenhidramina (1 mg/kg i.m.), fosfato sódico de dexametasona (0,25-0,5 mg/kg i.v.), y adrenalina. Hay que colocar una sonda urinaria y un catéter venoso central para controlar la producción de orina y la presión venosa central. Para prevenir el daño renal y la insuficiencia renal secundarios a la hemólisis intravascular grave, puede ser necesario administrar fluidoterapia agresiva. La sobrecarga de fluidos y el edema pulmonar asociado generalmente se pueden controlar con oxigenoterapia y la administración de furosemida intramuscular o intravenosa (2 a 4 mg/kg). En caso de coagulación intravascular diseminada se pueden administrar derivados del plasma, con o sin heparina.
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Medición de la presión venosa central


La presión venosa central (PVC) mide la presión hidrostática en el interior de la vena cava. El volumen de fluido vascular, el tono vascular, la funcionalidad del corazón derecho y los cambios de la presión intratorácica durante los ciclos respiratorios influyen en ella. La PVC no es una medida real del volumen sanguíneo, pero se usa para controlar la fluidoterapia, pues permite valorar con qué efectividad está bombeando el corazón el volumen de fluido administrado. Por tanto, la PVC refleja la interacción entre el volumen de fluido vascular, el tono vascular y la función cardíaca. Hay que medir la PVC en pacientes con insuficiencia circulatoria aguda, diuresis con grandes volúmenes de fluido (p. ej., insuficiencia renal tóxica, oligúrica o anúrica), con insuficiencia cardíaca y en aquéllos en los que se está vigilando la pérdida y la ganancia de fluidos. En pacientes con coagulopatías conocidas, entre ellas hipercoagulopatías, está contraindicada la colocación de un catéter venoso central, y por tanto la medición de la PVC.


Para monitorizar la PVC, coloque un catéter venoso central en la vena yugular derecha o izquierda. En gatos y en perros pequeños se pueden medir las variaciones de la PVC colocando un catéter largo en la vena safena lateral o medial. Para empezar hay que preparar el material necesario para colocar un catéter yugular (para saber cómo colocar un catéter yugular o un catéter largo en la safena, v. «Técnicas de acceso vascular») y para medir la PVC (cuadro 1-7). Después de colocar el catéter, realice una radiografía lateral de tórax y compruebe que la punta del catéter se sitúa justo a la entrada de la aurícula derecha, todo ello para asegurar una correcta medición de la PVC (v. fig. 1-13).





Cuadro 1-7 Material necesario para monitorizar la presión venosa central







• Dos alargadores de sistema de suero


• Una llave de tres vías


• Solución salina 0,9% heparinizada


• Una jeringa de 20 ml


• Un manómetro o una escala manual (en cm)








Para colocar un catéter venoso central y poder medir la PVC siga estos pasos:




1. Conecte el extremo «macho» de un alargador al extremo en T del catéter yugular o catéter largo en la safena lateral o medial. Antes de conectar el alargador es importante haberlo llenado de suero salino estéril, para evitar producir un trombo aéreo iatrogénico.


2. Después conecte el extremo «macho» de una llave de tres vías al extremo «hembra» del alargador.


3. Coloque una jeringa de 20 ml con suero salino 0,9% heparinizado en uno de los extremos «hembra» de la llave de vías, y un manómetro o un alargador acoplado a una regla en el otro.


4. Coloque al paciente en decúbito lateral o esternal.


5. Conecte el paciente con la jeringa de suero salino, girando la llave de tres vías, y realice un lavado del catéter con suero heparinizado. Al realizar esta operación el catéter o la escala manual no deben estar comunicados con el paciente ni con la jeringa.


6. Gire la llave de tres vías, de forma que queden ahora el manómetro y la jeringa comunicados entre sí, y el paciente desconectado de ambos. Lave con el salino heparinizado el manómetro o la extensión conectada a la escala manual. Hay que introducir el salino con cuidado, para no formar burbujas en el manómetro o en el alargador, que podrían interferir al medir la PVC.


7. Luego sitúe el 0 del manómetro o de la escala manual a la altura del manubrio del esternón (si el paciente está en decúbito lateral) o de la punta del codo (si el paciente está en decúbito esternal).


8. Gire la llave de tres vías de forma que la jeringa quede desconectada, y permita que la columna de fluido se equilibre con el volumen intravascular del paciente. Una vez que la columna de fluido deja de bajar, y el nivel sube y baja con los latidos cardíacos del paciente, mida la PVC en la parte inferior del menisco de la columna. Ésta es la PVC en centímetros de agua (v. fig. 1-4).


9. Realice varias mediciones con el paciente en la misma posición, para asegurarse de que no hay aumentos o disminuciones. Como alternativa se puede conectar el catéter central a un transductor y realizar una monitorización electrónica de la PVC.





No existe un valor normal absoluto de la PVC. La PVC normal en pequeños animales es de 0 a 5 cmH2O. Los valores inferiores a 0 están asociados a hipovolemia absoluta o relativa. Los valores de 5 a 10 están en el límite de la hipervolemia, y aquéllos superiores a 10 cmH2O son sugestivos de sobrecarga de volumen. Los valores superiores a 15 cmH2O pueden acompañarse de insuficiencia cardíaca congestiva y desarrollo de edema pulmonar. En los pacientes individuales, la tendencia en los cambios de la PVC es más importante que el valor absoluto de las mediciones aisladas. Como norma general, cuando medimos la PVC para controlar la fluidoterapia y evitar una sobrecarga vascular y pulmonar, ésta no debería aumentar en más de 5 cmH2O cada 24 horas. Si se detecta un aumento brusco de la PVC es recomendable repetir la medición, para descartar un error. Si no es así, hay que interrumpir temporalmente la fluidoterapia y considerar la administración de diuréticos.
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Fluidoterapia


El diagnóstico de un déficit de fluido intracelular no es sencillo y se basa más en la presencia de hipernatremia o hiperosmolalidad que en la presencia de signos clínicos. Las pérdidas no apreciadas, las provocadas por vómitos, diarrea u orina que no se compensan con un aumento de la ingesta de agua, suelen derivar en un déficit de fluido intracelular. Hay que ajustar el plan de fluidoterapia de cada paciente individualmente en función de la localización y el grado del déficit de fluido, al tipo de alteraciones electrolíticas y acidobásicas, y a la presencia de pérdidas activas de fluidos (tabla 1-5).


Tabla 1-5 Correlación de los signos clínicos con el grado de deshidratación estimado






	Signos clínicos de deshidratación intersticial

	Grado de deshidratación (%)






	Historial de vómitos y diarrea, sin signos clínicos de deshidratación

	4%






	Mucosas secas, leve retraso en la recuperación del pliegue cutáneo

	5%






	Retraso en la recuperación del pliegue cutáneo, mucosas secas, taquicardia leve, pulso normal*


	7%






	Retraso en la recuperación del pliegue cutáneo, mucosas secas, taquicardia, pulso débil

	10%






	Retraso en la recuperación del pliegue cutáneo, córneas secas, mucosas secas, frecuencia cardíaca aumentada o disminuida, mala calidad del pulso, nivel de consciencia alterado*


	12%







*Nota: Estas apreciaciones son muy subjetivas, porque los pacientes con pérdida grave de peso y de grasa subcutánea y los pacientes muy jóvenes o muy mayores pueden presentar un aumento del tiempo de recuperación del pliegue cutáneo o los ojos hundidos incluso en ausencia de deshidratación.






Fisiología acidobásica


El pH normal en perros y gatos es de 7,30 a 7,45. Los tres mecanismos principales que mantienen el pH sanguíneo en valores fisiológicos son los sistemas tampón, los mecanismos respiratorios que eliminan el CO2, y el mecanismo renal (metabólico) que regula la excreción o retención de iones hidrógeno y bicarbonato. Para calcular la contribución metabólica al equilibrio acidobásico, podemos medir el CO2 total y el pH, o bien calcular el déficit o el exceso de bicarbonato o base. Los iones de hidrógeno y bicarbonato tienen un papel importante en el mantenimiento de la estructura y el funcionamiento de las proteínas celulares. Hay que tratar la acidosis si el bicarbonato es menor de 12 mEq/l y el pH es menor de 7,2, o si el déficit de base es inferior a –10 mEq/l. Las concentraciones normales de bicarbonato son de 18 a 26 mEq/l en perros y de 17 a 23 mEq/l en gatos (cuadros 1-8 y 1-9).





Cuadro 1-8 Diagnósticos diferenciales de alcalosis metabólica






Con respuesta al cloro







Vómito de contenido gástrico


Terapia con diuréticos


Posthipercapnia












Resistente al cloro







Hiperaldosteronismo primario


Hiperadrenocorticismo












Administración de álcalis







Administración oral de bicarbonato o de otros aniones orgánicos (p. ej., lactato, citrato, gluconato y acetato)


Administración oral de resinas de intercambio catiónico con álcalis no absorbibles (p. ej., captadores de fósforo)












Otros







Reintroducción de la ingesta después de una dieta


Penicilinas a dosis altas


Deficiencia grave de potasio o magnesio
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Cuadro 1-9 Diagnósticos diferenciales de acidosis metabólica






Aumento del anión gap (normoclorémica)







Intoxicación por etilenglicol


Intoxicación por salicilatos


Otras intoxicaciones menos frecuentes (p. ej., paraldehído o metanol)


Cetoacidosis diabética*


Acidosis urémica†


Acidosis láctica












Anión gap normal (hiperclorémica)







Diarrea


Acidosis tubular renal


Inhibidores de la anhidrasa carbónica (p. ej., acetazolamida)


Cloruro amónico


Aminoácidos catiónicos (p. ej., lisina, arginina e histidina)


Acidosis metabólica posthipocapnia


Acidosis por dilución (p. ej., administración rápida de salino 0,9%)


Hipoadrenocorticismo‡
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* Los pacientes con cetoacidosis diabética pueden tener algo de acidosis metabólica hiperclorémica junto con acidosis con aumento del anión gap.


† En el fallo renal incipiente la acidosis metabólica puede ser hiperclorémica, pasando luego a convertirse en acidosis con aumento del anión gap.


‡ Los pacientes con hipoadrenocorticismo generalmente presentan hipocloremia, debido a las alteraciones en la excreción de agua, a la ausencia de aldosterona, al compromiso de la función renal y a la acidosis láctica. Todos estos factores evitan la sintomatología de hipercloremia.








El sistema respiratorio contribuye a la regulación acidobásica mediante cambios en la eliminación de dióxido de carbono. La hiperventilación disminuye la PCO2 sanguínea, causando alcalosis respiratoria. La hipoventilación aumenta la PCO2 sanguínea, provocando acidosis respiratoria. La PCO2 en perros varía de 32 a 44 mmHg, en función de la altitud. En gatos, los valores normales son de 28 a 32 mmHg. La PCO2 venosa en perros es de 33 a 50 mmHg, y en gatos, de 33 a 45 mmHg.


Para interpretar el estado acidobásico de un paciente hay que hacer un estudio sistemático. Lo ideal es obtener una muestra de sangre arterial para poder monitorizar la oxigenación y la ventilación del paciente. Una vez extraída la muestra, siga estos pasos:




1. Para saber si la muestra es arterial o venosa, mida la saturación de oxígeno (SaO2). Si la sangre es arterial, la SaO2 debería ser mayor del 90%, aunque en pacientes con hipoxemia grave puede disminuir hasta el 80%.


2. Tenga en cuenta el pH del paciente. Si el pH está fuera del rango normal, existe un trastorno acidobásico. Si el pH está dentro del rango normal, puede o no haber un trastorno acidobásico. Si el pH es bajo, el paciente está acidótico, y si el pH es alto el paciente sufre alcalosis.


3. A continuación compruebe el exceso o déficit de base. Si el exceso de base está aumentado, el paciente tendrá un bicarbonato mayor del normal. Si hay un déficit de base, el paciente puede tener el bicarbonato disminuido o bien un aumento de aniones no medibles (p. ej., ácido láctico o cetoácidos).


4. Compruebe el bicarbonato. Si el pH es bajo y el bicarbonato está bajo, el paciente tiene una acidosis metabólica. Si el pH es alto y el bicarbonato está alto, el paciente tiene una alcalosis metabólica.


5. Compruebe la PaCO2. Si el pH del paciente es bajo y la PaCO2 es alta, el paciente sufre una acidosis respiratoria. Si el pH del paciente es alto y la PaCO2 es baja, el paciente presenta alcalosis respiratoria.


6. Por último, si le interesa conocer el grado de oxigenación del paciente, mida la PaO2. La PaO2 debe ser mayor de 80 mmHg.


7. A continuación, valore si los trastornos diagnosticados son primarios, o si compensan alteraciones del sistema opuesto. Por ejemplo, un paciente que retiene bicarbonato (alcalosis metabólica) puede hacerlo para compensar un exceso de dióxido de carbono (acidosis respiratoria). Para saber si el grado de compensación es el adecuado, sírvase de la tabla 1-6. Si la respuesta compensatoria se encuentra dentro del rango esperado, se trata de un trastorno acidobásico simple. Si la respuesta está fuera del rango esperado, se trata de un trastorno acidobásico mixto.


8. Por último, determine si la alteración acidobásica es compatible con la historia y el examen físico del paciente. Si no es así pregúntese si los resultados de la gasometría son correctos, y repita las pruebas.





Tabla 1-6 Respuesta compensatoria renal y respuesta compensatoria respiratoria en pacientes con trastornos acidobásicos primarios






	Trastorno

	Cambio primario

	Respuesta compensatoria






	Acidosis metabólica

	↓ HCO3−


	Por la disminución de cada mEq/l de HCO3−, disminuye la PCO2 en 0,7 mmHg






	Alcalosis metabólica

	↑ HCO3−


	Por el incremento de cada mEq/l de HCO3−, aumenta la PCO2 en 0,7 mmHg






	Acidosis respiratoria aguda

	↑ PCO2


	Por cada 10 mmHg de incremento de la PCO2, aumenta el HCO3− en 1,5 mEq/l






	Acidosis respiratoria crónica

	↑ PCO2


	Por cada 10 mmHg de incremento de la PCO2, aumenta el HCO3− en 3,5 mEq/l






	Alcalosis respiratoria aguda

	↓ PCO2


	Por cada 10 mmHg de disminución de la PCO2, disminuye el HCO3− en 2,5 mEq/l






	Alcalosis respiratoria crónica

	↓ PCO2


	Por cada 10 mmHg de disminución de la PCO2, disminuye el HCO3− en 5,5 mEq/l
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La mejor forma de medir el estado acidobásico de un animal es con una gasometría sanguínea. Es preferible tomar una muestra arterial a una venosa, y el anticoagulante de elección es la heparina (tabla 1-7).




Tabla 1-7 Valores acidobásicos en alteraciones agudas descompensadas


[image: image]











Mantenimiento y alteraciones de los electrólitos






Potasio


El potasio se localiza principalmente en los fluidos del compartimento intracelular. El potasio sérico está regulado por la acción de la bomba sodio-potasio adenosín trifosfato sobre las membranas celulares, incluyendo las del epitelio tubular renal. En la acidosis metabólica inorgánica se puede producir como artefacto un aumento de las concentraciones de potasio sérico, pues para intentar corregir el pH sérico tiene lugar un movimiento intracelular de iones hidrógeno, y a cambio el potasio extracelular se redistribuye.


El potasio tiene un papel relevante en el mantenimiento del potencial de membrana en reposo de los tejidos excitables, incluyendo las neuronas y los miocitos. Los cambios en el potasio sérico pueden afectar de forma perjudicial a la conducción cardíaca. La hiperpotasemia disminuye el potencial de membrana en reposo, y aumenta la susceptibilidad de las células cardíacas a la despolarización, especialmente las de la aurícula. Los signos típicos de la hiperpotasemia grave que se observan en el ECG incluyen ausencia de ondas P, ensanchamiento del complejo QRS y ondas T altas o picudas. Si el potasio sigue aumentando, aparecerán bradicardia, fibrilación ventricular y asistolia (muerte). El tratamiento de la hiperpotasemia consiste en la administración de insulina (0,25 a 0,5 unidades/kg de insulina regular i.v.) y glucosa (1 g de glucosa por unidad de insulina administrada, seguido de una infusión i.v. ritmo constante de glucosa al 2,5%, para evitar la hipoglucemia), calcio (2 a 10 ml de gluconato cálcico 10% i.v. lento, a dosis-efecto), o bicarbonato sódico (1 mEq/kg i.v. lento). La combinación de insulina y glucosa y la terapia con bicarbonato producen un desplazamiento intracelular del potasio, mientras que el calcio antagoniza el efecto de la hiperpotasemia sobre las células miocárdicas. Los tres tratamientos tienen efecto en unos minutos, pero su duración es corta (de 20 minutos a 1 hora), a no ser que se identifique la causa de la hiperpotasemia y se trate adecuadamente (cuadro 1-10). Al restablecer el volumen de fluido intravascular y la acidosis metabólica, en la mayoría de los casos se diluye el potasio sérico. Es recomendable administrar un fluido sin potasio (preferiblemente cloruro sódico al 0,9%).





Cuadro 1-10 Diagnósticos diferenciales de hiperpotasemia






Seudohiperpotasemia


Trombocitosis


Hemólisis









Aumento de la entrada de potasio externo


Es bastante improbable que se produzca hiperpotasemia, siempre que la función renal sea normal, excepto por causas iatrogénicas (p. ej., infusión continua de fluidos con potasio a velocidad excesiva)









Traslocación (desplazamiento de potasio del fluido intracelular al extracelular)


Acidosis mineral aguda (p. ej., ácido hidroclórico o cloruro amónico)


Deficiencia de insulina (p. ej., cetoacidosis diabética)


Síndrome de lisis tumoral aguda


Reperfusión de las extremidades tras una tromboembolia aórtica en un gato con miocardiopatía


Parálisis periódica hiperpotasémica (un caso registrado en un Pit bull)


Hiperpotasemia leve después de ejercicio en perros con hipotiroidismo inducido


Infusión de arginina o lisina en las soluciones de nutrición parenteral









Fármacos


Beta-bloqueantes no específicos (p. ej., propranolol)*


Glucósidos cardíacos (p. ej., digoxina)*









Excreción renal disminuida


Obstrucción uretral


Rotura de vejiga


Insuficiencia renal anúrica u oligúrica


Hipoadrenocorticismo


Ciertas enfermedades intestinales (p. ej., tricuriasis, salmonelosis o úlcera duodenal perforada)


Gestación a término en los galgos (el mecanismo se desconoce, pero los pacientes afectados presentaban pérdidas de fluido gastrointestinal)


Quilotórax con drenajes pleurales repetidos


Hipoaldosteronismo con disminución de la renina†









Fármacos


Inhibidores de la enzima de conversión de la angiotensina (p. ej., enalapril)*


Bloqueantes de los receptores de la angiotensina (p. ej., losartán)*


Ciclosporina y tacrolimús*


Diuréticos ahorradores de potasio (p. ej., espironolactona, amilorida y triamtereno)*


Antiinflamatorios no esteroideos*


Heparina*


Trimetoprima*
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* Sólo provoca hiperpotasemia si se une a otros factores (p. ej., otros fármacos, disminución de la función renal o administración concurrente de suplementos de potasio).


† Poco documentado en medicina veterinaria.








La hipopotasemia eleva el potencial de membrana en reposo y produce hiperpolarización celular. La hipopotasemia puede ir asociada a arritmias ventriculares, pero a diferencia de la hiperpotasemia, no provoca cambios típicos en el ECG. Las causas de hipopotasemia incluyen pérdidas renales, anorexia, pérdida gastrointestinal (vómitos y diarreas), diuresis forzada con fluidos, diuréticos del asa y diuresis postobstrucción (cuadro 1-11). Si se conocen los niveles séricos de potasio, se puede suplementar la fluidoterapia intravenosa con potasio en forma de cloruro potásico o fosfato potásico. Hay que corregir los niveles de potasio si son menores de 3,0 mEq/l o mayores de 6,0 mEq/l. El potasio no debe administrarse a una velocidad superior a 0,5 mEq/kg/hora (tabla 1-8).





Cuadro 1-11 Diagnósticos diferenciales de hipopotasemia






Disminución de la entrada de potasio


Es improbable que la dieta produzca hipopotasemia por sí misma, a no ser que sea aberrante


Administración de fluidos sin potasio (p. ej., cloruro sódico 0,9% o glucosa 5%), o con poco potasio (p. ej., suero Ringer lactato durante varios días)


Ingestión de bentonita (p. ej., arena de gato)









Traslocación (paso del fluido extracelular al intracelular)


Alcalemia


Fluidos con insulina/glucosa


Catecolaminas


Hipotermia


Parálisis periódica hipopotasémica (gato burmés)


Sobredosis de albuterol









Aumento de las pérdidas







Gastrointestinales (FEK menor del 4 a 6%)



Vómito de contenido gástrico



Diarrea


Urinarias (FEK mayor del 4 a 6%)



Fallo renal crónico en gatos



Neuropatía hipopotasémica inducida por la dieta en gatos



Acidosis tubular renal distal (tipo I)



Acidosis tubular renal proximal (tipo II), después de tratar con bicarbonato sódico



Diuresis postobstrucción



Diálisis



Exceso de mineralcorticoides



Hiperadrenocorticismo



Hiperaldosteronismo primario (adenoma, adenocarcinoma, hiperplasia)












Fármacos


Diuréticos del asa (p. ej., furosemida y ácido etacrínico)


Diuréticos tiazidas (p. ej., clorotiazida e hidroclorotiazida)


Amfotericina B


Penicilinas


Mecanismo desconocido


Envenenamiento por serpiente de cascabel
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Tabla 1-8 Guía para la suplementación rutinaria con potasio intravenoso en perros y gatos


[image: image]











Niveles de bicarbonato


En la mayoría de los pequeños animales, la acidosis metabólica resultante de la depleción de bicarbonato se suele corregir al restablecer la volemia. Los animales con acidosis metabólica de moderada a intensa pueden beneficiarse de la suplementación con bicarbonato. La contribución metabólica al estado acidobásico se puede valorar midiendo la concentración de dióxido de carbono total o calculando la concentración de bicarbonato. Si no se dispone de los medios para realizar estas mediciones, se puede estimar subjetivamente el grado de acidosis metabólica esperado, en función de la gravedad de la causa subyacente: shock hipovolémico o traumático, shock séptico, cetoacidosis diabética o insuficiencia renal oligúrica o anúrica. En función de si se ha estimado una acidosis metabólica leve, moderada o grave, habrá que administrar 1, 3 o 5 mEq/kg de bicarbonato sódico, respectivamente. En los pacientes con cetoacidosis diabética, puede no ser necesario administrar bicarbonato, una vez que el volumen y la perfusión se hayan corregido, y los cuerpos cetónicos se hayan metabolizado a bicarbonato. Si se conocen los niveles de bicarbonato del déficit de base, la siguiente fórmula puede servir como guía para calcular la suplementación con bicarbonato:
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Osmolalidad


La osmolalidad puede medirse por la depresión del punto de congelación o con un osmómetro de presión de vapor, o bien se puede calcular con la siguiente fórmula:
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en la que el sodio y el potasio deben expresarse en miliequivalentes, y el BUN y la glucosa en miligramos por decilitro. Las osmolalidades menores de 260 mOsm/kg y las mayores de 360 mOsm/ kg son suficientemente graves como para necesitar tratamiento. La diferencia entre la osmolalidad medida y la calculada (osmolal gap) debe ser menor de 10 mOsm/kg. Si el osmolal gap es mayor de 20 mOsm/kg, podrían estar presentes aniones no medibles, como los metabolitos del etilenglicol.









Sodio


El volumen de fluido extracelular depende del contenido corporal total de sodio, mientras que la osmolalidad y la concentración de sodio están determinadas por el balance de agua. La concentración de sodio sérico sólo indica la cantidad de sodio, en proporción a la de agua, que existe en el fluido extracelular, pero no aporta información sobre la cantidad total corporal de sodio. Los pacientes con hipo o hipernatremia pueden tener el sodio corporal total disminuido, normal o elevado (cuadros 1-12 y 1-13). El aumento del sodio sérico implica hiperosmolalidad, mientras que la disminución del sodio sérico se acompaña a menudo, aunque no siempre, de osmolalidad baja. La gravedad de los signos clínicos de hiper e hiponatremia depende más de la rapidez de instauración del problema, que de la magnitud de la hipo o hiperosmolalidad asociadas. Los signos neurológicos incluyen desorientación, ataxia y convulsiones, y en perros, con concentraciones de sodio menores de 120 mEq/l o mayores de 170 mEq/l el paciente puede entrar en coma.





Cuadro 1-12 Diagnósticos diferenciales de hiponatremia






Con osmolalidad plasmática normal


Hiperlipemia


Hiperproteinemia









Con osmolalidad plasmática elevada


Hiperglucemia


Infusión de manitol









Con osmolalidad plasmática baja






E hipervolemia


Hepatopatía grave


Insuficiencia cardíaca congestiva


Síndrome nefrótico


Insuficiencia renal avanzada









Y normovolemia


Polidipsia psicógena


Síndrome de secreción inadecuada de hormonas antidiuréticas


Fármacos antidiuréticos


Hipotiroidismo con mixedema y coma


Administración de fluidos hipotónicos









E hipovolemia


Pérdida gastrointestinal




Vómitos


Diarreas





Pérdida en un tercer espacio




Pancreatitis


Peritonitis


Uroabdomen


Derrame pleural (p. ej., quilotórax)


Líquido ascítico





Pérdida cutánea




Quemaduras


Hipoadrenocorticismo





Administración de diuréticos
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Cuadro 1-13 Diagnósticos diferenciales de hipernatremia






Déficit puro de agua


Hipodipsia primaria (p. ej., Schnauzer miniatura)




Diabetes insípida


Central





Nefrogénica


Temperatura ambiental elevada


Fiebre


Dificultad para acceder al agua









Pérdida de fluidos hipotónicos


Extrarrenal




Gastrointestinal



Vómitos



Diarreas



Obstrucción de intestino delgado


Pérdida en tercer espacio





Peritonitis


Pancreatitis


Cutánea


Quemaduras


Renal




Diuresis osmótica


Diabetes mellitus


Infusión de manitol


Diuréticos químicos


Fallo renal crónico


Fallo renal agudo no oligúrico


Diuresis postobstrucción












Ganancia de solutos


Envenenamiento por sal


Administración de fluidos hipertónicos




Salino hipertónico


Bicarbonato sódico


Nutrición parenteral


Enemas de fosfato sódico





Hiperaldosteronismo


Hiperadrenocorticismo
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La administración de fluidos con concentraciones de sodio elevadas o bajas, para corregir la hipo o la hipernatremia, debe realizarse con prudencia, pues los cambios bruscos (aumento o disminución) de la concentración sérica de sodio y de la osmolalidad pueden inducir cambios rápidos en el flujo de fluidos intra y extracelulares. Esto provoca deshidratación o edema celular, incluso antes de que la concentración de sodio llegue a normalizarse. Como norma general, se recomienda no elevar ni disminuir la concentración de sodio sérico en más de 15 mEq/l cada 24 horas. Lo ideal es corregir las concentraciones de sodio en un período de 48 a 72 horas. En la mayoría de los casos, los niveles de sodio se normalizarán simplemente con la reposición de fluidos. Sin embargo, si la existencia de una hipernatremia grave hace sospechar de un déficit de agua libre, éste se puede calcular con ayuda de la siguiente fórmula:
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La hipernatremia se debe corregir lentamente, con cloruro sódico 0,45% suplementado con glucosa 2,5%, con suero glucosado 5%, o con suero Ringer lactato (contenido en sodio: 130 mEq/l). La hiponatremia se corrige inicialmente con cloruro sódico 0,9%.









Anión gap


El sodio normalmente se equilibra con cloro y bicarbonato. La diferencia entre sus concentraciones, (Na+) − [(Cl−) + (HCO3−)], se llama anión gap o hiato aniónico. El anión gap normal es de 12 a 25 mEq/l. Si excede los 25, podría existir una acumulación de aniones no medibles (p. ej., lactato, fosfato, sulfato, metabolitos del etilenglicol o salicilatos). Las alteraciones en el anión gap pueden ayudar a determinar la causa de las acidosis metabólicas (cuadros 1-14 y 1-15).





Cuadro 1-14 Disminución del anión gap







Mieloma (inmunoglobulina G)


Hipoalbuminemia


Dilución por administración de cristaloides


Tratamiento con bromuro potásico


Seudohiponatremia











Cuadro 1-15 Aumento del anión gap







Aspirina (salicilatos)


Metanol


Uremia


Cetoacidosis diabética


Paraldehído, fosfatos


Indometacina


Acidosis láctica


Intoxicación por etilenglicol


















Presión oncótica


Las sustancias coloidales circulantes con moléculas de peso molecular alto son las principales encargadas del mantenimiento de la presión oncótica coloidal sanguínea. La albúmina es la mayor responsable del mantenimiento de la presión oncótica intravascular e intersticial, es decir, de la capacidad de estos compartimentos de retener agua. La albúmina contribuye aproximadamente en un 80% a la presión oncótica coloidal sanguínea. La mayor parte de la albúmina se localiza en el espacio intersticial. La hipoalbuminemia puede deberse a un aumento de la pérdida de albúmina, por una enteropatía o una nefropatía perdedoras de proteínas, o por heridas exudativas; o puede ser consecuencia de una falta de síntesis hepática. La albúmina sérica tiene un flujo constante con la albúmina intersticial. El déficit de albúmina sérica se repone con las reservas de albúmina intersticial, pero una vez que éstas se agotan, si la albúmina sérica sigue bajando, la presión oncótica coloidal empezará a disminuir. Una albuminemia inferior a 2 g/dl se ha asociado a una falta de retención intravascular de fluidos y la formación de edemas periféricos, así como acumulación de fluidos en un tercer espacio. La presión oncótica puede restablecerse con ayuda de coloides sintéticos o artificiales, o con coloides naturales (v. Coloides).









Necesidades de fluidoterapia de mantenimiento


Las necesidades de fluidoterapia de mantenimiento se han extrapolado de las fórmulas usadas para calcular las necesidades diarias metabólicas de energía, pues para metabolizar 1 Kcal de energía se necesita 1 ml de agua (tabla 1-9). Se pueden calcular las necesidades metabólicas diarias de agua (fluidos) del paciente con ayuda de la siguiente fórmula:


Tabla 1-9 Necesidades diarias aproximadas de energía y agua en perrros y gatos, basándose en el peso corporal*






	Peso (kg)

	Energía total diaria (kcal)

	Agua total por hora (ml)






	1

	100

	4,2






	2

	130

	5,4






	3

	160

	6,7






	4

	190

	7,9






	5

	220

	9,2






	6

	250

	10,4






	7

	280

	11,7






	8

	310

	12,9






	9

	340

	14,2






	10

	370

	15,4






	11

	400

	16,7






	12

	430

	17,9






	13

	460

	19,2






	14

	490

	20,4






	15

	520

	21,7






	16

	550

	22,9






	17

	580

	24,2






	18

	610

	25,4






	19

	640

	26,7






	20

	670

	27,9






	21

	700

	29,2






	22

	730

	30,4






	23

	760

	31,7






	24

	790

	32,9






	25

	820

	34,2






	26

	850

	35,4






	27

	880

	36,7






	28

	910

	37,9






	29

	940

	39,2






	30

	970

	40,4






	35

	1.120

	46,7






	40

	1.270

	52,9






	45

	1.420

	59,2






	50

	1.570

	65,4






	55

	1.720

	71,7






	60

	1.870

	77,9






	65

	2.020

	84,2






	70

	2.170

	90,4






	75

	2.320

	96,7






	80

	2.470

	102,9






	85

	2.620

	109,2






	90

	2.770

	115,4






	95

	2.920

	121,7






	100

	3.070

	127,9







*30 × peso (kg) + 70 = ml/día. Nota: Con esta fórmula las necesidades de los pacientes menores de 2 kg se verán levemente infravaloradas y las de los pacientes mayores de 70 kg estarán algo sobrestimadas.
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Si se administran los requerimientos de mantenimiento con un cristaloide isotónico, a menudo se produce una hipopotasemia iatrogénica. Para prevenir la hipopotasemia resultante de la inapetencia, la pérdida de potasio urinario y la administración de fluidos isotónicos, a menudo es necesario suplementar la fluidoterapia con potasio.









Cálculo de los déficits y de las pérdidas continuas de fluidos


El método más fiable para calcular el déficit de fluidos consiste en pesar al paciente y calcular la pérdida aguda de peso. En un paciente con pérdida de volumen en forma de vómitos, heces, heridas exudativas y orina, la pérdida aguda de peso se debe a la pérdida de fluidos, y no a pérdida de músculo o grasa. La masa corporal, propiamente dicha, no se gana ni se pierde lo suficientemente rápido como para producir cambios en el peso corporal. Un ml de agua pesa aproximadamente 1 g. Siempre que se puedan medir las pérdidas continuas, esto permite calcular el déficit de fluidos. Sin embargo, cuando un paciente se presenta en consulta, es difícil conocer su peso exacto antes de las pérdidas de fluidos. Para calcular el volumen de rehidratación que hay que administrar en las siguientes 24 horas deberemos basarnos en una estimación subjetiva del grado de deshidratación del paciente. Podemos servirnos de la siguiente fórmula para calcular el déficit de fluidos:
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El déficit de fluidos se suma a las necesidades diarias de mantenimiento, y se administra el total a lo largo de 24 horas. Las pérdidas continuas se calculan midiendo la producción de orina, pesando al paciente por lo menos 2 o 3 veces al día y midiendo el volumen o el peso de los vómitos y las diarreas.









Cristaloides y coloides






Cristaloides


Los cristaloides contienen cristales de sal con una composición similar al fluido extracelular, y se pueden emplear para cubrir las necesidades diarias de mantenimiento y para reponer los déficit de fluido y las pérdidas continuas (tabla 1-10). Las alteraciones metabólicas, acidobásicas, y electrolíticas también pueden corregirse con la administración de cristaloides isotónicos, suplementados o no con electrólitos o soluciones tampón. Seleccione el cristaloide isotónico adecuado para restablecer y mantener el equilibrio acidobásico y electrolítico del paciente según su patología (tabla 1-11). Los cristaloides son fáciles de conseguir, relativamente baratos, y seguros cuando se administran volúmenes grandes a pacientes sin patología cardíaca, renal o edema cerebral. Tras su administración, aproximadamente el 80% del volumen del cristaloide se redistribuye al compartimento intersticial. Por eso los cristaloides solos en forma de bolo no son efectivos para tratar las pérdidas continuas de fluido intravascular. Al bolo inicial de cristaloides debe seguirle una infusión continua, según las necesidades de mantenimiento y las pérdidas continuas del paciente. La administración de un volumen grande de cristaloides puede producir anemia dilucional y coagulopatías. Mida el hematocrito del paciente antes de la fluidoterapia y a intervalos regulares durante la misma, sobre todo en pacientes con anemia o hipoproteinemia previa.




Tabla 1-10 Contenido en electrólitos (mEq/l) de los cristaloides isotónicos e hipotónicos más empleados
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Tabla 1-11 Cristaloides indicados en función del trastorno






	Cristaloide

	Indicaciones






	Ringer lactato

	Hipocalcemia, reposición de déficit de fluidos, acidosis metabólica, fluidoterapia de mantenimiento, insuficiencia renal






	Plasmalyte A y Normosol-R*


	Reposición de déficit de fluidos, acidosis metabólica, hipomagnesemia, fluidoterapia de mantenimiento, insuficiencia renal






	Cloruro sódico 0,45% + glucosa 2,5%

	Cardiopatía, hepatopatía, hipernatremia






	Glucosa 5% en agua

	Cardiopatía, hepatopatía, hipernatremia






	Cloruro sódico 0,9%

	Enfermedades que cursan con hipercalcemia e hiperpotasemia (p. ej., hipoadrenocorticismo, intoxicación por vitamina D, insuficiencia renal, varias neoplasias)







*Laboratorios Abbot, Abbot Park, Illinois.









Coloides


Un coloide es una partícula con un peso molecular alto, que atrae agua desde el compartimento intersticial hacia el vascular, funcionando como un expansor de volumen. Cuando se administra junto con un cristaloide, el coloide lo retiene dentro del espacio vascular durante más tiempo que si se hubiese administrado solo. Debido a esta propiedad, los coloides consiguen mejorar en mayor medida la perfusión tisular con un volumen de infusión menor que los cristaloides para una misma presión oncótica y sanguínea media. Para tratar la hipotensión, se administran dosis crecientes en bolo de coloides sintéticos, de 5 a 10 ml/kg a lo largo de 5 a 15 minutos. Para mantener la presión oncótica coloidal en pacientes con hipoalbuminemia o hipoproteinemia, la dosis recomendada es de 20 a 30 ml/kg/día de coloides sintéticos, en infusión continua. Como los coloides retienen fluidos en el espacio vascular, es preciso disminuir en un 25-50% el volumen total calculado de cristaloides que se han de administrar (mantenimiento + déficit + pérdidas continuas), para evitar una sobrecarga de volumen.


Existen dos tipos principales de coloides: los naturales y los sintéticos. Los coloides naturales (sangre completa, concentrado de eritrocitos, plasma) se tratan en otro apartado de la sección. Sin embargo, sí se incluye aquí el concentrado humano de albúmina y el purificado específico canino, que es un coloide natural purificado, cada vez más empleado en el tratamiento de la hipoalbuminemia y la hipoproteinemia avanzadas. Los coloides sintéticos son polímeros del almidón e incluyen los dextranos y el hidroxietil almidón.


El concentrado de albúmina humana está disponible en solución al 5% o al 25%. La solución al 5% tiene una osmolalidad similar a la del suero (308 mOsm/l), mientras que la concentración al 25% es hiperoncótica (1.500 mOsm/l). La solución de albúmina al 25% atrae fluido al espacio vascular desde el compartimento intersticial. La albúmina concentrada a menudo se emplea para restablecer el volumen circulante, cuando no se dispone de coloides sintéticos. La albúmina no sólo es útil en el mantenimiento de la presión oncótica, sino que también tiene efecto protector frente a los radicales libres, y transporta medicamentos y hormonas necesarios para el funcionamiento y la cicatrización tisulares. Los niveles de albúmina inferiores a 2 g/dl se han asociado con una mayor tasa de morbilidad y mortalidad. En pacientes con hipoalbuminemia aguda o crónica, es posible restablecer los niveles de albúmina sérica e intersticial mediante la administración de albúmina humana concentrada. La albúmina al 25% se comercializa en viales de 50 y 100 ml, y su relación calidad-precio es mejor que la del plasma fresco congelado a la hora de aumentar los niveles de albúmina. La dosis recomendada de albúmina concentrada es de 2 a 5 ml/kg, administrada en infusión continua a lo largo de 4 horas, tras pretratar al paciente con difenhidramina. Aunque la albúmina humana concentrada tiene una estructura similar a la de la albúmina canina, vigila la posible aparición de signos de reacción alérgica durante la transfusión. Se ha documentado experimentalmente que el empleo de infusiones concentradas de albúmina humana en perros sanos normoalbuminémicos ha producido el desarrollo de anticuerpos antialbúmina, urticaria, fiebre y cuadros agudos de anafilaxia que pueden conducir a la muerte. Sin embargo, no se han descrito reacciones graves en pacientes con hipoalbuminemia. Sí se han descrito cuadros de poliartritis y urticaria en las 3 semanas inmediatas a la infusión de albúmina. Por estas razones, la terapia con albúmina puede ser beneficiosa, pero no es inocua. Los beneficios deseados deben superar al riesgo potencial de presentar reacciones adversas en perros.


El hidroxietil almidón es un polímero de la amilopectina, de elevado peso molecular. Sus moléculas pesan más de 100.000 D y tiene una vida media circulante de 24 a 36 horas. El hidroxietil almidón puede ligarse al vWF y aumentar el TCA y el TTPA, pero no provoca por ello coagulopatías. Se recomiendan los bolos crecientes de 5 a 10 ml en infusión para tratar la hipotensión; y la infusión continua a 20 a 30 ml/kg/día para mantener la presión oncótica coloidal.












Establecimiento del plan de fluidoterapia


Existen muchas formas válidas de administrar al paciente la cantidad de fluidos calculada, en función del grado de deshidratación, las pérdidas continuas estimadas, la tolerancia o intolerancia a la administración oral y las alteraciones metabólicas, acidobásicas y electrolíticas. Hay que seleccionar aquella que sea mejor para el paciente, y adecuada para la clínica.


Para calcular la velocidad de infusión intravenosa, se divide el volumen total de las necesidades diarias de fluidos entre el número de horas en que se puede administrar, de forma segura y controlada. La forma más exacta y segura de administrar fluidos por vía intravenosa, sobre todo en pacientes de muy pequeño tamaño o con insuficiencia cardíaca congestiva es con una bomba de infusión. Si no se va a poder monitorizar al paciente, garantizar que no se desconecta el sistema y de que la velocidad de infusión es segura, es mejor no administrar fluidos por vía intravenosa.


Es recomendable administrar los fluidos calculados a lo largo del mayor número de horas posible, para dar tiempo al organismo del paciente a realizar su redistribución y su uso completo. Los fluidos administrados demasiado rápido provocan diuresis de forma que se eliminan por vía urinaria casi en su totalidad. Si no se dispone del tiempo necesario, o si necesita más tiempo para administrar fluidos de forma segura, se puede optar por combinar la vía intravenosa y la subcutánea. En pacientes con deshidratación e hipovolemia, la vía de elección es la intravenosa. Esto se debe a que cuando se pierde volumen intravascular, se desencadena un reflejo de vasoconstricción periférica para restablecer la perfusión cardíaca. Debido a ello, el tejido subcutáneo no estará bien perfundido, y los fluidos administrados por vía subcutánea no se absorberán bien en el espacio intravascular e intersticial. Por el contrario, en el tratamiento de la insuficiencia renal y de la deshidratación intersticial leve, los fluidos subcutáneos se absorberán lentamente y llegarán de forma efectiva a su destino. En un paciente hipovolémico o con una deshidratación intersticial grave, la fluidoterapia intravenosa siempre será la de elección frente a la subcutánea.


La vía intramedular (intraósea) es eficaz en pacientes de pequeño tamaño en los que no se puede tener acceso vascular. Con ayuda de un catéter intramedular, se pueden administrar a presión por esta vía todo tipo de fluidos y medicaciones a dosis de shock, incluidos derivados sanguíneos. Debido a que la vía intramedular es molesta para el paciente y al riesgo de osteomielitis, es recomendable establecer cuanto antes un acceso vascular.









Velocidad de administración


La forma más exacta y segura de administrar fluidos por vía intravenosa es con una bomba de infusión. Si no se dispone de ella, la siguiente opción es la infusión por gravedad. Los sistemas de infusión de los distintos fabricantes tienen una cámara de goteo calibrada, de forma que un determinado número de gotas equivalen a 1 ml de fluido. La velocidad de infusión se calcula en función del número de gotas que caen en la cámara por minuto.
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Muchos sistemas pediátricos dejan caer 60 gotas/ml, de forma que los ml/hora son igual a las gotas/minuto. Hay que dejar bien anotadas las instrucciones de fluidoterapia, en forma de ml/hora, ml/día y gotas/minuto. De esta forma el personal detectará los errores de cálculo y las discrepancias más fácilmente. El personal de enfermería debe anotar en la ficha del paciente la cantidad de fluidos que se ha administrado. Cualquier producto que se añada al suero debe anotarse en un esparadrapo o una etiqueta especial y adherirse a la botella. También se puede indicar la cantidad de fluido que debe administrarse, marcándolo en la botella con una tira de esparadrapo, lo que proporciona una forma rápida de visualización de la estimación de volumen administrado.
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Lavado orogástrico


El lavado orogástrico está indicado en la mayoría de las intoxicaciones como medida de descontaminación, en la dilatación gástrica por exceso de alimento para eliminar comida, y durante la cirugía del síndrome de dilatación-torsión gástrica (DTG) para descomprimir el estómago. El material necesario para realizar un lavado orogástrico incluye una sonda gástrica flexible de gran calibre, un rotulador permanente o esparadrapo blanco, gel lubricante, agua templada, dos cubos grandes, un rollo de esparadrapo blanco de 5 cm y una bomba manual de lavado.


Para realizar un lavado orogástrico siga estos pasos:




1. El paciente debe estar anestesiado e intubado, con el balón del tubo endotraqueal bien hinchado para mantener la vía respiratoria permeable y evitar una posible neumonía por aspiración de contenido gástrico.


2. Coloque un rollo de esparadrapo de 5 cm en la boca del paciente, y asegúrelo con varias vueltas de esparadrapo alrededor de la boca. A través del orificio central del rollo se pasará luego la sonda orogástrica.


3. Después coloque la sonda adyacente al tórax y abdomen del animal, de forma que el extremo distal quede a la altura de la última costilla. Marque en la sonda la distancia desde este punto hasta la boca, con esparadrapo o un rotulador permanente.


4. Lubrique el extremo distal de la sonda e introdúzcala con cuidado por la boca, a través del rollo de esparadrapo.


5. Empuje con cuidado el tubo por el esófago, e intente palparlo. Deberá notar dos tubos: uno es la tráquea y el otro la sonda orogástrica. Introduzca el tubo en el estómago. Verifique su correcta posición soplando por el extremo proximal de la sonda y auscultando borborigmos en el estómago simultáneamente.


6. Ajuste la bomba manual en el extremo proximal de la sonda e introduzca el agua templada, o bien introduzca el agua y vacíe el fluido y restos de contenido gástrico por gravedad. Repita varías veces el procedimiento, hasta que el fluido extraído sea claro y no contenga restos.


7. Guarde una muestra de contenido gástrico para realizar un análisis toxicológico.
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Oxigenoterapia


La principal razón para administrar oxigenoterapia es la hipoxia o falta de oxigenación tisular. Las principales causas de hipoxia incluyen hipoventilación, alteraciones en la relación ventilación/perfusión, cortocircuito cardíaco derecha-izquierda o fisiológico, alteración de la difusión o disminución de la fracción de oxígeno inspirado (tabla 1-12). Una alteración de la perfusión tisular secundaria a la disminución del gasto cardíaco o una obstrucción vascular también puede provocar hipoxia. Por último, la hipoxia histiocítica se produce cuando las células pierden la capacidad de utilizar el oxígeno recibido. Esta forma de hipoxia puede ser secundaria a la ingestión de ciertas toxinas (brometalina, cianuro) o a un shock séptico.


Tabla 1-12 Tipos de hipoxia y respuesta a la oxigenoterapia






	Tipo de hipoxia

	Causa

	Respuesta a la oxigenoterapia






	HIPOXIA HIPÓXICA






	Hipoventilación alveolar

	Alteración del sistema nervioso central, medicamentos, fractura de costillas, lesión en la caja torácica, derrame pleural

	Buena respuesta






	Cortocircuito arteriovenoso (fisiológico)

	Neumonía, atelectasia

	Respuesta parcial






	Alteración de la difusión

	Neumonía, edema pulmonar, fibrosis, enfisema

	Buena respuesta






	Disminución de la FIO2


	Inhalación de humo, altitud

	Buena respuesta






	HIPOXIA HISTIOCÍTICA

	Shock séptico, toxinas

	Mala respuesta






	HIPOXIA CIRCULATORIA

	Bajo gasto cardíaco, obstrucción vascular

	Buena respuesta







En la mayoría de los pacientes se puede monitorizar el estado de oxigenación con métodos invasivos, como la gasometría arterial, o no invasivos, como la pulsioximetría (v. Fisiología acidobásica y Pulsioximetría). El aire inspirado a nivel del mar tiene una PO2 de 150 mmHg. A medida que el aire avanza por las vías respiratorias superiores hasta llegar a los alveolos, la PO2 desciende a 100 mmHg. La saturación tisular de oxígeno en un animal sano es de 95 mmHg. Una vez que los tejidos han captado el oxígeno, en el sistema venoso queda una PVO2 de 40 mmHg aproximadamente.


En condiciones normales el oxígeno se difunde a través de la membrana capilar del alveolo y queda ligado a la hemoglobina de los eritrocitos de forma reversible. Una pequeña proporción de oxígeno difusible circula en el plasma en forma no ligada. Si administramos oxigenoterapia a un animal con unos niveles adecuados de hemoglobina, que además está saturada completamente respirando aire ambiental, sólo conseguiremos aumentar un poco la SaO2. Aumentará solamente la cantidad de oxígeno no ligado circulante en plasma. Sin embargo, en pacientes que no consiguen saturar completamente la hemoglobina al respirar aire ambiental, como es el caso de las neumonías y edemas de pulmón, un aumento en la fracción inspirada de oxígeno (FIO2) elevará los niveles de oxígeno libre y también del oxígeno ligado a la hemoglobina. La siguiente fórmula permite calcular el contenido en oxígeno de la sangre arterial:
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donde CaO2 es el contenido arterial de oxígeno, 1,34 es la cantidad de oxígeno que puede transportar la hemoglobina (Hb), SaO2 es la saturación de la hemoglobina, y 0,003 × PaO2 es la cantidad de oxígeno disuelto (no ligado) en plasma.


La cantidad de oxígeno disuelto contribuye poco a la cantidad total de oxígeno transportado en la sangre arterial. Ésta depende principalmente de la cantidad o disponibilidad de hemoglobina y de la capacidad del organismo (pH y sistema respiratorio) de saturarla a nivel de los alveolos.






Indicaciones para la oxigenoterapia


Se recomienda administrar oxigenoterapia en todos los casos de hipoxia. Es imprescindible identificar y tratar la causa subyacente a la hipoxia, ya que la oxigenoterapia de por vida no es una opción disponible en medicina veterinaria. Además de administrar oxigenoterapia, en los pacientes con niveles bajos de hemoglobina a consecuencia de la anemia, estos niveles deben incrementarse mediante la transfusión de eritrocitos. Siempre que sea posible, debe monitorizarse la respuesta del paciente a la oxigenoterapia mediante gasometría sanguínea o pulsioximetría. Mediante estas técnicas también podemos determinar el momento adecuado de destete de un paciente con ventilación asistida.


El objetivo de la oxigenoterapia es aumentar la cantidad de oxígeno ligado a la hemoglobina en sangre arterial. Se puede administrar oxígeno mediante mascarilla, jaula de oxígeno, catéter nasal o nasofaríngeo o tubo endotraqueal. En pocos casos está indicada la oxigenoterapia mediante ventilación mecánica.


En ocasiones es necesario administrar oxígeno a pacientes con hipoxia crónica. Esto es peligroso, porque estos pacientes desarrollan acidosis respiratoria crónica (PaCO2 elevada), y dependen casi totalmente del estímulo ventilatorio hipóxico para respirar. Si se suplementa con oxígeno a estos pacientes, aumenta la PaO2, lo que puede inhibir el estímulo respiratorio central. Esto conduce a una hipoventilación, y a un riesgo de parada respiratoria. Por tanto, siempre que se administre oxigenoterapia a un paciente con hipoxia crónica, es importante vigilarlo estrechamente.









Máscara de oxígeno


Existen a la venta mascarillas de oxígeno comerciales, pero también se pueden fabricar de forma casera con un collar isabelino, esparadrapo y papel de envolver transparente. Para fabricar una mascarilla de oxígeno se superponen varias capas de papel transparente y se fijan a la parte frontal del collar isabelino con el esparadrapo. Deje abierto el tercio ventral del isabelino para que se eliminen la humedad, el calor y el dióxido de carbono. Fije un tubo flexible, bajo el collar y con el orificio en la parte frontal, y administre oxígeno humidificado a 50-100 ml/kg/minuto. Un animal con una máscara de oxígeno puede sufrir hipertermia iatrogénica. Para evitarlo controle la temperatura del paciente.









Jaula de oxígeno


Se pueden encontrar en el mercado jaulas de oxígeno de plexiglás, de distintos fabricantes. Las de mejor calidad incluyen una unidad compresora de enfriamiento, regulada por un termostato, un ventilador, nebulizadores o humidificadores para humedecer el aire y un dispositivo de absorción de dióxido de carbono. Otra alternativa es adquirir a un distribuidor de material hospitalario una incubadora infantil y suministrarle un flujo de oxígeno humidificado de 2 a 10 l/minuto (en función del tamaño de la misma). Pueden ser necesarios flujos de oxígeno elevados para eliminar el nitrógeno y el dióxido de carbono de la jaula. La FIO2 en el interior de la jaula alcanza el 40-50% en la mayoría de los casos. Los inconvenientes de la jaula de oxígeno son el alto consumo y uso de oxígeno, el rápido descenso de la FIO2 dentro de la jaula al abrirla para tratar al paciente, la falta de acceso directo al paciente y la hipertermia iatrogénica potencial.









Oxígeno nasal o nasofaríngeo


Uno de los métodos más empleados para suministrar oxígeno a los perros son los catéteres nasales o nasofaríngeos. Los nasales tienden a irritar la mucosa y no se toleran tan bien como los nasofaríngeos:




1. Seleccione un catéter de goma flexible según el tamaño del paciente (8F a 12F):



a. Para el catéter nasal, mida la distancia desde el canto medial del ojo hasta la punta de la nariz.



b. Para el catéter nasofaríngeo, mida la distancia desde la rama mandibular hasta la punta de la nariz.


2. Marque esta distancia en el catéter con un rotulador permanente.


3. Instile en la fosa nasal un anestésico local, como proparacaína (0,5%) o lidocaína (2%).


4. Mientras hace efecto, coloque una sutura de fijación lateral a la narina.


5. Lubrique la punta del catéter con gel estéril.


6. Introduzca lentamente el catéter en el meato ventromedial de la narina, hasta la marca. Si se trata de un catéter nasofaríngeo, empuje el meato nasal dorsalmente mientras presiona medialmente el borde lateral de la narina, para que el catéter se introduzca en el meato nasal ventral y evite la lámina cribosa.


7. Una vez introducido el catéter, sujételo con los dedos y fíjelo con ayuda de la sutura de fijación. Si tiene que retirar el catéter, puede cortar la parte de la sutura anudada alrededor del tubo y dejar el resto de la sutura de fijación, por si tuviera que volver a utilizarla.


8. Fije el resto del tubo con puntos de sutura o con grapas, dorsalmente a la nariz y entre los ojos, a la parte superior de la cabeza, o bien lateralmente a lo largo del arco cigomático.


9. Conecte el catéter a un tubo flexible conductor de oxígeno, y proporcione oxígeno humidificado a 50-100 ml/kg/minuto.


10. Coloque al paciente un collar isabelino para evitar que rasque el tubo y se lo quite.












Ventilación mecánica


Según «la regla de los 60», si la PaO2 del paciente es menor de 60 mmHg, o si la PaCO2 llega a 60 mmHg, hay que plantearse realizar ventilación mecánica. Para ello es preciso anestesiar al paciente e intubarlo con un tubo endotraqueal, o bien realizar una traqueostomía temporal para conectar el ventilador, y mantener al paciente en un plano anestésico de sedación suave a profunda. Aunque esta segunda opción es más invasiva inicialmente, permite mantener al paciente despierto mientras necesite la ventilación mecánica. En la mayor parte de los animales críticos, es necesaria la ventilación mecánica. En este caso es necesaria la vigilancia continua del paciente.
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Pulsioximetría


La pulsioximetría es un método no invasivo para determinar la oxigenación. El pulsioxímetro se sirve de las distintas longitudes de onda de la luz para diferenciar las distintas moléculas de un gas o fluido en función de sus propiedades. En nuestro caso se trata de diferenciar la hemoglobina oxigenada (oxihemoglobina) de la desoxigenada (desoxihemoglobina) en sangre pulsátil. El proceso se denomina pulsioximetría.


La oxihemoglobina y la desoxihemoglobina son dos moléculas distintas que absorben y reflejan distintas longitudes de onda de luz. La oxihemoglobina absorbe la luz del espectro infrarrojo y transmite las longitudes de onda del espectro rojo a través de ella. Por el contrario, la desoxihemoglobina absorbe la luz del espectro rojo y deja pasar la del infrarrojo. El espectofotómetro del pulsioxímetro emite luz en el espectro rojo (660 nanómetros) y en el infrarrojo (920 nanómetros). Los dos tipos de ondas se transmiten a través de un lecho vascular pulsátil y se detectan en el extremo opuesto con un fotodetector. El fotodetector mide la cantidad de luz de cada longitud de onda que ha recibido y mediante un impulso eléctrico transmite la información a un procesador. El procesador calcula, para cada longitud de onda, la diferencia entre la luz emitida y la recibida. Esta diferencia indica la cantidad de luz que ha absorbido la sangre pulsátil y nos sirve para calcular el ratio de oxihemoglobina y desoxihemoglobina en circulación, o la saturación de la hemoglobina mediante la siguiente fórmula:





[image: image]





donde HbO2 es la hemoglobina oxigenada y Hb es la desoxigenada. Cada molécula de hemoglobina transporta a los tejidos 4 moléculas de oxígeno, ligadas de forma reversible. El monóxido de carbono se liga a la hemoglobina de forma similar, formando carboxihemoglobina y presenta la misma lectura en el pulsioxímetro. Por tanto, en presencia de carboxihemoglobinemia, el pulsioxímetro no proporciona una medición fiable de la SaO2.


En la mayoría de los casos, la pulsioximetría o SaO2 se corresponde con la curva de disociación de la oxihemoglobina. Una saturación de oxígeno superior al 90% se corresponde con una PaO2 mayor de 60 mmHg. Por encima de estos valores, grandes cambios en la PaO2 se traducen en pequeñas variaciones en la SaO2, convirtiendo a la pulsioximetría en un método de valoración de la oxigenación relativamente insensible, cuando la PaO2 es normal.


Dado que la pulsioximetría calcula la proporción de hemoglobina oxigenada frente a la no oxigenada en sangre pulsátil, sus resultados no serán fiables en presencia de vasoconstricción grave, hipotermia, temblores o escalofríos, o en pacientes que se mueven mucho. También puede ofrecer mediciones erróneas si la iluminación ambiental es alta y si existe metahemoglobinemia o carboxihemoglobinemia. La mayoría de los pulsioxímetros muestran también un trazado de las ondas, y la frecuencia cardíaca del paciente. Si la señal que recibe el fotodetector no es de buena calidad, el trazado no será normal y la frecuencia cardíaca del monitor no se corresponderá con la que realmente tiene el paciente.









Capnografía (monitorización del dióxido de carbono al final de la espiración)


La eficiencia de la ventilación se evalúa midiendo la PaCO2 en sangre arterial. Una forma alternativa consiste en medir el dióxido de carbono al final de la espiración (end-tidal) con un capnómetro. La capnometría se basa en el uso de un espectrofotómetro para medir los niveles de dióxido de carbono en el gas exhalado. El capnómetro se coloca en el extremo espiratorio del circuito anestésico. Se toma como muestra una cantidad determinada de gas respiratorio exhalado, que es atravesada por una luz infrarroja. Un fotodetector situado al otro extremo de la muestra de flujo mide la cantidad o concentración de dióxido de carbono en la muestra de gas espirado. El capnómetro nos muestra el valor obtenido como dióxido de carbono al final de espiración o en forma de trazado de ondas.


El trazado de las ondas se denomina capnograma y refleja los cambios de las ondas a lo largo del ciclo ventilatorio. Normalmente, al principio de la exhalación, el aire del tubo espiratorio del circuito corresponde a las vías superiores y al espacio anatómico muerto y sus niveles de dióxido de carbono son relativamente bajos. A medida que continúa la exhalación, se elimina el aire del árbol bronquial, con un mayor contenido en dióxido de carbono y la curva experimenta un ascenso pronunciado. Cerca del final de la exhalación, el capnograma alcanza una meseta, que corresponde al nivel de dióxido de carbono en los alveolos. Como el dióxido de carbono se difunde con gran rapidez a través de la membrana basal alveolar, estos valores se corresponden también con los de dióxido de carbono arterial. Si el capnograma no llega a trazar la meseta y presenta una muesca, hay que comprobar el sistema para descartar fugas. Si la línea basal no llega a cero, puede que el paciente esté reinhalando dióxido de carbono, o que presente taquipnea con una presión positiva fisiológica al final de la espiración. También es posible que la cal sodada del circuito anestésico esté saturada y sea necesario cambiarla. Por el contrario, una disminución del dióxido de carbono al final de la espiración puede asociarse con una mala perfusión o flujo sanguíneo. Durante la reanimación cardiopulmonar, unos valores bajos de este dióxido de carbono sugieren una mala perfusión. Los niveles de dióxido de carbono al final de la espiración son uno de los métodos más fiables para valorar el éxito de la reanimación cerebral y cardiopulmonar, y sus efectos en el paciente. Además, la diferencia entre los niveles de dióxido de carbono arterial (PaCO2) y el dióxido de carbono al final de la espiración se puede utilizar para calcular el espacio muerto ventilatorio. Un aumento en esta diferencia podría deberse también a una mala perfusión pulmonar o a una alteración de la difusión pulmonar.
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Toracocentesis


La toracocentesis es la aspiración de fluido o aire del espacio pleural. Se puede realizar una toracocentesis con fines diagnósticos, para evaluar si existen aire o fluido en el espacio pleural y determinar la naturaleza del fluido extraído. La toracocentesis puede ser terapéutica, cuando se extraen grandes cantidades de aire o fluido con objeto de reexpandir los pulmones y corregir la hipoxemia y la ortopnea.


Siga estos pasos para realizar una toracocentesis:




1. Primero reúna el material necesario (cuadro 1-16).


2. Rasure después un cuadrado de 10 cm de lado en la zona central de ambos hemitórax.


3. Realice una limpieza quirúrgica de las zonas rasuradas.


4. Lo ideal es realizar la toracocentesis entre el séptimo y el noveno espacios intercostales. Sin embargo, en una situación de urgencia es preferible visualizar el tórax como si fuera una caja y la zona rasurada como otra caja dentro de ella, más que contar los espacios intercostales. Se introducirá la aguja o el catéter en el centro de la caja y se orientará el bisel dorsalmente o ventralmente para acceder a las distintas áreas de acumulación de fluido o aire.


5. Conecte el cono de la aguja o el catéter a un tubo alargador y éste a su vez al extremo macho de una llave de tres vías. Conecte el extremo macho de una jeringa de 60 ml a una de las entradas hembra de la llave de tres vías y tendrá todo listo para empezar.


6. Introduzca la aguja en el espacio intercostal, con el bisel dirigido inicialmente hacia abajo.


7. Para que la aguja avance paralela a la cara interna de la pared costal, empuje ventralmente la punta de la aguja o el catéter. Mueva el cono de la aguja en el sentido de las agujas del reloj, o en sentido inverso, para dirigir el bisel dentro de la cavidad torácica y poder acceder a las bolsas de aire y fluido. En general, el aire se sitúa dorsalmente y el fluido ventralmente, aunque no siempre es así.


8. Aspire el aire o el fluido. Tome muestras del fluido para su examen citológico, bioquímico y cultivo bacteriológico y antibiograma. Si en un neumotórax debe realizar más de tres toracocentesis seguidas, plantéese colocar un tubo de toracostomía.








Cuadro 1-16 Material necesario para toracocentesis







• Catéteres intravenosos del calibre 22 a 20 o agujas hipodérmicas


• Jeringa de 60 ml


• Alargador de sistema de suero


• Llave de tres vías


• Peladora


• Jabón quirúrgico antiséptico


• Guantes de látex













Tubo de toracostomía


Los tubos de toracostomía se colocan en pacientes con neumotórax en los que no es posible realizar succión negativa, o en los que el neumotórax se reproduce y es necesario repetir la toracocentesis varias veces. También se emplean para vaciar un derrame pleural que evoluciona rápidamente y como parte del tratamiento del piotórax. Antes de colocar el tubo, asegúrese de tener a su alcance todo el material necesario, correctamente preparado (cuadro 1-17; tabla 1-13).





Cuadro 1-17 Material necesario para colocar un tubo de toracostomía







• Tubo de drenaje torácico con trocar


• Llave de tres vías


• Cerclaje de traumatología de calibre 22


• Hoja de bisturí del n.° 10


• Portaagujas estéril


• Paños de campo estériles


• Pinzas de mano estériles


• Sutura no reabsorbible de 0 y de 2-0


• Gasa estéril de 10 × 10 cm


• Peladora


• Compresa adhesiva transparente antiséptica


• Adaptador en árbol de Navidad


• Alargador de sistema


• Tijeras de Mayo estériles


• Mango de bisturí estéril


• Lidocaína al 2%


• Cangrejos


• Aguja hipodérmica de calibre 25


• Jeringa de 3 a 6 ml


• Venda de algodón


• Venda elástica autoadhesiva


• Guantes estériles









Tabla 1-13 Tamaño del tubo torácico en función del peso del perro o gato






	Peso del perro/gato

	Catéter






	<7 kg

	14-16 F






	7-15 kg

	18-22 F






	16-30 kg

	22-28 F






	>30 kg

	28-36 F







Para colocar un tubo de toracostomía siga estas indicaciones:




1. Coloque al paciente en decúbito lateral.


2. Rasure completamente el hemitórax.


3. Realice una limpieza quirúrgica.


4. Localice mediante palpación el décimo espacio intercostal.


5. Para crear un túnel subcutáneo alrededor del tubo de toracostomía, pida a un ayudante que tire de la piel del paciente craneoventralmente, hacia la punta del codo.


6. Diluya en una jeringa 2 mg/kg de lidocaína al 2% (1 mg/kg en gatos) con una pequeña cantidad de bicarbonato sódico, para atenuar el escozor.


7. Introduzca la aguja a nivel dorsal en el décimo espacio intercostal hasta el séptimo espacio intercostal. Inyecte la lidocaína en el punto en el que el trocar va a penetrar en la pared costal. A medida que va retirando la aguja, continúe inyectando la lidocaína, para crear un túnel anestesiado, por el que luego introducirá el tubo torácico.


8. Mientras el anestésico local hace efecto, retire el trocar del interior del drenaje y recorte el extremo proximal del mismo con unas tijeras de Mayo para facilitar su acoplamiento a un adaptador en árbol de Navidad.


9. Acople el adaptador en árbol de Navidad a una llave de tres vías y ésta a un alargador unido a una jeringa de 60 ml. Así tendrá el dispositivo de succión preparado para conectarlo inmediatamente al tubo de toracostomía, una vez colocado.


10. Realice un segundo lavado quirúrgico del tórax. Luego prepare un campo quirúrgico con paños estériles sujetos con cangrejos.


11. Usando guantes estériles, realice una pequeña incisión en la piel de la región dorsal del décimo espacio intercostal.


12. Vuelva a colocar el trocar dentro del tubo de drenaje. Introdúzcalos en la incisión. Mientras el ayudante tira de la piel craneoventralmente hacia la punta del codo, empuje el trocar y el tubo cranealmente a nivel subcutáneo, creando un túnel de unos tres espacios intercostales.


13. A la altura del séptimo espacio intercostal, redirija el tubo y el trocar para que queden perpendiculares a la pared torácica. Coloque una mano adyacente al tórax, observando el extremo distal del tubo, para que funcione de «tope».


14. Coloque la palma de la otra mano abierta sobre el extremo externo del trocar. Cargue de golpe su peso sobre esta mano, para empujar el tubo y el trocar dentro del tórax. No intente hacer esta maniobra dando golpes con la mano sobre el extremo del trocar. Las personas de poca estatura pueden ayudarse subiéndose a un taburete o arrodillándose junto al paciente tumbado. Al entrar el tubo en el tórax se escuchará un ruido seco.


15. Avance el tubo suavemente y retire el trocar.


16. Acople inmediatamente el adaptador en árbol de Navidad al extremo externo del tubo. Mientras fija el drenaje, pida a un ayudante que empiece a vaciar el aire o el fluido.


17. Primero coloque una sutura horizontal de colchonero alrededor del tubo, para que la piel lo sujete a modo de abrazadera. Asegúrese de no atravesar el tubo con la aguja y la sutura.


18. Luego realice una sutura en bolsa de tabaco en la incisión de entrada del tubo en la piel. Deje los cabos largos y con ellos fije el tubo con una sutura de sandalia romana.


19. Cubra el tubo con una compresa adhesiva impregnada en pomada antiséptica para favorecer la esterilidad y la seguridad.


20. Como alternativa puede emplear una gasa de 10 × 10 cm, colocada sobre el tubo. Luego envuelva el tórax con venda de algodón y por último coloque una capa externa de venda elástica adhesiva.


21. Marque sobre el vendaje la situación del tubo y así evitará cortarlo cuando realice los cambios de vendaje.





Si no dispone de un drenaje torácico con trocar, puede emplear esta técnica alternativa:




1. Realice la preparación del hemitórax y la anestesia local con lidocaína tal y como se explicó anteriormente.


2. De la misma manera, practique una pequeña incisión en la piel, con una hoja de bisturí del n.° 10.


3. Prepare un tubo rojo de goma flexible, del tamaño adecuado, y recorte varios orificios en el extremo distal, cuyo diámetro no debe exceder de la mitad del diámetro del tubo.


4. Introduzca dentro del tubo una sonda urinaria larga y rígida, para aumentar la rigidez del catéter y así facilitar su inserción en el espacio pleural.


5. Sujete el extremo distal del catéter con una pinza mosquito. Introduzca unas tijeras de Metzenbaum a nivel subcutáneo hasta el séptimo espacio intercostal, para practicar el túnel, y puncione el séptimo espacio intercostal.


6. Retire las Metzenbaum e introduzca en el túnel el mosquito con el drenaje, hasta llegar al orificio intercostal.


7. Introduzca la punta del mosquito con el drenaje por el orificio y ábralas.


8. Empuje el drenaje cranealmente en la cavidad pleural.


9. Retire el mosquito y la sonda urinaria y acople inmediatamente el dispositivo de succión. Asegure el catéter, fijándolo tal y como se explicó anteriormente.








Lecturas recomendadas
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Traqueostomía


Una traqueostomía temporal puede salvar la vida del paciente, al aliviar una obstrucción en las vías respiratorias superiores, facilitar la retirada de secreciones de la vía respiratoria, disminuir el espacio muerto ventilatorio, como forma de suministrar anestesia inhalatoria en la cirugía maxilofacial, o para facilitar la ventilación mecánica.


En una situación de urgencia en la que el paciente se está asfixiando y no es posible realizar una intubación endotraqueal, se puede utilizar cualquier instrumento cortante, colocándolo en la tráquea, distal a la obstrucción. Para realizar la traqueostomía proceda rasurando y limpiando rápidamente la piel, a nivel del tercer anillo traqueal. Practique una pequeña incisión en la tráquea con una hoja de bisturí del n.° 11. Introduzca un tubo rígido, como el cuerpo de una jeringa. Otra forma de aliviar temporalmente una obstrucción, hasta poder realizar una traqueostomía temporal, consiste en introducir en la tráquea una aguja de calibre 22 unida mediante un alargador al cuerpo de una jeringa de 1 ml, conectado a una fuente de oxígeno humidificado.


Si la situación es menos urgente, anestesie al paciente e intúbelo. Reúna todo el material necesario para realizar la traqueostomía temporal antes de empezar (cuadro 1-18).





Cuadro 1-18 Material necesario para una traqueostomía







• Paños de campo estériles


• Cangrejos


• Jabón quirúrgico antiséptico


• Hoja de bisturí del n.° 10


• Pinzas hemostáticas mosquito curvas


• Tijeras de Metzenbaum


• Pinzas de mano


• Sutura no reabsorbible del 2-0 y del 3-0


• Portaagujas


• Tubo de traqueostomía con balón tipo Shiley, o tubo endotraqueal cortado y adaptado como tubo de traqueostomía


• Cinta umbilical









Siga estos pasos para realizar una traqueostomía temporal:




1. Coloque al paciente en decúbito supino.


2. Rasure la región cervical ventral, desde la rama mandibular caudalmente hasta la entrada torácica y dorsalmente hasta la línea media.


3. Realice una limpieza quirúrgica del área rasurada y prepare el campo quirúrgico con paños y cangrejos.


4. Practique una incisión de 3 cm en la línea media ventral, perpendicular a la tráquea, sobre los anillos tercero a sexto.


5. Diseque con tijeras romas los músculos esternoioideos hasta llegar a la tráquea.


6. Corte con cuidado la fascia que cubre la tráquea, con ayuda de una tijera de Metzenbaum.


7. Coloque dos suturas de fijación a través/alrededor de dos anillos traqueales adyacentes.


8. Incida entre los dos anillos traqueales con una hoja de bisturí del n.° 11. Tenga cuidado de no cortar más del 50% de la circunferencia de la tráquea.


9. Con ayuda de las suturas de fijación, separe los bordes de la incisión traqueal e introduzca el tubo de traqueostomía. Los tubos tipo Shiley tienen un obturador interno, que facilita su colocación en la luz traqueal. Después sustituya el obturador por la cánula interna, que habrá que retirar y lavar cuando sea necesario.


10. Una vez que el tubo esté colocado, fíjelo alrededor del cuello con cinta umbilical estéril.









Mantenimiento del tubo de traqueostomía


El correcto mantenimiento postoperatorio del tubo de traqueostomía es tan importante como su colocación. Uno de los puntos principales es mantener siempre la esterilidad, pues el aire inhalado por el tubo de traqueostomía evita los mecanismos protectores de las vías respiratorias superiores. El oxígeno suministrado debe humidificarse con agua o suero salino estéril, para evitar el desecamiento de la mucosa respiratoria. Si no se necesita administrar oxigenoterapia, instilar de 2 a 3 ml de suero salino estéril cada 1-2 horas para humedecer la mucosa. Cada 4 horas (o con más frecuencia, si es necesario) extraer la cánula interna y limpiarla en una batea con agua oxigenada. Mientras se manipula el material hay que usar guantes estériles. Si no se dispone de un tubo tipo Shiley, hay que succionar cada 1 o 2 horas la luz del tubo de traqueostomía, con un catéter de goma flexible estéril de 12F conectado a una bomba de vacío, para retirar el moco y otros residuos acumulados que podrían obstruir el tubo. No se recomienda el uso profiláctico de antibióticos, debido al riesgo de resistencias, excepto en pacientes con fiebre o signos de infección. Cuando el paciente ya no necesita la traqueostomía, se retiran las suturas y el tubo y se deja cerrar la herida por segunda intención. El cierre primario de la herida podría predisponer al paciente a sufrir enfisema subcutáneo e infección.
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Urohidropropulsión


La urohidropropulsión es una técnica terapéutica para retirar urolitos de la uretra del perro macho. Para realizar correctamente la técnica se recomienda tener al paciente profundamente sedado o bajo anestesia general (fig. 1-12).
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Figura 1-12 Urohidropropulsión para retirar un urolito en un perro macho: 1, Un urolito procedente de la vejiga urinaria se aloja caudal al hueso peneano. 2, Inyectando fluido a presión se consigue dilatar la luz uretral. La presión digital aplicada alrededor del orificio uretral externo y sobre la uretra pelviana crea un sistema cerrado. 3, Al retirar de forma brusca la presión en el orificio uretral externo, el fluido y el urolito se desplazan hacia el orificio uretral externo. 4, Al retirar de forma brusca la presión en la uretra pelviana, el fluido y el urolito se desplazan hacia la vejiga urinaria.


(De Osborne CA, Finco DR: Canine and Feline Nephrology and Urology, Baltimore, 1995, Williams and Wilkins.)





La urohidropropulsión se realiza siguiendo estos pasos:




1. Coloque el animal en decúbito lateral.


2. Rasure la región prepucial distal.


3. Realice un lavado quirúrgico de la zona y limpie el prepucio con 12 a 20 ml de solución antiséptica de lavado a presión.


4. Un ayudante con guantes estériles debe exteriorizar el pene retrayendo el prepucio.


5. Colóquese unos guantes estériles. Lubrique el extremo de una sonda urinaria rígida, como si fuera a realizar un sondaje urinario.


6. Introduzca con suavidad la punta de la sonda en la uretra, hasta llegar a la obstrucción.


7. Comprima la punta del pene alrededor de la sonda.


8. Un ayudante con guantes lubricados debe introducir un dedo en el recto del paciente y presionar el suelo del recto ventralmente, para obstruir la uretra pelviana.


9. Conecte una jeringa de 60 ml con suero salino estéril al cono de la sonda.


10. Introduzca rápidamente suero a presión por la sonda, para dilatar la uretra. El ayudante dejará entonces de hacer presión sobre la uretra pélvica de forma brusca y el cálculo se desincrustará. Los cálculos pequeños pueden salir lanzados por la punta de la uretra y los grandes serán retropropulsados a la vejiga, de donde será preciso extraerlos quirúrgicamente.
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Técnicas de acceso vascular


El tipo de catéter seleccionado para el acceso vascular depende principalmente del tamaño y especie del paciente, la fragilidad del vaso seleccionado, de cuánto tiempo va a permanecer el catéter, del tipo y viscosidad de los fluidos y medicamentos que se van a administrar, de la velocidad del flujo y de si va a ser necesario extraer repetidamente muestras de sangre (tabla 1-14).


Tabla 1-14 Tamaño de catéter para el acceso vascular






	 

	Vena cefálica o tarsal (calibre del catéter)

	Yugular (calibre del catéter)






	Gato o perro pequeño

	20-24

	16-18






	Perro de tamaño medio

	18-22

	16-18






	Perro grande

	14-20

	14-18







En el mercado existe una gran variedad de catéteres con fiador interno, fiador externo y cable-guía, para colocar en los distintos vasos, como la yugular, la cefálica, la cefálica accesoria, la safena medial, la safena lateral, la arteria podal dorsal y la arteria femoral.


Tanto en la colocación del catéter como en los cuidados posteriores, es muy importante la limpieza. El catéter puede contaminarse con orina, heces, saliva o vómitos del paciente. Antes de colocar un catéter central o periférico a un paciente, hay que tener en cuenta su estado general, sobre todo si presenta vómitos, diarreas, diuresis aumentada o convulsiones. En un paciente con salivación excesiva por una masa oral, o con vómitos, la vena cefálica puede no ser la más apropiada para colocar un catéter, debido al riesgo de contaminación. Del mismo modo, en un paciente con poliuria o diarrea, un catéter colocado en la vena safena medial o lateral se contaminará rápidamente.


Siempre que se coloque o manipule un catéter intravenoso o un sistema de infusión hay que lavarse las manos y ponerse guantes para evitar la contaminación de los mismos. Una de las principales fuentes de contaminación de los catéteres en los hospitales veterinarios son las manos del personal. En una situación de urgencia no siempre es posible colocar un catéter tomando tantas precauciones. Es recomendable reemplazar estos catéteres por otros colocados de forma aséptica, una vez que el paciente esté estable.


Una vez se ha decidido dónde se va a colocar el catéter, hay que preparar el material antes de sujetar al paciente. En el cuadro 1-19 se muestra una lista del material que se necesita para colocar la mayoría de los catéteres.





Cuadro 1-19 Material necesario para colocar un catéter intravenoso







• Jabón antiséptico


• Algodón


• Peladora eléctrica con cuchilla del n.° 40


• Gasa de 10 × 10 cm


• Solución salina heparinizada de lavado


• Catéter intravenoso


• Esparadrapo blanco adhesivo de 1,25 a 2,5 cm


• Conector macho o en T, lavado con suero salino heparinizado





Aportado por A. Looney, B. Hansen y E. Hardie.






Una vez preparado el material, rasure la zona de colocación del catéter. Asegúrese de rasurar todo el exceso de pelo y las mechas largas que puedan afectar a la zona, para evitar la contaminación. Si va a colocar el catéter en una extremidad, rasure toda la circunferencia de la zona, para que el esparadrapo se adhiera mejor y para más adelante facilitar la retirada del catéter con las mínimas molestias para el paciente. Realice una limpieza quirúrgica con un jabón antiséptico, como clorhexidina jabonosa. Con esto la zona está lista para colocar el catéter.






Catéter venoso central


Un paciente que va a necesitar repetidas extracciones de sangre durante su hospitalización es un buen candidato para colocar un catéter venoso central. Estos catéteres también se utilizan para medir la PVC, administrar soluciones hiperoncóticas como las de nutrición parenteral y para administrar cristaloides, coloides, anestésicos y medicaciones inyectables (figs. 1-13 y 1-14).
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Figura 1-13 Radiografía torácica lateral de un catéter venoso central. Fíjese en que la punta del catéter está correctamente colocada, justo a la entrada de la aurícula derecha.
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Figura 1-14 Medición de la presión venosa central (PVC). El 0 del manómetro se sitúa a la altura del manubrio esternal del paciente.




Existen multitud de catéteres disponibles en el mercado, tanto con el fiador por dentro como por fuera. Los catéteres centrales por fuera de la aguja pueden colocarse con la técnica de Seldinger. Debe mantenerse la esterilidad, independientemente del tipo de catéter empleado.






Colocación de un catéter percutáneo con guía metálica flexible (técnica de Seldinger)


Los catéteres centrales también pueden colocarse con la técnica de Seldinger o de la guía metálica flexible. Existen catéteres de este tipo comercializados por diversas marcas. El kit debe contener al menos un catéter vascular con fiador; una guía metálica larga flexible que se introducirá en el catéter; un dilatador, para dilatar el orificio vascular abierto por este primer catéter, y un catéter largo yugular para colocar sobre la guía. También pueden incluir un paño de campo de papel, gasa estéril, una hoja de bisturí, anestésico local, agujas de calibre 22 y jeringas de 3 o 6 ml.


Para la colocación de un catéter venoso central debe posicionarse al paciente en decúbito lateral y con el cuello extendido para alinear el surco yugular. Se debe rasurar desde la rama de la mandíbula caudalmente hasta la entrada del tórax, y dorsal y ventralmente hasta la línea media. Ha de limpiarse la zona con gasas para eliminar restos de pelo y suciedad y frotar con una solución antiséptica.


Con guantes estériles, se cubre con un paño estéril la zona donde se colocará el catéter yugular y se comprime dicha vena a nivel de la entrada del tórax.


Coja un pellizco de piel en la zona donde va a introducir el catéter e inyecte una pequeña cantidad de anestésico local, con cuidado de no introducirlo en el vaso (fig. 1-15). Practique una pequeña incisión en la zona de piel anestesiada con una hoja de bisturí del n.° 10 u 11, sin dañar el vaso subyacente. Comprima la yugular como se explicó anteriormente e introduzca el catéter en el vaso. Observe el reflujo de sangre en el cono del catéter. Retire el fiador. Introduzca la guía dentro del catéter, al interior de la vena (figs. 1-16 y 1-17). Sujete bien la guía. Retire el catéter e introduzca el dilatador en el vaso, sobre la guía (fig. 1-18). Empuje suavemente el dilatador mientras lo gira hacia los lados para que penetre en la vena y dilate así el orificio. Observará que el vaso sangra más. Extraiga el dilatador pero mantenga la guía dentro del vaso. Introduzca el catéter yugular largo sobre la guía, dentro de la vena (fig. 1-19). Empuje el catéter hasta llegar al cono (fig. 1-20). Extraiga lentamente la guía a través del extremo proximal del catéter y retírela una vez que el catéter esté correctamente colocado. Fije el catéter con puntos de sutura no reabsorbible.
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Figura 1-15 Inyección de anestésico local. Antes de practicar una pequeña incisión en la piel, inyecte una pequeña cantidad de lidocaína en el punto de inserción estimado del catéter. Levante la piel para evitar inyectar de forma intravenosa el anestésico.
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Figura 1-16 Guía metálica flexible en J. La guía en J tiene la punta curvada para evitar dañar la vena y el corazón de forma iatrogénica. Antes de introducir el catéter, retraiga la punta de la guía para que quede recta, tirando hacia atrás de la misma.
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Figura 1-17 Inserción de la guía en J dentro de la aguja: introduzca la guía en J dentro de la vena, a través de la aguja. Extraiga luego la aguja, dejando la guía. Es importante mantener la guía siempre bien sujeta.
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Figura 1-18 Enhebre el dilatador vascular sobre la guía e introdúzcalo en la vena. Gire el dilatador hacia los lados, para ensanchar el orificio. Esto facilitará la colocación del catéter yugular.
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Figura 1-19 Enhebre el catéter yugular sobre la guía e introdúzcalo en la vena. Mantenga bien sujeta la guía. Ésta acabará asomando por el extremo proximal del catéter, de forma que podrá extraerla una vez que el catéter esté bien colocado.
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Figura 1-20 Catéter una vez colocado. El catéter está situado en la luz de la vena yugular, y puede fijarse a la piel con puntos de sutura no reabsorbibles. Luego se cubrirá con un vendaje.




Cubra suavemente la zona con venda de algodón, venda de gasa y venda elástica o cohesiva sobre el catéter. Tras acoplar el adaptador o la llave de tres vías, previamente lavados con solución salina heparinizada, rotule el catéter empleado con los datos de calibre, longitud, fecha de colocación e iniciales de la persona que lo colocó. El catéter está listo para su uso. Revise diariamente la zona de inserción para descartar la existencia de eritema, extravasación de fluidos, tromboflebitis o dolor durante la infusión. Si aparece cualquiera de estos signos o si el paciente presenta fiebre de origen desconocido, retire el catéter, realice un cultivo de la punta asépticamente y coloque otro en otra localización. Siempre que no aparezcan complicaciones y que funcione correctamente puede dejarse insertado el catéter.












Colocación de un catéter periférico venoso o arterial






Colocación de un catéter en la vena cefálica


Coloque al paciente en decúbito lateral, como para realizar una punción de la vena cefálica. Rasure el antebrazo en toda su circunferencia y limpie la zona para eliminar restos de pelo y otros residuos (fig. 1-21). Realice un lavado quirúrgico de la zona rasurada. Un ayudante deberá comprimir la vena a la altura del codo. Sujete el carpo con una mano y con la otra introduzca el catéter con el fiador en la vena, en un ángulo de 15 a 30 grados (fig. 1-22). Cuando aparezca un flujo de sangre en el cono del catéter empuje éste dentro del vaso deslizándolo sobre el fiador, que luego retirará (fig. 1-23). El ayudante deberá entonces comprimir el vaso sobre el catéter, para evitar el reflujo de sangre. Introduzca salino heparinizado por el catéter. Para que el esparadrapo se adhiera bien al cono del catéter y a la piel, asegúrese de que están limpios y secos. Fije una tira de esparadrapo blanco de 1,25 cm de ancho alrededor de la extremidad y del cono del catéter. Compruebe que el cono del catéter está bien sujeto y que no es posible girarlo, de lo contrario el catéter podría caerse. Corte una segunda tira de esparadrapo, de 2,5 cm de ancho, y pásela primero bajo el cono del catéter y luego sobre la extremidad y sobre el cono (fig. 1-24). Esta tira ayudará a estabilizar el catéter. Por último conecte un tapón inyector o una extensión en T, lavados con suero salino heparinizado, al cono del catéter y fíjelos con esparadrapo. Compruebe que el esparadrapo está bien adherido a la piel, pero que no compromete el flujo sanguíneo (fig. 1-25). Se puede cubrir el punto de inserción del catéter con algodón impregnado en pomada antiséptica y un vendaje. Anote en el catéter la fecha de colocación, el tipo y diámetro del catéter y las iniciales de la persona que lo colocó.
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Figura 1-21 Rasure el antebrazo del paciente en toda su circunferencia para permitir la correcta inserción de un catéter en la vena cefálica.
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Figura 1-22 Introduzca el catéter en la vena, atravesando la piel, y observe el flujo de sangre en el cono del catéter.
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Figura 1-23 Sangre en el cono del catéter.
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Figura 1-24 Fije el cono del catéter a la piel del paciente con una tira de esparadrapo de 1,25 cm de ancho.
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Figura 1-25 Catéter fijado y conectado a una extensión en T.











Colocación de un catéter percutáneo en la arteria femoral


La arteria femoral puede cateterizarse para colocar un catéter arterial. Los catéteres arteriales se utilizan para monitorizar la presión arterial invasiva y para extraer muestras de sangre. Coloque al paciente en decúbito lateral y mantenga en extensión la extremidad del paciente apoyada sobre la mesa. Rasure el pelo sobre la arteria femoral y realice un lavado quirúrgico de la zona. Palpe la arteria femoral, que discurre distálmente por la cara medial de la región femoral, craneal al músculo pectíneo. Con el bisel de una aguja de calibre 18, realice una pequeña incisión sobre el punto de introducción del catéter. Introduzca un catéter largo con fiador interno a través de la incisión y diríjalo hacia la zona donde se palpa el pulso arterial. Introduzca la aguja hasta que la punta quede situada a nivel subcutáneo, entre la arteria y su dedo. Introduzca la aguja en el vaso en un ángulo de 30 grados, con un movimiento firme. Observe el flujo de sangre en el cono del catéter, que le indica que está correctamente situado en la luz de la arteria. Introduzca el catéter deslizándolo sobre el fiador. Extraiga el fiador y acople un tapón inyector al cono del catéter. Introduzca suero salino heparinizado en el catéter y luego fíjelo. Puede utilizar para ello tiras de esparadrapo de 1,25 a 2,5 cm, o bien fabricar una palomilla de esparadrapo alrededor del cono del catéter, que luego fijará a la piel con puntos de sutura o con pegamento, para una mayor seguridad.









Colocación de un catéter percutáneo en la arteria podal dorsal


La arterial podal dorsal se emplea con frecuencia para colocar catéteres. Para ello posicione al paciente en decúbito lateral. Rasure la zona y realice un lavado quirúrgico. Mantenga la extremidad en extensión y con la región distal girada medialmente, para que el vaso quede bien expuesto. Palpe el pulso de la arteria podal dorsal, que discurre dorsálmente sobre el tarso. Introduzca un catéter con fiador en un ángulo de 15 a 30 grados, atravesando la piel y dirigiendo la aguja hacia el pulso arterial. Introduzca la aguja con un movimiento corto y seco dentro del vaso. Observará entonces un flujo pulsátil de sangre en el cono del catéter, que le confirmará que se encuentra en la luz arterial. Introduzca completamente el catéter y extraiga el fiador. Acople un tapón inyector en el cono del catéter. Fije el catéter con varias tiras de esparadrapo de 1,25 y 2,5 cm de ancho, tal como se explicó para los catéteres intravenosos, e introduzca suero salino heparinizado en la vía cada 2-4 horas.









Colocación quirúrgica de catéteres arteriales y venosos


Es posible colocar un catéter de forma quirúrgica en cualquier vaso que pueda cateterizarse de forma percutánea. Inmovilice al paciente, rasure y realice un lavado quirúrgico de la extremidad o de la región yugular, como se explicó en la colocación del catéter percutáneo. Deberá ponerse guantes estériles para realizar este procedimiento. Realice un bloqueo anestésico local de la piel situada sobre el vaso. Eleve la piel y practique una incisión sobre el vaso, con una hoja de bisturí del n.° 11. El filo de la hoja deberá estar orientado hacia arriba para evitar dañar el vaso. Con una pinza mosquito realice una disección roma de la grasa subcutánea y de la fascia perivascular, para exponer el vaso. Asegúrese de que el vaso está bien liberado del tejido. Con ayuda del mosquito, coloque dos suturas de fijación absorbibles bajo el vaso. Eleve el vaso hasta que quede paralelo a la incisión en piel. Introduzca cuidadosamente el catéter con el fiador en el vaso. Anude las dos suturas alrededor del catéter, sin apretar. Suture la piel sobre el catéter con material no reabsorbible y luego fíjelo con tiras de esparadrapo y un vendaje, del mismo modo que los catéteres percutáneos. Los catéteres colocados de forma quirúrgica deben ser retirados cuanto antes, para ser reemplazados por otros colocados percutáneamente, a fin de evitar la infección y la tromboflebitis.












Mantenimiento de catéteres permanentes arteriales y venosos


El punto clave es mantener siempre la esterilidad y la limpieza. El catéter puede mantenerse tanto tiempo como se desee, siempre que funcione y no produzca complicaciones. Cambie el vendaje en cuanto se humedezca o se ensucie, para evitar la filtración de bacterias y elementos extraños del entorno hasta el vaso. Observe por lo menos una vez al día los vendajes y los catéteres para detectar signos de tromboflebitis: eritema, engrosamiento del vaso, dolor durante la inyección o la infusión y presencia de exudados. Vigile también el tejido adyacente proximal y distal al catéter. La inflamación del extremo distal de la extremidad puede indicar que el esparadrapo y el vendaje están demasiado apretados y comprometen el drenaje venoso. Si por el contrario se inflama la extremidad en sentido proximal al catéter, es posible que éste se haya salido del vaso y se estén extravasando los fluidos administrados.


Deberá retirar el catéter si ya no es funcional, si observa dolor o resistencia al introducir fluidos, si el paciente presenta fiebre o leucocitosis de origen desconocido, si hay evidencia de celulitis o tromboflebitis y si se detecta bacteriemia o septicemia relacionadas con el catéter. Realice un cultivo bacteriano aséptico de la punta del catéter. Es importante evitar que el animal lama y muerda el catéter, colocándole un collar isabelino u otra medida protectora.


Para mantener el catéter permeable se puede administrar una infusión continua de fluidos, o bien se pueden efectuar lavados intermitentes cada 6 horas con suero salino heparinizado (1.000 unidades de heparina por 250 a 500 ml de salino). En los catéteres arteriales efectúe los lavados cada 2 horas. Desconecte el catéter sólo si es absolutamente necesario. Siempre que manipule el catéter y sus conexiones hágalo con guantes. Etiquete los sistemas de infusión y manténgalos elevados del suelo, para evitar la contaminación. Anote la fecha en el sistema y cámbielo cada 24-36 horas.









Colocación de un catéter intraóseo


Cuando no es posible colocar un catéter intravenoso a causa del pequeño tamaño del paciente, o porque éste sufre hipovolemia, hipotermia o hipotensión grave, se puede introducir una aguja en el canal medular del fémur, el húmero o la tibia, para administrar fluidos, medicamentos o derivados sanguíneos. Esta técnica es muy útil en cachorros, gatitos y animales exóticos. Sin embargo, está contraindicada en aves (tienen sacos aéreos en los huesos), y en caso de fracturas y sepsis, debido al riesgo de osteomielitis. Los catéteres intraóseos son fáciles de colocar y mantener, pero pueden resultar molestos para el paciente y deben reemplazarse por un catéter vascular tan pronto como sea posible.


Para colocar un catéter intraóseo, rasure y limpie quirúrgicamente la zona de inserción. La zona más accesible es la fosa intertrocantérica del fémur. Inyecte una pequeña cantidad de anestésico local a través de la piel, en el periostio del punto de inserción del trocar o de la aguja. Coloque al paciente en decúbito lateral y sujete la extremidad entre sus dedos, con la rodilla apretada contra la palma de su mano. Empuje la rodilla hacia el abdomen (medialmente), para abducir el fémur proximal. Con esto el nervio ciático se desplazará de la zona de colocación del catéter. Atraviese la piel con la punta de la aguja e introdúzcala en la fosa intertrocantérica. Empuje la aguja suavemente mientras la gira, en dirección paralela al hueso y hacia la palma de su mano. Cuando la aguja penetre en la cavidad medular, notará un ruido seco o una disminución de la resistencia. Introduzca por la aguja salino heparinizado. Si la aguja se ha obstruido con material óseo, retírela y sustitúyala por otra de tipo y tamaño similares, colocándola de nuevo en el mismo orificio. También puede utilizar una aguja espinal con un fiador interno. El fiador evitará que la aguja se obstruya a medida que penetra en el hueso. Fije el cono de la aguja con una mariposa, una tira de esparadrapo y puntos de sutura a la piel, para mantenerlo en su sitio. El catéter está listo para usar. Coloque al paciente un collar isabelino para que no rompa o se quite el catéter. El mantenimiento es similar al del catéter intravenoso, vigilando diariamente la zona de inserción y haciendo limpiezas regulares con suero salino heparinizado.
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Dolor: valoración, prevención y tratamiento*



La definición de dolor se ha debatido filosóficamente durante años y ha cambiado a medida que los conocimientos han ido aumentando. El dolor se define como una experiencia sensorial o emocional desagradable asociada con un daño tisular percibido o real. Hasta que el estímulo nocivo no se reconoce en la corteza cerebral, no se produce respuesta ni adaptación. Un manejo racional del dolor requiere la comprensión de los mecanismos subyacentes implicados en el dolor y una evaluación de cómo los analgésicos interactúan para interrumpir los mecanismos del dolor.


Existen múltiples factores y causas que producen dolor en la especie humana y en los animales domésticos. Las causas del dolor, psicológico y físico, pueden provenir de múltiples mecanismos dentro de la medicina de urgencias, entre ellos los traumatismos, las enfermedades infecciosas, negligencias, estrés medioambiental, cirugía y descompensaciones agudas de enfermedades crónicas. Las dos clases de dolor más importantes son el dolor agudo y el dolor crónico. El cuadro 1-20 indica clases específicas y causas del dolor.





Cuadro 1-20 Categorización y causas del dolor en perros y gatos






Dolor agudo


Traumatismos


Quemadura térmica


Postoperatorio


Musculoesquelético


Visceral/pleural









Dolor crónico


Artritis


Cáncer


Neurológico: diabetes mellitus


Musculoesquelético


Distrofias simpáticas









Las sensaciones dolorosas y los mecanismos de respuesta pueden dividirse en las siguientes categorías: nociceptores, que detectan y filtran la intensidad del estímulo nocivo; los nervios aferentes primarios, que transmiten los impulsos al sistema nervioso central (SNC); las vías ascendentes, que forman parte del cuerno dorsal y médula espinal y que transmiten el estímulo a los centros superiores en el cerebro; centros superiores, que están implicados en la percepción del dolor, en la memoria y el control motor, y los sistemas moduladores o descendentes, que son centros de procesamiento, memorización y modificación de los impulsos recibidos. Las terapias analgésicas habituales pueden inhibir la transmisión nociceptiva aferente dentro del cerebro y en la médula espinal; interrumpir directamente la conducción del impulso neural a través del cuerno dorsal, los nervios primarios aferentes o la raíz dorsal del ganglio, o prevenir la sensibilización del nociceptor que acompaña al dolor y la inflamación. Se cree que los aspectos fisiológicos del dolor están producidos por la transmisión, transducción, e integración de las terminaciones nerviosas iniciales, entrada neuronal periférica y los nervios ascendentes aferentes por vía del tálamo y hasta la corteza cerebral. Se cree que los nervios aferentes ascendentes que alcanzan el sistema límbico son responsables de los aspectos emocionales del dolor.


Existen varios esquemas de clasificación para los diferentes tipos de dolor. Dolor agudo, como el resultado de un trauma, una cirugía o agentes infecciosos, es de presentación rápida, relativamente de corta duración y puede ser aliviado fácilmente con analgésicos. Por otro lado, el dolor crónico, es un desorden fisiológico de larga duración o un estrés emocional que comienza lentamente y es difícil de tratar. Ambos tipos de dolor pueden clasificarse en base a su lugar de origen. El dolor somático proviene de la superficie de la piel, el tejido subcutáneo, la pared corporal, o los apéndices. El dolor visceral proviene de las vísceras abdominales o torácicas y se asocia principalmente con la irritación de las serosas. La analgesia, pues, es la pérdida de la sensación dolorosa sin la pérdida de consciencia. Esto contrasta con la anestesia, que es la pérdida de sensación en una parte o en todo el organismo con la pérdida de consciencia o al menos la depresión del SNC.






Impacto fisiológico del dolor no tratado


El dolor no tratado causa cambios inmediatos en el eje neurohormonal, que desencadena malestar, agitación, aumentos de la frecuencia cardíaca y respiratoria, fiebre y fluctuaciones de la presión arterial, todo lo cual está en detrimento de la recuperación del animal. Se crea un estado catabólico como resultado del aumento de secreción de hormonas catabólicas y disminución de la secreción de hormonas anabólicas. El efecto global de la mayoría de los cambios neurohormonales producidos es un aumento de la síntesis de hormonas catabólicas. Se produce una hiperglucemia que persiste por la producción de glucagón y la relativa escasez de insulina. La actividad lipolítica se estimula por la acción del cortisol, catecolaminas y hormona del crecimiento. Los efectos cardiorrespiratorios del dolor incluyen un aumento del gasto cardíaco, vasoconstricción, hipoxemia e hiperventilación. El catabolismo proteico es una consecuencia común que condiciona la recuperación. El dolor asociado a la inflamación causa un incremento del nivel de prostaglandinas y citocinas en los tejidos y en la sangre, ambas fomentan indirectamente el catabolismo proteico por incremento del gasto de energía del organismo.


Existen evidencias convincentes que indican que los anestésicos locales, los simpaticomiméticos, los opiáceos y el bloqueo neuronal opioide pueden producir una modificación de las respuestas a estos cambios fisiológicos. La técnica anestésica y los fármacos escogidos permiten una reducción plasmática variable del cortisol, hormona del crecimiento, hormona antidiurética, β-endorfinas, aldosterona, adrenalina, noradrenalina y renina. La administración preventiva de analgésicos amortigua la respuesta antes de que ocurra; los analgésicos administrados tras la percepción del dolor no son tan efectivos y suelen hacer falta dosis mayores para alcanzar un nivel equivalente de analgesia.









Reconocimiento y valoración del dolor


Un control efectivo del dolor sólo puede alcanzarse cuando los signos de dolor pueden ser valorados de manera efectiva, fiable y regular. La sensación de dolor es específica de cada individuo, lo que hace que la valoración del dolor sea dificultosa, especialmente en pacientes críticos y traumatizados. La mayoría de los intentos para calcular el dolor clínico se basa en observaciones del comportamiento y variables interactivas además de la valoración de las respuestas fisiológicas como la frecuencia cardíaca y respiratoria, presión sanguínea y temperatura. Muchos factores pueden influenciar el procesamiento y aparente proyección del dolor, incluyendo variaciones de las condiciones ambientales, diferentes especies, variaciones intrínsecas de cada especie (edad, raza, sexo) y el tipo, severidad y cronicidad del dolor.


Las diferencias intrínsecas de cada especie (edad, raza, sexo) complican aún más la valoración del dolor. Lo más destacable es que las diferentes razas de perro actúan de manera distinta al enfrentarse al dolor o al miedo. Los labradores tienden a ser estoicos, mientras que los lebreles y los perros miniatura tienden a reaccionar con una excitación exagerada incluso con un procedimiento simple (p. ej., inyecciones subcutáneas y corte de uñas). El carácter y temperamento individuales de cada animal influye notoriamente en su respuesta. Los pacientes pediátricos y neonatos parecen tener un umbral inferior para el dolor y la ansiedad que los pacientes más viejos. En cualquier especie, la duración y tipo de dolor lo hacen más (agudo) o menos (crónico) probable de ser expresado o exteriorizado. La falta de familiaridad con los comportamientos normales de una especie o raza en particular hacen imposible el reconocimiento del comportamiento y respuestas hacia el dolor de las mismas.


La definición y reconocimiento del dolor en un animal en particular es un desafío. Por todas las diferencias tratadas, no hay una respuesta uniforme entre la agresión, real o percibida, y el grado de dolor experimentado. Tampoco existe una fórmula para tratar un dolor «X» con un tipo de analgésico «Y». El objetivo de la analgesia es tratar a todos los animales con fármacos y modalidades analgésicas lo antes posible y utilizando además un enfoque multimodal. Puede utilizarse un tratamiento analgésico como herramienta para el diagnóstico del dolor en el caso de que el reconocimiento de este fenómeno sea difícil para el paciente. En otras palabras, con los innumerables fármacos y tratamientos disponibles, la administración de analgésicos no debería ser interrumpida en un animal, incluso si el dolor es cuestionable.






Valoración del dolor en perros y gatos


Es importante recordar que no hay ninguna variable comportamental ni fisiológica que sea en sí misma patognomónica de dolor. La valoración de los comportamientos interactivos y no provocados (no interactivos) y la tendencia de los datos fisiológicos son útiles para determinar el dolor en un animal aislado. Esto se conoce como escala del dolor. La observación previa o basal, especialmente por parte de alguien que conozca bien al animal, puede ser útil para valorar el comportamiento y el dolor. Las escalas del dolor se han desarrollado y se revisan en otras publicaciones; el propósito de estos sistemas es evaluar y proporcionar pautas de ayuda al diagnóstico además del tratamiento analgésico (tabla 1-15). Además de la escala o el método utilizado para valorar el dolor, el cuidador debe reconocer las limitaciones de la escala. Ante la duda de si existe o no dolor, la terapia analgésica debe de utilizarse como herramienta diagnóstica.


Tabla 1-15 Escala del dolor






	Número

	Valoración






	1

	Ausencia de dolor






	2

	Dolor medio






	3

	Dolor moderado






	4

	Dolor grave/intenso






	5

	Dolor insoportable














Signos comportamentales de dolor agudo


Los comportamientos clásicos asociados con dolor en perros y gatos incluyen posturas anormales, marcha anormal, movimientos anormales y conducta anormal (cuadros 1-21 y 1-22). El estoicismo es el aparente desinterés e indiferencia en presencia de dolor y es quizá el primer signo de un alivio inefectivo y de un dolor persistente en muchos animales, debido a ello muchos animales presentan un desinterés manifiesto y parámetros fisiológicos clásicamente normales, incluso frente a dolores intensos, sufrimientos patentes o traumatismos evidentes y enfermedades. La ausencia de comportamientos normales es también un signo clínico de dolor, incluso cuando no se observen comportamientos anormales.





Cuadro 1-21 Signos comportamentales asociados con dolor en perros y gatos






Posturas anómalas


Encorvado


Postura de oración


Rechazo para tumbarse


Atrofia muscular (crónico)


Reticencia a desplazarse


Cola caída









Marcha anómala


Rigidez


Supresión de apoyo


Cojera


Inmovilidad frente a trote


Porte de uñas anormal









Movimientos anómalos


Actividad violenta


Inquietud


Movimientos circulares









Comportamientos anómalos


Focalización del área del dolor (salivando o masticando)


Inapetencia


Falta de cuidados


Micción y/o defecación anómalas


Indiferencia


Agresividad


Bostezos continuos


Ocultarse


Vocalizaciones


Gimoteos


Gritos/lloros












Cuadro 1-22 Signos fisiológicos de dolor en perros y gatos







Alodinia


Arritmias cardíacas


Blefaroespasmo


Bradicardia


Bruxismo


Dolor agudo


Hiperestesia


Incontinencia


Jadeo


Midriasis


Ptialismo


Taquicardia


Taquipnea
















Signos de dolor crónico en gatos y perros


El dolor agudo provoca muchos de los signos fisiológicos y relativos al comportamiento mencionados previamente, pero el dolor crónico en pequeños animales es una entidad completamente distinta y diferenciable. Está a menudo presente sin signos claros de alteraciones tisulares ni cambios en el comportamiento. De nuevo, la intensidad del dolor puede no estar relacionada con la gravedad de cualquier enfermedad que pueda o no estar presente. El dolor crónico, especialmente el de aparición insidiosa (cáncer, dental o de origen degenerativo), puede pasar desapercibido en perros y gatos, incluso para los miembros de la familia o cuidadores ocasionales. La inapetencia, la falta de actividad, el jadeo en razas que suelen respirar por la nariz, el desinterés por el medio que les rodea, las conductas extrañas y las posturas anómalas son sólo algunos de los posibles signos de dolor crónico en perros y gatos. Los gatos son auténticos especialistas en ocultar un dolor crónico. Muestran rechazo al contacto familiar buscando sitios aislados donde podrán permanecer días o semanas cuando experimentan dolores agudos y crónicos.












Tratamiento del dolor agudo en los pacientes de urgencias, críticos, en cuidados intensivos y traumatológicos


Cuando se decide sobre el protocolo de tratamiento del dolor en un paciente debe realizarse una exploración física completa, que incluya siempre que sea posible una valoración más o menos objetiva del dolor. Debe formularse una lista de problemas para plantear el protocolo anestésico y analgésico. Por ejemplo, utilizar un antiinflamatorio no esteroideo (AINE) en un paciente con insuficiencia renal no es recomendable. Debe recopilarse información sobre las medicaciones en curso de los pacientes que puedan interferir con los fármacos anestésicos o analgésicos. Deben utilizarse técnicas polimodales y terapias regionales al igual que fármacos que actúen en las diferentes zonas de dolor antes de que éste aparezca. Una vez que se ha decidido una estrategia, debe reevaluarse al paciente y diseñar el protocolo para adecuar la respuesta de cada caso a sus necesidades.






Métodos para reducir el dolor


La farmacoterapia (en particular los opiodes con o sin α2-agonistas) es la base del tratamiento preventivo del dolor agudo y quirúrgico. Sin embargo, los anestésicos locales administrados por vía epidural, perineural o en plexos nerviosos, intraarticular o inyección en el punto de desencadenamiento del dolor, son también técnicas analgésicas efectivas para tratar el dolor agudo o crónico y la inflamación. Los AINE que se han utilizado clásicamente para el tratamiento de los estados de dolor crónico o persistente están siendo utilizados regularmente para el tratamiento del dolor agudo y perioperatorio siempre que la presión arterial, la coagulación y los parámetros gastrointestinales sean normales.












Analgesia: fármacos con capacidad analgésica elevada






Opioides


Un opiode es cualquier fármaco natural o sintético obtenido de la adormidera, que interactúa con los receptores opiodes situados en las membranas celulares. Los fármacos de esta clase constituyen el grupo más efectivo para controlar el dolor agudo, perioperatorio y crónico en medicina humana y veterinaria (tabla 1-16). Sus efectos fisiológicos resultan de la interacción con uno o más de los al menos cinco tipos de receptores endógenos (μ, σ, δ, ε y κ). Los agonistas de los receptores μ se caracterizan por su habilidad de producir analgesia profunda con un efecto sedante débil. Estos fármacos disminuyen el estado de hiperexcitación resultante de una llegada masiva de impulsos nociceptivos. Elevan el umbral doloroso y se utilizan en prevención del dolor agudo.




Tabla 1-16 Fármacos empleados para el tratamiento del dolor


[image: image]




Como grupo farmacológico, los opioides causan depresión del SNC con una intensa analgesia. La depresión respiratoria, que depende de la dosis, refleja una disminución en la respuesta a los niveles de dióxido de carbono. La depresión cardíaca es secundaria únicamente a la bradicardia y es más frecuente con ciertos opioides como la morfina y oximorfina. Los narcóticos producen pocos efectos cardiovasculares significativos en perros y gatos; se considera que forman parte del proceso de preservación de la función cardíaca. Ya que los opioides aumentan la presión intracraneal e intraocular, deben ser utilizados con cautela en pacientes con traumatismo craneal grave o lesiones oculares. Los opioides estimulan directamente la zona diana de los quimiorreceptores pudiendo causar náuseas y vómitos. La mayoría de los opioides reducen el reflejo tusígeno mediante un mecanismo central, esto puede ser útil en pacientes que se recuperan tras la irritación producida por la intubación endotraqueal. Una característica muy importante que hace que su uso sea preferido en situaciones de emergencia y de cuidados intensivos es la posibilidad de revertirlos. El antagonista bloquea o revierte el efecto del agonista al unirse con el receptor produciendo efectos mínimos o inexistentes. Los fármacos utilizados para revertir los opiáceos, como la naloxona o la naltrexona, deben administrarse lentamente si se realiza por vía i.v. y a efecto.









α2-agonistas


Como grupo farmacológico, los α2-agonistas deben utilizarse con precaución ya que la mayoría de los fármacos de este grupo tienen un poder analgésico potente pero a dosis capaces de producir también sedación, depresión del SNC, depresión cardiovascular e incluso estados de anestesia general. En origen, se desarrollaron por su efecto antihipertensor, pero fueron rápidamente clasificados como agentes sedantes en medicina veterinaria (tabla 1-17). Como los opioides, los α2-agonistas producen su efecto al estimular los receptores α-adrenérgicos del SNC y periférico.




Tabla 1-17 α2-Agonistas utilizados para analgesia y sedación


[image: image]











Antiinflamatorios no esteroideos


Los antiinflamatorios no esteroideos (AINE), que se han utilizado clásicamente para tratar los dolores crónicos y la inflamación, a la vez que enfermedades cardiovasculares, han tomado un nuevo rol en el tratamiento del dolor perioperatorio y agudo. Recientemente, el desarrollo de presentaciones orales potentes y de presentaciones parenterales de estos fármacos han hecho que se compare favorablemente e incluso se les considera superiores a los opiáceos en el tratamiento de la inflamación aguda y el dolor (tabla 1-18). Los AINE pueden utilizarse de manera individual, pero su mejor indicación es la de proporcionar un efecto analgésico sinérgico con diferentes tipos de analgésicos (narcóticos) u otras modalidades (analgesia local, regional y epidural, fisioterapia, acupuntura).


Tabla 1-18 Antiinflamatorios no esteroideos y sus dosis






	Fármaco

	Dosis






	Carprofeno

	2-4 mg/kg v.o., i.m., s.c., i.v./12-24 h






	Etodolaco

	10-15 mg/kg/24 h (sólo perros)






	Ketoprofeno

	1-2 mg/kg i.m., s.c., i.v., v.o cada 24 h hasta 5 días (perros y gatos)






	Meloxicam

	0,1-0,2 mg/kg v.o./24 h (perros); 48-72 h (gatos)






	Piroxicam

	0,3 mg/kg v.o./48 h (perros y gatos)






	Ketorolaco

	0,25-0,5 mg/kg i.m., s.c., i.v./12 h (sólo perros)






	Deracoxib

	3-4 mg/kg v.o./24 h (perros)






	Paracetamol

	10-15 mg/kg v.o./6-8 h (sólo perros)






	Aspirina (perro)

	10 mg/kg v.o./12 h






	Aspirina (gato)

	10 mg/kg v.o./48-72 h







La mayoría de ellos actúan inhibiendo la ciclooxigenasa (COX), enzima que cataliza la incorporación de oxígeno al ácido araquidónico, para producir mediadores de la inflamación. Existen varias formas de la ciclooxigenasa, entre ellas la ciclooxigenasa-1 (COX-1), la mayor enzima constituyente, implicada principalmente en las funciones fisiológicas normales, y la COX-2, enzima responsable de la mayoría de las respuestas dolorosas y de hiperalgesia experimentadas tras el daño o el traumatismo tisular. Algunos AINE inhiben la acción de la ciclooxigenasa y de la lipooxigenasa. La mayoría de los AINE disponibles tanto en presentación oral como parenteral y disponibles para medicina y cirugía veterinaria, actúan fundamentalmente sobre la vía de la ciclooxigenasa, aunque se considera que uno de ellos (la tepoxalina) inhibe ambas vías. La inhibición de la COX-1 y la COX-2 puede bloquear efectos protectores, inhibir la agregación plaquetaria y provocar úlceras gastrointestinales.


Existen contraindicaciones evidentes y contraindicaciones relativas para el uso de los AINE. Los antiinflamatorios no esteroideos no deben administrarse a pacientes con insuficiencia hepática o renal, deshidratación, hipotensión o estados en los que exista un bajo volumen circulante (insuficiencia cardíaca congestiva, anestesia inestable, shock) o evidencias de enfermedad gastrointestinal ulcerativa. Los pacientes traumatizados deberán estabilizarse correctamente considerando el volumen vascular, el tono y la presión arterial antes de usar AINE. Los pacientes que reciben paralelamente otros AINE o corticoides, o aquéllos considerados potencialmente enfermos de Cushing, deberían ser evaluados de manera cuidadosa para un correcto período de eliminación (tiempo de aclaramiento del fármaco del sistema) antes de utilizar o cambiar los AINE. Los pacientes con coagulopatías, en especial aquéllas causadas por escasez de plaquetas o defectos de función o las causadas por deficiencias de factores de coagulación y pacientes con asma grave no controlada o cualquier otra enfermedad bronquial no son probablemente en los que se deban utilizar AINE. Otra sugerencia es que los AINE no deben utilizarse en pacientes preñadas ni en hembras que quieran cruzarse ya que la inducción de las COX-2 es necesaria para la ovulación y la consiguiente implantación del embrión. La administración de AINE debe de ser considerada únicamente en perros bien hidratados y normotensos, o gatos con una función hepática y renal normales, sin anomalías hemostáticas y sin tratamientos con corticoides.


Los antiinflamatorios no esteroideos pueden utilizarse en multitud de situaciones de dolor e inflamación aguda y crónica. Entre ellas se utiliza en animales bien estabilizados para el dolor traumático y quirúrgico, manejo de la osteoartritis, meningitis, mastitis, mordeduras y otras heridas, carcinomas mamarios o de células transicionales, inflamación epitelial (dental, oral, uretral), procedimientos oftalmológicos y enfermedades dermatológicas u óticas. Mientras que los opioides parecen tener un efecto analgésico inmediato tras la administración, la mayoría de los AINE tardan hasta 30 minutos para que se evidencie su efecto. Por esto, el uso en el dolor perioperatorio o agudo de AINE forma parte del esquema de manejo equilibrado del dolor, utilizados conjuntamente con opioides y técnicas de anestesia local. Los AINE están desprovistos de muchos de los efectos secundarios de la administración de opioides; a saber, disminución de la motilidad gastrointestinal, alteración sensorial, náuseas/vómitos y sedación. Los antiinflamatorios no esteroideos están también desprovistos de muchos de los efectos secundarios que acompañan la administración de esteroides, como la supresión del eje hipotálamo-adrenal.






Antiinflamatorios no esteroideos en gatos


Los efectos tóxicos de los salicilatos en gatos están bien documentados. Los gatos son sensibles por su lento aclaramiento y una eliminación dosis-dependiente por déficit de glucoronidación en esta especie. A causa de esto, las dosis y el intervalo de dosificación de los AINE de uso más frecuente deben ser ajustados para que estos fármacos puedan utilizarse con seguridad. Los gatos que hayan recibido dosis de AINE para perros (dos veces al día o una vez al día durante varios días) pueden presentar hipertermia, gastritis hemorrágica o ulcerativa, daños renales y hepáticos, alcalosis respiratoria y acidosis metabólica. La toxicidad, tanto aguda como crónica de los AINE, ha sido documentada en gatos especialmente tras la administración diaria repetida. El ketoprofeno, la flunixina, la aspirina, el carprofeno y el meloxicam han sido administrados de manera segura en gatos aunque, como la mayoría de los antibióticos y otros medicamentos, no están aprobados y registrados para su uso en gatos. Una consideración importante es que los intervalos de dosificación llegan a ser de 48 a 96 horas y los efectos antitrombóticos suelen ser alcanzados a dosis muy inferiores de las requeridas para tratar la fiebre y la inflamación. Se recomienda que no se utilice una dosis de carga y que se dosifique a intervalos de 48 horas, asegurándose de tener un volumen circulante, presión sanguínea y función renal adecuados.


Dado que muchos AINE en gatos se utilizan sin estar registrados, es absolutamente imprescindible que el veterinario calcule cuidadosamente la dosis, modifique el intervalo de dosificación y le comunique toda esta información al cliente antes de dispensar el fármaco. Incluso los fármacos presentados en forma líquida (meloxicam), si se administran a los gatos siguiendo las instrucciones del prospecto según las dosis para perro, se estaría dando una dosis cercana a la tóxica. Para empeorar aún más el desconocimiento sobre la dosificación en gatos, las gotas de los medicamentos registrados suelen ser de goteros calibrados; cuando estos mismos líquidos se transfieren a jeringas para una administración por gotas la calibración se pierde y el animal está potencialmente sobredosificado. Un método más preciso para dispensar y administrar AINE por vía oral en gatos es el cálculo de la dosis en miligramos determinando de manera exacta el número de mililitros a administrar, en lugar del uso de un método gota a gota.















Analgesia: fármacos con capacidad analgésica moderada






Ketamina


La ketamina se ha considerado clásicamente un anestésico disociativo, pero tiene también una potente actividad como antagonista de los receptores N-metil-D-aspartato (NMDA). Este receptor localizado en el SNC media la hipersensibilización central y periférica (una de las vías del dolor agudo o crónico). El bloqueo de este receptor con microdosis de ketamina tiene como resultado proporcionar analgesia de la superficie corporal, somática y de piel con dosis potencialmente bajas de opioides y α2-agonistas. Se utilizan dosis de carga de 0,5 a 2 mg/kg por vía intravenosa junto a una infusión continua de 2 a 20 μg/kg/min. Por sí solo este fármaco posee una capacidad analgésica escasa y, de hecho, a dosis altas administradas individualmente a menudo puede agravar, sensibilizar o excitar un animal con dolor agudo o subagudo.









Amantadina


La amantadina es otro bloqueante NMDA que se ha utilizado por sus efectos antivirales y estabilizadores del Parkinson. La amantadina ha sido utilizada para el dolor neuropático en la especie humana pero sólo está disponible en forma oral. La dosis de inicio sugerida en gatos y perros se sitúa entre los 3 y los 10 mg/kg v.o. diarios. Cuando el fármaco se administra por v.o. o i.v. los pacientes raramente desarrollan efectos comportamentales o cardiorrespiratorios, ya sea con amantadita o con ketamina.









Tramadol


El tramadol es un analgésico que posee una actividad agonista débil de los receptores opioides μ y también inhibe la recaptación de serotonina y noradrenalina. El tramadol es de utilidad para un dolor medio o moderado en pequeños animales. Aunque el componente principal tiene una débil actividad opioide, los metabolitos tienen una excelente afinidad de unión por los receptores μ. El tramadol se ha venido utilizando para el control del dolor perioperatorio cuando se daba en perros y gatos a la dosis de 1 a 10 mg/kg v.o. una o cuatro veces al día. Parece ser que los gatos requieren únicamente una administración diaria. A pesar de su afinidad por los receptores opioides, el verdadero mecanismo de acción del tramadol en nuestros animales de compañía permanece aún desconocido.









Gabapentina


La gabapentina es un análogo sintético del ácido γ-aminobutírico (GABA). En origen se introdujo como un fármaco antiepiléptico. El mecanismo de acción de la gabapentina aún no se ha aclarado en medicina veterinaria. El fármaco se encuentra entre los fármacos antiepilépticos comúnmente utilizados para tratar el dolor central en medicina humana. El fundamento para su utilización es la capacidad de los fármacos para suprimir la descarga en las neuronas alteradas patológicamente. La gabapentina lleva a cabo esta acción a través de la modulación de los canales de calcio sin unirse a los receptores del glutamato. El dolor crónico por quemaduras, neuropático y producido por laceraciones en pequeños animales responde bien a la utilización de 1 a 10 mg/kg v.o. diarios.












Analgésicos adyuvantes


Los anestésicos locales son la clase más numerosa de fármacos utilizada como analgesia periférica (tabla 1-19). Los anestésicos locales bloquean la transmisión de los impulsos dolorosos a la altura de la zona nociceptora de los nervios periféricos. Los anestésicos locales pueden usarse para bloquear los nervios periféricos o inhibir «tramos» de nervios utilizando técnicas regionales. Aunque todos los anestésicos locales son capaces de producir un alivio del dolor, los agentes con un efecto de mayor duración son preferibles para el manejo del dolor. La bupivacaína es un ejemplo de un anestésico local de larga duración que se utiliza junto con la lidocaína para un alivio del dolor de larga duración. Una sola dosis de bupivacaína inyectada localmente proporciona anestesia local y analgesia durante 6 a 10 horas.


Tabla 1-19 Analgésicos






	Fármaco

	Dosis

	Uso






	Amantadina

	3 mg/kg, v.o./24 h (perros y gatos)

	Dolor crónico






	Dextrometorfano

	1-2 mg/kg v.o./6-8 h (perros y gatos)

	Hipersensibilización espinal






	Gabapentina

	1,25-10 mg/kg v.o./24 h (perros y gatos)

	Dolor crónico






	Tramadol

	1-4 mg/kg v.o./8-24 h

	Dolor agudo y crónico







Cuando la lidocaína se administra en infusión continua (50 a 75 μg/kg/min en perros, 1 a 10 μg/kg/min en gatos) es eficaz en el tratamiento del dolor crónico neuropático y del dolor perióstico y peritoneal (p. ej., pancreatitis). La mexiletina, un bloqueante oral de los canales de sodio, puede utilizarse como alternativa a la lidocaína inyectable para proporcionar una analgesia de fondo.






Ansiolíticos y sedantes


Muchos fármacos (tabla 1-20) se utilizan en combinación con los opioides, agonistas α2 y ketamina para proporcionar sedación y evitar la ansiedad.


Tabla 1-20 Fármacos analgésicos utilizados habitualmente






	Fármaco

	Dosis






	Acepromazina

	0,01-0,03 mg/kg i.v., i.m., s.c./8-24 h; 0,2-0,5 mg/kg v.o./12-24 h






	Diazepam

	0,5-1 mg/kg i.v. en gatos y perros, seguido de 0,1-0,2 mg/kg/h i.v. en IC






	Midazolam

	0,3-0,5 mg/kg i.v., i.m., s.c., en gatos y perros, seguido de 0,05 mg/kg/h i.v. en IC






	
Propuesta de combinación
Mezclar estos fármacos en un suero de 500 ml e infundir a ritmo constante a 10 ml/kg/h











	Fármaco

	Dosis

	Dosis administrada en IC






	Morfina

	5 mg

	0,1 mg/kg/h






	Lidocaína

	150 mg

	3 mg/kg/h






	Ketamina

	100 mg

	2 mg/kg/h







IC, infusión continua.












Técnicas de anestesia local y regional en el paciente de urgencias


La infiltración de un anestésico local en el tejido conjuntivo que rodea a un determinado nervio produce una pérdida de sensibilidad (bloqueo sensorial) y/o parálisis (bloqueo motor) en la región inervada por el mismo. Los anestésicos locales pueden ser administrados también por vía epidural, intratorácica, intraperitoneal e intraarticular. La lidocaína y la bupivacaína son los anestésicos locales que se utilizan con mayor frecuencia. La lidocaína proporciona un bloqueo sensorial y motor de corta duración y de rápida instauración. La bupivacaína proporciona una desensibilización más duradera que tarda más en instaurarse. Las combinaciones de ambos agentes diluidos con suero salino se utilizan frecuentemente para obtener un rápido inicio de la analgesia que dura entre 4 a 6 horas en la mayoría de los pacientes. Si añadimos opioides y/o agonistas α2 a menudo maximizamos la analgesia e incrementamos el intervalo sin dolor de 8 a 18 horas. Están recomendadas las soluciones sin adrenalina ni conservantes. La utilización de un neuroestimulador nos ayuda a inyectar con precisión los anestésicos cercanos a nervios, raíces y plexos. Los gatos parecen ser más sensibles a los efectos de los anestésicos locales, por lo que deben utilizarse las dosis bajas para los bloqueos en esta especie.


A diferencia de la mayoría de los procedimientos de anestesia general, durante los cuales el animal está inconsciente y la transmisión nerviosa decrece por la depresión del SNC, las técnicas de anestesia regional y local bloquean la aparición de señales nocivas, y por tanto, previenen de manera efectiva la entrada de dolor en el SNC. Ésta es una manera eficaz no sólo de prevenir un dolor inicial sino también de reducir los cambios que tienen lugar en el asta dorsal de la médula espinal, tractos espinotalámicos, centros límbico y reticular y corteza. La respuesta neurohormonal que es estimulada por el dolor y el estrés se suaviza de igual manera. En conjunto, los pacientes presentan menos efectos secundarios locales y sistémicos causados por el dolor, las enfermedades se reducen, los estados de dolor crónico aparecen con menos frecuencia y el resultado global mejora. Las técnicas regionales funcionan mejor como parte de un protocolo analgésico que consistiría en su administración continuada, opioides, agonistas α, ansiolíticos y buenos cuidados.






Bloqueo mediante administración tópica e infiltración


La lidocaína puede añadirse a un lubricante estéril en una concentración 1:1 para proporcionar una reducción en la sensibilidad durante el sondaje urinario, la introducción de un catéter nasal, para proporcionar analgesia en abrasiones menores y en dermatitis piotraumáticas. La proparacaína es un anestésico tópico útil para su uso en lesiones sobre la córnea o la esclerótica. Los anestésicos locales pueden utilizarse para infiltrar áreas dañadas o incisiones utilizando catéteres de drenaje continuo unidos a bombas de infusión. Éste es un medio eficaz para proporcionar analgesia durante varios días en heridas quirúrgicas o daños de tejidos blandos de grandes dimensiones. Incluso sin el catéter, el bloqueo de la herida o región de tejido blando utilizando una combinación de 1 a 2 mg/kg de lidocaína y 0,5 a 2 mg/kg de bupivacaína diluido en un volumen igual de suero salino y bicarbonato sódico 1:9 es eficaz para infiltración de grandes áreas dañadas.









Bloqueo de los nervios craneales


La administración de anestésicos locales alrededor de los nervios infraorbitario, maxilar, oftálmico, mentoniano y alveolar puede proporcionar una analgesia excelente en traumatismos y procedimientos quirúrgicos dentales, orofaciales y oftálmicos. Estos nervios pueden desensibilizarse mediante la inyección de 0,1 a 0,3 ml de una solución de lidocaína al 2% y 0,1 a 0,3 ml de bupivacaína al 0,5% utilizando una aguja de 1,2 a 2,5 cm de largo y calibre de 22 a 25. La utilización de catéteres en lugar de agujas en los distintos forámenes mejora la colocación perineural precisa frente a una intraneural (es frecuente la formación de neuromas). Siempre debe realizarse una aspiración antes de la administración para descartar la inyección intravascular del fármaco.









Bloqueo intrapleural


Este tipo de bloqueo se utiliza para proporcionar analgesia frente al dolor torácico, cervical inferior, abdominal craneal y diafragmático. Tras una preparación aséptica, debe colocarse un pequeño catéter (calibre 20 a 22) en la cavidad torácica entre el séptimo y el noveno espacio intercostal a media altura del tórax. De manera aséptica se mezclan de 0,5 a 1 mg/kg de lidocaína al 2% y de 0,2 a 0,5 mg/kg de bupivacaína al 0,5% con un volumen de suero salino igual al volumen de bupivacaína y se inyecta lentamente en un período de 2 a 5 minutos tras haber aspirado para asegurarse de no inyectar por vía intravenosa el fármaco. Dependiendo de dónde se sitúe la lesión, debe posicionarse al paciente para permitir a la infusión intrapleural administrada recubrir esta área. Lo más efectivo es posicionar al paciente en decúbito dorsal durante varios minutos tras la realización del bloqueo para asegurarse de que el anestésico recubre los orificios paravertebrales y por tanto las raíces de los nervios espinales. Este bloqueo debería repetirse cada 3 horas en el perro y cada 8 a 12 horas en el gato. Debe asegurarse el catéter a la superficie cutánea para administraciones repetidas.









Bloqueo del plexo braquial


La administración de anestésicos locales alrededor del plexo braquial proporciona una excelente analgesia en las cirugías de las extremidades anteriores, particularmente en la zona distal al hombro y en amputaciones. Las técnicas guiadas por neuroestimuladores son mucho más precisas y satisfactorias que las técnicas a ciegas. No obstante, estas últimas son también útiles.


Para la administración de un bloqueo del plexo braquial, sígase este procedimiento:




1. Preparar asépticamente una pequeña zona de piel a la altura de la zona craneal del hombro.


2. Insértese una aguja espinal del calibre 22 de 3 a 8 cm de largo en la zona medial a la articulación del hombro, axial al tubérculo menor y avanzarla caudalmente, medial al cuerpo de la escápula y hacia la unión costocondral de la primera costilla. Aspírese antes de la inyección para asegurarse de no administrar el fármaco por vía intravenosa.


3. Inyéctese 1/3 del volumen de la mezcla de anestésico local y luego retírese lentamente la aguja moviéndola en abanico dorsal y centralmente mientras se infunde el resto de la mezcla.


4. Las dosis de anestésico local son similares a aquellas del bloqueo intrapleural.












Anestesia y analgesia epidural


La analgesia epidural hace referencia a la inyección de un opioide, fenciclidina, un agonista-α, o un AINE en el espacio epidural. La anestesia epidural hace referencia a la inyección de un anestésico local. En la mayoría de los pacientes se utiliza una combinación de ambas. La analgesia y anestesia epidural se utiliza para gran variedad de situaciones quirúrgicas dolorosas, agudas o crónicas o para traumatismos dolorosos de la zona pélvica, caudal, perineal, extremidades posteriores, abdomen y tórax (tabla 1-21). Algunos procedimientos en los cuales la anestesia y analgesia epidural son de utilidad son las amputaciones de miembros anteriores y posteriores, procedimientos en el rabo o en el periné, cesáreas, reparación de hernias diafragmáticas, pancreatitis, peritonitis y hernias discales. Los bloqueos epidurales que se realizan con opioides no producen paresia del tercio posterior y no disminuyen el tono de las vías urinarias ni del esfínter anal (incontinencia), al contrario que los bloqueos con lidocaína, mepivacaína y bupivacaína. La morfina es uno de los opioides más útiles para la administración por vía epidural por su absorción sistémica extremadamente lenta. Los catéteres epidurales utilizados para administrar fármacos mediante una infusión continua o mediante inyecciones intermitentes pueden colocarse en perros y gatos. Habitualmente colocados en el espacio lumbosacro, estos catéteres se utilizan con mezclas que incluyen morfina sin conservantes, bupivacaína, medetomidina y ketamina. Este tipo de catéteres colocados de forma aséptica pueden mantenerse hasta 7-14 días para prevenir la hipersensibilización producida por el dolor proveniente de la cavidad peritoneal y de la mitad caudal del cuerpo.


Tabla 1-21 Fármacos empleados para anestesia epidural






	Fármaco

	Dosis






	Bupivacaína 0,25%*


	0,1-0,3 mg/kg (1 ml/5 kg en epidural/4-6 h (sólo perros, no se recomienda en gatos)






	Morfina*,†


	0,05-0,1 mg/kg espinal/8 h







*Deben utilizarse soluciones sin conservantes, con filtros si se desea colocar un catéter epidural con una infusión a ritmo constante.


†Puede diluirse hasta un volumen total de 0,1 a 0,15 ml/kg con suero salino si se desea que avance la solución hasta la zona torácica (amputación de extremidades anteriores, toracostomía, reparación de hernia diafragmática).


Para la administración de analgesia o anestesia epidural, sígase este procedimiento:




1. Colocar al animal en decúbito esternal o lateral.


2. Rasurar y preparar asépticamente la zona lumbosacra.


3. Palpar la zona más dorsal de ambas alas del ilion y dibujar una línea imaginaria entre ellas para localizar la apófisis espinosa de la vértebra L7 situada inmediatamente craneal a dicha línea imaginaria.


4. Introducir una aguja espinal del calibre 20 al 22 y de 3 a 8 cm de longitud a través de la piel e inmediatamente caudal a la apófisis espinosa de la L7.


5. La aguja perderá resistencia al introducirse en el espacio epidural. Previamente debe rellenarse la aguja con suero salino tras retirar parcialmente el fiador, este suero se introducirá hacia el espacio epidural, pudiendo continuarse con el fármaco o mezcla elegida.












Bloqueo de nervios intercostales


Los bloqueos intercostales pueden proporcionar una analgesia efectiva en ciertos traumatismos y en el período posquirúrgico. Debe localizarse la zona afectada e infiltrarse tres segmentos anteriores y tres posteriores a la zona afectada con analgésicos.


Para la administración de un bloqueo intercostal, sígase este procedimiento:




1. Rasurar y preparar asépticamente los tercios dorsal y ventral de la pared costal.


2. Pálpese la zona más dorsal del espacio intercostal.


3. Utilícese una aguja del calibre 25 y de 1,5 cm de longitud en la zona caudolateral de la costilla elegida y también en las costillas craneal y caudal a ésta.


4. Debe dirigirse la aguja caudalmente para que la punta se deslice sobre el borde de la costilla. (Esto sitúa la punta de la aguja cerca del paquete vasculonervioso que incluye el nervio intercostal y que se apoya sobre el surco caudomedial de la costilla).


5. Aspirar para asegurarse de no inyectar el contenido por vía intravenosa.


6. Debe inyectarse mientras se extrae poco a poco la aguja. Inyéctese de 0,5 a 1 ml en cada punto, dependiendo del tamaño del animal.








Lecturas recomendadas
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Tratamiento de urgencia en situaciones específicas






Abdomen agudo


Este cuadro viene definido por la aparición brusca de molestias abdominales o procesos dolorosos causados por una gran variedad de trastornos que afectan a los distintos órganos abdominales. En muchos animales, los motivos de consulta son letargo, anorexia, sialorrea, vómitos, náuseas, diarrea, hematoquecia, quejidos, chillidos o posturas anómalas. Estas posturas anómalas pueden ir desde rigidez generalizada, un caminar muy cuidadoso y «posición de rezo» en la cual el animal permanece recostado sobre las extremidades anteriores mientras las extremidades posteriores permanecen de pie. En algunos casos, puede ser muy difícil diferenciar inicialmente un verdadero dolor abdominal de un dolor causado por una discopatía. La rápida evolución del proceso y la descompensación del estado cardiovascular del paciente pueden conducir a que el animal entre en un estado de estupor, coma y muerte en los casos más extremos, lo que hace que sea extremadamente importante realizar una rápida evaluación del paciente y aplicar tratamiento y cuidados urgentes.






Perfil y anamnesis


En muchas ocasiones, el perfil y la historia clínica del paciente pueden hacer sospechar al veterinario un proceso en particular. Con frecuencia, en los estadios iniciales de la asistencia a un paciente con dolor abdominal agudo, se pasa por alto o se pospone la recopilación de antecedentes. A menudo, al hacer al propietario la misma pregunta de diferentes formas se puede obtener una respuesta por su parte que nos indique la fuente del problema y la razón del dolor abdominal agudo. Entre las preguntas importantes que hay que hacer se incluyen:




[image: image] ¿Cuáles son los principales motivos y síntomas por los que trae al animal a urgencias?


[image: image] ¿Cuándo empezaron los síntomas? o ¿Cuándo dejó el animal de comportarse normalmente?


[image: image] ¿Cree que los síntomas se mantienen, han mejorado o empeorado?


[image: image] ¿Tiene o ha tenido su animal algún problema médico?


[image: image] ¿Ha tenido síntomas similares anteriormente?


[image: image] ¿Tiene acceso su animal a cualquier sustancia tóxica conocida o se le ha dejado suelto algún tiempo sin vigilar?


[image: image] ¿Ha podido ingerir su animal algún tipo de basura, abono o restos de su comida recientemente?


[image: image] ¿Hay otros animales en su vecindario? ¿Están sanos o han enfermado?


[image: image] ¿Su animal ha sido vacunado recientemente?


[image: image] ¿Ha cambiado el apetito de su animal?


[image: image] ¿Le ha notado pérdida o ganancia de peso?


[image: image] ¿Ha notado un mayor o menor consumo de agua? ¿Orina más o menos de lo normal?


[image: image] ¿Muerde su animal huesos o juguetes?


[image: image] ¿Ha echado en falta algún juguete, calcetines, ropa interior o cualquier otro objeto?


[image: image] ¿Existe alguna posibilidad de que el animal haya recibido un traumatismo, por ejemplo como consecuencia de un atropello o por haber recibido una patada de un animal más grande o de una persona?


[image: image] ¿Ha notado algún cambio en los hábitos de defecación de su mascota?


[image: image] ¿Ha visto que el animal vomite o tenga diarrea?


[image: image] Si es así, ¿cómo son esos vómitos y diarrea?


[image: image] El vómito, ¿se relaciona con la ingesta de alimento?


[image: image] ¿Hay sangre o moco en el vómito? ¿Y en las heces?


[image: image] ¿Cuándo ha sido la última vez que su animal ha vomitado o ha tenido diarrea?


[image: image] Cuando su animal vomita, ¿lo hace precedido de náuseas y arcadas con contracción abdominal o es un proceso más pasivo como la regurgitación?


[image: image] ¿Cuál es el color de las heces? ¿Son negras? ¿Son rojas?


[image: image] ¿El vómito tiene un mal olor similar al de las heces?












Protocolo de acción inmediata


Como en cualquier caso de urgencia, el veterinario debe tratar inicialmente los problemas que puedan comprometer la vida del animal.


En primer lugar se ha de realizar un rápido examen físico.


Es necesario observar unos instantes al animal a distancia y así poder percibir si existe alguna postura anormal, dificultad respiratoria, si puede caminar y cómo lo hace y si tiene sialorrea o intenta vomitar.


Es importante auscultar el tórax de estos pacientes, ya que si se detectan crepitaciones, éstas pueden indicar la presencia de una neumonía por aspiración secundaria a los vómitos.


Hay que examinar las mucosas del paciente (color y tiempo de relleno capilar), frecuencia, ritmo cardíaco y pulso. Muchos pacientes con un cuadro de dolor pueden presentar taquicardia, que a su vez puede acompañarse o no de arritmias. Si la frecuencia cardíaca del paciente es muy baja (bradicardia), hay que considerar la posibilidad de un hipoadrenocorticismo, infestación por parásitos u obstrucción urinaria o trauma.


Valore el estado de hidratación del paciente mediante la evaluación de la elasticidad de la piel, el grado de sequedad de las mucosas y el grado de hundimiento de los ojos en las órbitas.


Conviene realizar un breve examen neurológico que consistiría en averiguar si el paciente ha tenido alguna convulsión, si existe torpeza mental, estupor, coma o nistagmo. Los reflejos posturales del animal y los reflejos espinales pueden ayudar a hacer un diagnóstico diferencial entre una discopatía y un dolor abdominal.


Realice un examen rectal para evaluar la presencia de hematoquecia o melena.


Finalmente, al examinar el abdomen debería realizarse primero una palpación superficial del mismo y después profunda. Inspeccione visualmente el abdomen en busca de masas externas, contusiones o lesiones penetrantes. El enrojecimiento del área periumbilical está frecuentemente asociado a la presencia de hemorragia intraabdominal. Puede ser necesario rasurar el pelo para poder inspeccionar la piel y poder detectar alteraciones como hematomas y equimosis. Se debe auscultar el abdomen para comprobar la presencia o ausencia de borborigmos y así caracterizar el sonido intestinal. A continuación se debe valorar la percusión y el signo de la ola para evaluar la presencia de gas acumulado en el tracto digestivo o de ascitis. Por último, realice una palpación superficial y después profunda de todos los cuadrantes del abdomen en busca de aumentos de tamaño de las estructuras abdominales, masas o si el dolor procede de un área en concreto.


Una vez que se ha completado el examen físico, inicie el tratamiento con analgesia, fluidoterapia y antibióticos.









Tratamiento


El tratamiento de cualquier paciente con un abdomen agudo y en shock consiste en tratar la causa subyacente, mantener la oxigenación de los tejidos y evitar daños y fallo orgánico. Se incluye una descripción más completa del shock y de la oxigenación en la sección de shock.
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Producto Anticoagulante Vida atil Comentarios
Sangre completa Heparina 625 37 dias, 4°C No hay preservacion,
UI250misangre  24horas,4°C inhibicién de factores
ACD, 10 ml/60ml 21 dias, 4°C de coagulacién
sangre 35 dias, 4°C ACD se usa muy poco
CPDA-1, 1 ml/7ml Mantiene el 75%
sangre dela VPT
As-1
Concentrado CPDA-1 20 dias, 4°C Mantiene el 75%
de eritrocitos AS-1 37 dias, 4°C dela VPT
Concentrado CPDA-L 3-5dias, 23°C Necesita agitacion
de plaquetas 2horas, 4°C constante
Plasma fresco CPDA-1 Laiio,~30°C Congelado <6 horas
congelado 3 meses, —18°C tras extraccin; posee
todos los factores
de coagulacién
Plasma/plasma pobre  CPDA-1 Saiios, =30°C No tiene factores
en crioprecipitado ni VIl
Crioprecipitado CPDA-1 1afio,—30°C Concentraciones altas
de VWE, factor VIII
y fibrinégeno

ACD, écidocitrato glucosa; AS-1, solucién de aditivo; CPDA-1, citrato fosfato glucosa adenina; VPT, viabilidac
postransfusién; yWE factor de von Willebrand.
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Peso (k) Energia total diaria (keal)  Agua total por hora (ml)
1 100 12
2 130 54
3 160 7
n 19 79
s 20 92
G 250 104
7 20 17
s 310 129
9 30 142
10 70 154
1 100 167
12 a0 179
15 160 152
1 %0 204
15 s20 27
16 550 29
7 50 u2
15 610 254
19 640 27
) & 275
2 70 92
2 750 04
» 760 317
) 70 29
5 820 42
2 850 354
z 850 367
2 10 75
» 540 392
30 70 04
3 L120 67
w0 1270 29
15 1420 92
s 1570 54
55 1720 nz
) 1870 78
o 2020 42
70 2170 04
7 230 967
50 2470 1029
35 260 1092
% 2770 1154
9 2920 217
10 3070 1279

30 % peso (kg) + 70 =ml/dia. Nota: Con est formula s necesidades de os pacientes menores de 2 kg se verdn
lovematite fafrevaloradas ¥ i e Jos piiclaniis mawises 46 70K it dins sclieatmadas:
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Firmaco Dosis Efecto Utilizacién
Xilacina 0,1-05mg/kgiv.  Corta duraci Microdosis para
Depresion cardiovascular  disminuir
‘marcada la disforia
Vémitos por estimulacion yla ansiedad
de quimiorreceptores Procedimientos de

Dexmedetomidina ~ 0,125-0,5 mg/

mY/4-6 hiv,im.

(perro)

0,01- ousmyky

Bradicardia,
'vasoconstriccion

Blogueos
auriculoventriculares de
segundo grado

Se puede revertir con
yohimbina

Duracién mayor

Depresin cardiovascular

Vasoconstriccion

Bradicardia, bloqueos
auriculoventriculares de
segundo grado

Reversible con atipemazol

Vémitos por estimulacién
de quimiorreceptores

corta duracién en
animales saros

Microdosis para
disminuir la
disforiay la
ansiedad

Aumenta la analgesia
en traumatologia

Procedimientos de-
corta duracién en
animales sanos










OEBPS/OEBPS/images/B9788480869645000014_f01-09-9788480869645.jpg





OEBPS/OEBPS/images/B9788480869645000014_f01-21-9788480869645.jpg





OEBPS/OEBPS/images/B9788480869645000014_f01-17-9788480869645.jpg





OEBPS/OEBPS/images/B9788480869645000014_t0025.jpg
Localizacién de la lesion

‘Cambios posturales y de reflejos

De craneal a C6

C6-T2

TI-T3

T3-L3

Tetraplejfa espistica o tetraparesis

Hiperreflexia de los cuatro miembros

Las lesiones graves pueden resultar en muerte por fallo
respiratorio

Tetraparesis o tetraplejia

Depresion de los reflejos espinales del miembro torcico
(motoneurona inferior)

Hiperreflexia del miembro pélvico (motoneurona superior)

Sindrome de Horner (prolapso de la membrana nictitante,
enoftalmos y miosis)

Sindrome de Schiff-Sherrington (rigidez extensora en el
‘miembro tordcico, parilisis flicida con atonia, arreflexiay
analgesia del miembro pélvico)
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Suplementacién Suplementacién de

de cloruro potasicoen cloruro potésicoen  Velocidad
Potasio sérico  250ml de soluciéon (mEq)  11de solucién (mEq)  maxima (mEq/1)*
<2,0 20 80 6

2,1-2.5) 15 60 8

2,6-30 10 40 12

3135 7 28 18

3,6-5,0 s 20 25

“La velocidad méxima de infusion de la suplementacién con potasio no debe ser superior a 0,5 mEq/kg/h.
ja, se recomienda suplementar con magnesio a 0,75 mEq/kg/dia durante 24 horas.

'En hipopotasemia refractas
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Desventajas/efectos

Firmaco  Efecto agonista Dosis Efectos cardiovasculares _secundarios
Fentanilo Purop 2ughgiv.enbalo Minimos Hipoventilacién  dosis altas
28 pg/kglhors en1C
1020 pg/kg/hora en IC (inotsspico)

Buprenorfina  Agonista parcial 0005-0,03 mgkgim. i, scs Minimos Adtividad agonista parcia,
‘pucde adminisrarse via tépica no s tan potente como los
en la mucosa oral en gtos agonistas . puros

Buorfinol  Agonista/antagonista 0210 mgkg/2-4h im. i s Minimos Poco efecto anagésico,

sedante eficaz s e combina
con ansiliicos; duracién
muy corts: efecto techo,una
dosis mayor no proporciona
mis anslgesia

Codeina Agonista puro 1-4 mg/kglé h v, (perros) Minimos Estredimiento disfria

Morfina Agonista puro 0,105 mgkg/d-shim. iv. sc. Minimos, aunque puede.

005-0,1 mgrkgfhora en Civ. causar liberacion de
histamina e hipotension si se
administea i altas dosis

Osimorfona  Agonista puro. 0020, mg/kg/4-12him, iv, s Minimos Hiperestesia al uido, disfori,

jadeosise administea por

Hidromorfons  Agonista puro 00202 mgkg/d-12him, iv,sc Minimos Tadeo durante la

administracion v, vémitos,
bipertermia en gatos

Tramadol  Actividad agonista:agonista receptor . 1-4 mg/kg/6-12 hvo. Minimos Bfecto secundarios: agtacidn,

Inhibicion de a recaptacion de.
norepinefrina y serotonina

ansiedad, temblor, vomitos,
rara ez de esredimiento s
diserea

IC, nfusién continge.
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Trastorno Cambio primario  Respuesta compensatoria

Acidosis metabélica L Hco, Por la disminucién de cada mEq/l de HCO,™,
disminuye la Pco; en 0,7 mmHg
Alcalosis metabélica T HCO,~ Por el incremento de cada mEq/l de HCO,~,
aumenta la Pco, en 0,7 mmHg
Acidosis respiratoria T Pco, Por cada 10mmHg de incremento de la Pco,,
aguda aumenta el HCO,~ en 1,5 mEq/l
Acidosis respiratoria T Pco, Por cada 10mmHg de incremento de la Pco,,
crénica aumenta el HCO,~ en 3,5 mEq/l
Alcalosis respiratoria | Pco, Por cada 10mmHg de disminucién de la Pco,,
aguda disminuye el HCO,~ en 2,5 mEq/l
Alcalosis respiratoria | Pco, Por cada 10mmHg de disminucién de la Pco,,
crénica disminuye el HCO, en 5,5 mEq/l

De DiBartola SP: Fluid, electrolyte, and acid-base disorders in small animal practice, St. Louis, 2005, Elsevier.
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Peso (kg) X (% deshidratacion) X 1.000 = Déficit de fluido (ml)
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Déficit de agua libre = 0,4 X peso (kg) X [(sodio plasmatico)/140) — 1)
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Deéficit de base X 0,3 X Peso (kg)

nkEq de bicarbonato que se han de administrar
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