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ВСТУП 

Методичний посібник для виконання експериментальних робіт із використанням 

щурів, підготовлений на кафедрі біохімії та фізіології біолого-екологічного факультету 

Дніпровського національного університету ім. Олеся Гончара і призначений для 

студентів-біологів 3–5 курсів денного відділення, що навчаються за спеціальністю 091 

Біологія. Він включає інформацію з таких розділів практичної фізіології: критерії 

постановки фізіологічних досліджень, дослідження поведінки тварин, хірургічний 

інструмент та прийоми з’єднання тканин, анестезіологія, лапоротомія, фізіологія 

травлення та серцево-судинної системи, стереотаксична техніка дослідження головного 

мозку тварин, методи неврологічного дослідження відділів центральної нервової системи 

(ЦНС). 

Використання навчального посібника допоможе студентам у процесі виконання 

лабораторних робіт на заняттях зі спецпрактикуму з фізіології людини і тварин, таких 

дисциплін, як фізіологія поведінки, фізіологія серцево-судинної системи, фізіологія 

центральної нервової системи, фізіологія травлення, а також при виконанні курсових та 

дипломних експериментальних робіт. Посібник містить загальні теоретичні відомості з 

постановки фізіологічних дослідів та практичні завдання, після виконання яких у 

протокол вносять результати виконання роботи та висновки. 

Засвоєння студентами та аспірантами матеріалу, який викладений у даному 

посібнику, сприяє формуванню загальнонаукових знань та вмінь, поглибленню знань з 

фізіології людини і тварин, отриманню спеціального методичного досвіду в галузі 

фізіології, а також розвитку навичок в організації наукових досліджень. 

ТЕМА 1 

 

ЗАГАЛЬНІ МЕТОДИЧНІ КРИТЕРІЇ ПОСТАНОВКИ ФІЗІОЛОГІЧНИХ ДОСЛІДІВ 

З ВИКОРИСТАННЯМ ТВАРИН 

 

При використанні будь-якого методу постановки дослідів з використанням тварин 

необхідно чітко дотримуватися загальних методичних положень проведення дослідної 

роботи. Найбільш важливі методичні моменти такі. 

Число тварин у групі. Кількість тварин в експерименті має бути таким, щоб 

нівелювати індивідуальні особливості тварин, які можуть робити визначальний вплив на 

результати. При невеликому числі тварин у групі статистична достовірність результатів 

може різко знижуватися. Занадто велика кількість тварин створює великі труднощі у 

визначенні індивідуальних реакцій тварин, створення ідентичних умов утримання та 

годівлі. 

Повторність досліду. Об'єктивність отриманих в експерименті результатів буде 

високою тільки в тому випадку, якщо вони повторюються вдруге, втретє і т.д. Як правило, 

в дослідах повинно бути не менше двох повторностей. Повторні досліди можна проводити 

в одні й ті ж терміни протягом двох суміжних років або в різні сезони року. Наприклад, у 

дослідах на молодняку бажано вивчати вплив різних чинників на тварин зимово-

весняного, а потім, у повторних дослідах, літньо-осіннього періоду народження або 

навпаки. Одну серію дослідів можна провести на зимових раціонах, а іншу – на літніх. 
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Тобто важлива не просто повторність у повністю стереотипних умовах, а важливо, щоб ті 

ж результати були отримані при дещо відмінних обставинах. Тільки в цьому випадку 

можна стверджувати, що вплив і ступінь впливу досліджуваного фактора мав місце. 

Терміни проведення досліджень та їх тривалість. Тривалість дослідів повинна 

бути такою, щоб у них можна було отримати об'єктивні і вичерпні дані з досліджуваного 

питання.  

Попередній період. У цей період тварин утримують в однотипних умовах 

утримання та годівлі. Вивчають поведінку тварин у групах, поїдання кормів, проводять 

необхідну ветеринарну обробку. Тривалість періоду – 1-3 тижні в залежності від мети і 

завдань досліджень, умов попереднього утримання та годівлі. При використанні 

аліментарного навантаження тривалість залежить і від виду тварини, що пов'язано зі 

швидкістю проходження корму шлунково-кишковим трактом.  

Перехідний період. У цей період тварин дослідних груп поступово, без стресових 

ситуацій переводять на експериментальний режим. Тривалість його в основному 

визначається характером досліджень. Якщо експериментальні умови не вимагають від 

тварини значного пристосування, то тривалість цього періоду скорочується до мінімуму 

або він виключається зовсім. 

Головний період. Залежно від завдань досліду його тривалість може становити від 

декількох тижнів до декількох місяців і часто відповідає тривалості фізіологічного стану 

тварин. Найчастіше у експеримент беруть тварин одного вікового періоду і вивчають 

фізіологічні реакції тварин певного періоду життя. 

Розміщення і техніка годівлі тварин. У приміщеннях, де утримуються тварини, 

необхідно досягти максимальної рівності зоогігієнічних умов (температура, газовий склад, 

освітленість, вологість, рух повітря і т.д.), які повинні відповідати прийнятим вимогам. 

Умови годівлі та утримання повинні відповідати видовим особливостям тварин. Для 

експерименту бронюються доброякісні корми, їх зберігають окремо, періодично 

контролюють їхній хімічний склад і органолептичні властивості. Корм повинен бути 

свіжим, мати нормальний колір і смакові якості. В іншому випадку корми не 

використовуються. Раціони повинні бути збалансовані за всіма показниками відповідно до 

існуючих норм. Корми бажано включати в раціон у вигляді кормосумішей або 

повнораціонних комбікормів, якщо це не суперечить меті досліджень. При введенні в 

комбікорми різних добавок, які слід вивчити, необхідно ретельно їх перемішувати, щоб 

домогтися максимальної рівномірності введення. 

Способи маркування тварин. При виконанні лабораторних досліджень необхідно 

розрізняти тварин. Існує ряд способів маркування дрібних гризунів: 

 татуювання вух тварин, які мають непігментовану вушну раковину. Для 

цього використовують китайську туш або голландську сажу. Татуювання 

проводять спеціальними щипцями у злегка наркотизованих тварин; 

 нанесення надсічок на вушні раковини тварин ножицями або проколювання 

щипцями; 

 нанесення фарби (наприклад, насиченого розчину пікринової кислоти) у 

вигляді крапок або смуг на спині і з боків тварини. У новонароджених мітки 

ставлять розчином фіксатора Буена; 
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 вистигання невеликих ділянок шерсті; 

 у коротковусих тварин та у тварин із темним хутром раніше 

використовували метод ампутації кінцевих фаланг пальців на лапках. 

Ампутацію проводили під наркозом, але цей метод не є гуманним, тому до 

нього слід звертатися лише у крайньому випадку. 

Проведення облікових вимірювань. Хід і результати вимірювань повинні бути 

якомога повніше зафіксовані різним вимірами, вираженими цифровими даними. В першу 

чергу фіксується зміна живої ваги тварин у дослідженнях на молодняку. Зважування 

проводять індивідуально за годину до роздачі кормів, вранці, завжди в один і той же час. 

Виходячи зі змін живої маси, роблять відповідні коригування в раціонах годівлі, кількості 

аналгетичної та анестезійної речовини, що використовується в експерименті. За даними 

індивідуальних зважувань обчислюють середні показники по групах, якщо це потрібно. 

Вихідні основні фізіологічні показники доцільно визначати перед початком 

експерименту, а потім підтримувати на такому рівні в процесі. Такі показники, характерні 

для деяких видів здорових лабораторних тварин, наведені у додатку. 

 

Правила і техніка безпеки при роботі з тваринами 
 

При експериментальній роботі з тваринами необхідно добре знати правила 

поводження з ними, володіти методами їх фіксації і дотримуватися техніки безпеки. 

При проведенні експериментального дослідження обов'язково потрібно одягти 

чистий халат, гумові рукавички, необхідно стежити за чистотою рук та інструментів. Руки 

треба мити як до, так і після роботи з твариною, а також їх обробити дезинфікуючою 

рідиною. При наявності на руках ран, тріщин, подряпин після їх обробки можна надіти 

гумові рукавички або зовсім виключається участь в операції. 

Незважаючи на високу стійкість ссавців до інфекції, при операціях на тваринах 

застосовують правила асептики (система заходів, спрямованих на попередження 

потрапляння збудників інфекції в рану, тканини, органи, порожнини тіла хворого при 

хірургічних операціях, перев'язках і діагностичних процедурах), діючі в хірургії, хоча 

можливо і при напівстерільних умовах. 

Ні в якому разі не можна брати в експеримент хворих тварин, оскільки, з одного 

боку, неможливо буде об'єктивно оцінити результати дослідження, а з іншого, це 

необхідно з метою виключення зараження дослідників зооантропонозами (грец. зоо – 

«тварина, жива істота»; антропос – «людина»; нозос – «хвороба», антропозоонози, група 

інфекційних та інвазійних хвороб, спільних для тварин і людини; до зооантропонозів 

відноситься сибірська виразка, сап, бруцельоз, туберкульоз, сказ, ящур, лептоспіроз, 

трипаносомоз, ехінококоз і ін.). Іншими словами, необхідно суворо дотримуватись заходів 

особистої і загальної профілактики. 

У віварії та лабораторії обов'язково повинна бути аптечка з йодом, перекисом 

водню, бинтом, ватою. При покусах рану дезінфікують спиртом , 5 % розчином йоду, 2 % 

розчином діамантової зеленки. При необхідності треба звернутися до лікаря.  

Від експериментальної роботи з тваринами звільняються вагітні та жінки, а також 

експериментатори, які мають рани і подряпини на шкірі рук. 
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Зі щурами слід поводитися спокійно, лагідно і впевнено. Це дозволяє проводити з 

ними багато маніпуляцій. Лабораторні щури при частому доторканні, якщо їм не 

завдавати болю, стають ручними. Краще брати щура зі спини під лопатки так, щоб її 

передні кінцівки перехрещувалися. У такому положенні вона не зможе вкусити. Тварин 

необхідно заспокоїти, погладжуючи їх між вухами і по спині, але неприпустимі грубе 

поводження, різкі рухи, тим паче побої. 

Введення препаратів здійснюють звичайно удвох, проте при достатній практиці 

ін'єкції можна робити і одному. 

Експерименти повинні виконуватися відповідно до біоетичних норм і Принципів 

Гельсінської декларації, прийнятої Генеральною Асамблеєю Всесвітньої медичної 

асоціації (1964-2000 рр.), Конвенції Ради Європи про права людини та біомедицину (1997 

р.), Європейської конвенції з використання хребетних тварин в експериментах (1986 р.) і 

законів України, спрямованих на мінімізацію страждань, а також на зменшення кількості 

задіяних в експерименті тварин. 

 

Оформлення протоколів експерименту 
 

Оформлення протоколів кожної роботи здійснюється аналогічно правилам для 

авторів експериментальної статті, що спрямовується для опублікування, наприклад, у 

журналі «Нейрофізіологія» або «Фізіологічний журнал». 

У письмовому звіті про проведення експерименту повинні міститися такі розділи: 

вступ, методика, хід досвіду, отримані результати, ілюстрації, обговорення результатів та 

висновки. 

У «Вступі» необхідно навести визначення понять, властивостей об'єкта, препарату, 

яким присвячене завдання дослідження, коротко викласти стан проблеми або питання. 

Наприкінці формулюється гіпотеза, мета і завдання роботи. 

У розділі «Методика» описується хід досліду; структурна схема установки, 

наводяться параметри подразнення, дози і концентрації використовуваних речовин, 

посилення приладів, необхідних у цій роботі; дається перелік розчинів і концентрації 

речовин, що використовуються в досліді. 

Розділи «Результати» і «Обговорення результатів» у більшості випадків чітко не 

поділяють, тобто наведений результат тут же обговорюється. У цих розділах наводять 

ілюстрації основних положень, табличні дані відображають виявлені закономірності. 

Наводяться статистично оброблені дані, достовірність отриманих результатів. 

Пояснюються основні отримані феномени і цікаві особливості, помічені під час досліду. 

Звертається увага на можливості методів, які використовувалися, критично розбираються і 

інтерпретуються межі їх використання. 

«Висновки» мають бути конкретними і містити основний цифровий матеріал, 

отриманий при обробці експериментальних даних. У першому висновку обов'язково 

вказують, що і яким методом вимірювали в експерименті. 
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ТЕМА 2 

ЕКСПЕРИМЕНТАЛЬНЕ ДОСЛІДЖЕННЯ ПОВЕДІНКИ ТВАРИН 

Одним із методологічних підходів до вивчення біології поведінки тварин є 

експеримент. Він може бути виконаний у природних умовах, в лабораторії і в частково 

контрольованому середовищі. В умовах лабораторії забезпечується повний контроль за 

стимулами поведінки – виключаються сторонні подразники (звуки, запахи, соціальні 

фактори), точна реєстрація локомоцій та інших поведінкових проявів, а також їх 

неупереджена інтерпретація. Реєстрацію поведінкових актів довіряють фото- і 

відеотехніці, обробку спостережень виробляють за допомогою комп'ютерної техніки. 

Сучасна апаратура, що реєструє, багато в чому перевершує можливості сенсорних систем 

людини-спостерігача. 

У фізіологічній лабораторії використовують різні моделі тестів для дослідження 

поведінкових реакцій тварин. З них тест «Відкрите поле» є найпоширенішим і полягає в 

дослідженні рухового компоненту орієнтовної реакції і емоційної реактивності тварин, 

вивчення поведінки гризунів у нових умовах. 

Тест «Відкрите поле» був запропонований C.S. Hall (1936) для реєстрації поведінки 

тварин у відповідь на «нові, потенційно небезпечні стимули». Даний тест дозволяє 

оцінити вираженість і динаміку елементарних поведінкових актів у гризунів у 

стресогенних умовах, що виникають у відповідь на переміщення лабораторної тварини в 

установку, що має велику площу й інтенсивність освітлення, ніж бокс його повсякденного 

змісту. 

В даному тесті, як правило, оцінюються такі показники: 

 рухова активність, 

 орієнтовна активність 

 дослідницька активність 

 емоційний статус 

Емоційний статус оцінюється за такими критеріями, як грумінг (короткий і 

тривалий) та кількість уринацій і дефекацій. 

Тест дозволяє оцінити: вираженість і динаміку окремих поведінкових елементів, 

рівень емоційно-поведінкової реактивності тварини (седацію-ажитацію), звикання, 

симптоми неврологічного дефіциту, локомоторну стереотипію, рухову активність, 

дослідницьку активність, емоційний стан. 

«Відкрите поле» в основному використовується як скринінговий тест. У наукових 

дослідженнях метод може бути використаний для виявлення: мінімальних відхилень в 

організмі тварини, що викликаються впливами зовнішніх чинників (наприклад, зміни у 

роботі гіпоталамічних пейсмекерів біологічних мотивацій, що лежать в основі 

формування алкогольного потягу; порушень умовно-рефлекторної діяльності у щурів при 

експериментальній ішемії головного мозку, на початкових етапах тестування безпеки 

препаратів та ін.). Вивчення поведінкових реакцій тварин також використовується  для 

розподілу на однорідні експериментальні групи на початку експерименту.  

На даний момент у біологічних експериментах використовуються два види 

установок для проведення тесту «Відкрите поле». Установка першого «класичного» типу 

– «квадратне відкрите поле» (box) являє собою камеру (метр на метр) з високими бортами. 
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Підлога установки розкреслена на рівні сектори (25 штук), призначених для візуальної 

реєстрації горизонтальної рухової активності експериментальних тварин. У місцях 

перетину ліній секторів у підлозі є отвори (16 штук), призначені для фіксації 

дослідницької активності. 

Установка другого типу – «кругле відкрите поле» (ринг) являє собою камеру з 

високими бортами і круглою підставкою, розкресленою на сектори, які мають отвори для 

реєстрації дослідницької активності тварин. 

РОБОТА 1. Дослідження поведінкових і вегетативних реакцій щурів у тесті 

«відкрите поле» 

Мета роботи: дослідити особливості поведінкових і вегетативних реакцій щурів у 

тесті «відкрите поле» 

Методика дослідження 

Не менш, ніж за 60 хвилин до тестування тварин необхідно помістити в тихе, слабо 

освітлене приміщення. У цей період виключаються перегрупування тварин, годування, 

взяття в руки та інші активні маніпуляції. Ін'єкції фармакологічних речовин, що 

проводяться в підготовчий період, повинні бути виконані максимально стандартним 

способом, так, щоб похибка експерименту мала систематичний характер. 

Такі процедури, як мітка, переміщення з домашньої клітини в іншу, формування 

нових груп (перегрупування) та ін. потрібно провести з тваринами не менш, ніж за 24 

години до тестування. 

Існує кілька способів переміщення тварини у відкрите поле (ВП): в центр арени або 

до її стінки. Найбільш поширений спосіб переміщення тварини безпосередньо на підлогу 

арени створює умови для реєстрації реакції тварини на емоціогенний фактор 

«несподіванка» (у відповідь на несподіваний стимул щури демонструють реакцію 

завмирання (freezing)). Строго кажучи, тест «Відкрите поле» і був запропонований (Hall, 

1936) для реєстрації поведінки тварин у відповідь на «нові, потенційно небезпечні 

стимули» (Буреш, Бурешова, Х'юстон, 1991). 

Зазвичай у тесті «Відкрите поле» реєструють горизонтальну і вертикальну рухову 

активність, грумінг, обнюхування отворів, дефекацію. Крім того, у ВП зручно 

спостерігати за відхиленнями в моторній сфері, такими, як хиткість ходи, тремор і т.п. 

Горизонтальна рухова активність (ГРА) тварин у ВП включає пробіжки по різних 

траєкторіях, аж до кружляння навколо одного місця. Основним критерієм для 

ідентифікації даної форми поведінки є участь у переміщенні тварини всіх чотирьох лап. 

Підлога арени розкреслена на ряди секторів однакової площі, тому за одиницю 

переміщення при візуальній реєстрації поведінки зручно прийняти один пересічений 

сектор. Так як тварина має довжину, іноді навіть рівну довжині підстави сектора, то 

проблема реєстрації переміщення вирішується таким чином. Якщо тварина перебувала в 

межах одного сектора (всіма чотирма лапами), а потім перейшла в суміжний з ним (задні 

лапи перетнули лінію, що їх розділяє), то вважається, що пересічений один сектор. 

Реєструють ГРА на периферії і в центрі арени. Обрахунок результатів іноді ведуть 

як по загальній ГРА, так і по ГРА в різних зонах арени. 

Вертикальна рухова активність (ВРА) тварин у ВП представлена двома видами 

стійок: задні лапи тварини залишаються на підлозі арени, а передні впираються в стінку 
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поля (Climbing) або залишаються на вазі (Rearing). Обрахунок результатів можна вести як 

по загальній ВРА, так і розділяючи на Climbing і Rearing. 

Грумінг тварин у ВП можна умовно розділити на дві категорії: короткий і 

тривалий. Короткий грумінг характеризується 1-2 швидкими круговими рухами лап 

навколо носа і невеликої області біля нього, а тривалий – умиванням області очей, 

закладом лап за вуха і переходом на умивання всієї голови, лап, боків, тулуба, ано-

генітальної області, хвоста. Доцільно окремо обраховувати кількість актів короткого і 

тривалого грумінгу за тестовий період. 

Обстеження отворів (що знаходяться в підлозі арени) являє собою обнюхування 

країв отворів або засування голови всередину отворів «по очі». Найчастіше «обстеженням 

отворів» називають другу форму поведінки. 

Рівень дефекації вважається індексом «емоційності» тварини. Для визначення рівня 

дефекації (і, відповідно, емоційності) багато дослідників підраховують число болюсів, 

залишених тваринам під час перебування в експериментальній установці. Однак слід 

врахувати, що вид корму, ступінь наповненості кишковика, а також різні фармакологічні 

агенти можуть істотно впливати на активність шлунково-кишкового тракту тварини. Тому 

іноді рекомендується підраховувати не число болюсів, а число актів дефекації. 

Тривалість експерименту визначається виходячи з цілей конкретного 

експерименту. Необхідно лише враховувати, що поведінка тварин у перші 2-4 хвилини 

тестування пов'язана з такими емоціогенними факторами, як раптовість, незвичність і 

новизна. Надалі вона переходить у поведінку патрулювання, яке зовні не відрізняється від 

початкового, але має інші нейрохімічні механізми. Ці відмінності особливо важливі для 

фармакологічних досліджень. 

Арену необхідно протирати вологою губкою після тестування кожної тварини. 

Результати експерименту заносять у таблицу (1). 

Таблиця 1. Приклад запису результатів дослідження поведінки тварин  

у тесті «відкрите поле» 

№ Рухова активність, кв. Стійки, 

шт. 

Грумінг, 

с 

Уринації, 

шт. 

Дефекації, кількість 

болюсів ГРА ВРА 

1.       

2.       

3.       

…       

Примітка. ГРА – горизонтальна рухова активність, ВРА – вертикальна рухова активність. 

При порівнянні результатів, які були отримані при дослідженні тварин різних 

експериментальних груп, роблять висновки про відмінності у поведінці тварин, що 

зазнають різних експериментальних впливів, чи відрізняються за типами рухової 

активності та вегетативних реакцій. 
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ТЕМА 3 

ЕКСПЕРИМЕНТАЛЬНІ МЕТОДИКИ ДОСЛІДЖЕННЯ НАВЧАННЯ ТА 

ПАМ'ЯТІ ТВАРИН 

Для дослідження навчання та пам'яті тварин в експериментальній фізіології широко 

застосовують методики пасивного та активного уникання. 

Термін «пасивне уникання» використовують при дослідженнях, в яких тварина 

навчається уникати дії шкідливих факторів шляхом придушення певної поведінки.  

Особливості методик навчання пасивним униканням, які необхідно враховувати, 

плануючи дослідження (Буреш, Бурешова, Х'юстон, 1991): 

 активна поведінка повинна бути яскраво вираженою, відтворюваною та 

легко вимірюватись; 

 аверзивний (ушкоджуючий) стимул повинен бути пов'язаним із активним 

поведінковим компонентом; 

 ситуація яскраво вираженого емоційного стану (біль, страх) та простої 

відповіді (відсутність виконання завдання) забезпечують швидке навчання. 

Більша частина навичок, які виробляються «за одну спробу», є результатом 

пасивного уникання; 

 швидке вироблення дозволяє встановити точний час введення інформації в 

нервову систему. 

 зберігання даних навичок у пам'яті перевіряється не за допомогою 

повторного навчання, а шляхом порівняння поведінки до та після навчання 

або порівнянням поведінки ненавчених та навчених тварин; 

 так як характер завдання потребує використання груп тварин, результати 

зазвичай виражаються арифметичною середньою та/або медіаною, або 

відсотком кількості тварин, в яких спостерігається певна реакція. 

Методики, в яких для навчання та пам'яті тварин використовують пасивне 

уникання: реакція спускання, реакція переходу, тест із двома камерами, придушення 

клювання. 

Навчання активному униканню – основне поведінкове явище, теоретичні та 

практичні аспекти якого цікавлять нейрофізіологів. 

Тварин навчають контролювати застосування безумовних стимулів шляхом 

відповідних реакцій на умовні сигнали, які передують шкідливому стимулу. Першою 

стадією навчання, як правило, є втеча, яка припиняє дію безумовного стимулу. При 

продовженні навчання з'являються упереджувальні реакції, які дозволяють тварині зовсім 

уникнути безумовного стимулу. Як безумовний стимул застосовують: поштовх повітря, 

інтенсивний звук, спеку, холод, воду. Часто вживають електричний струм. Умовним 

сигналом для тварини може бути будь-який сенсорний сигнал, який сприймають тварини: 

звук, колір, положення в устаткуванні. 

Уникання виникає також при відсутності умовних стимулів (це недискриміноване 

уникання) за умови, що безумовний стимул застосовується з регулярними інтервалами, 

при цьому час або стимули, прив'язані до часу, самі є умовними стимулами. 

Характер уникання залежить від експериментальної ситуації. У найпростішому 

випадку тварина переходить із небезпечної зони у безпечну. Більш складні парадигми 
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потребують від тварини виконання певної реакції (натиснення на педаль, пробіжки певної 

відстані, вереску та ін.), яка запобігає безумовному стимулу та вимикає умовний. 

Будь-який тест на активне уникання відображає конфлікт, притаманний двом 

тенденціям: нерухомості, викликаної страхом, та руху, викликаному страхом. Однак, 

занадто сильний страх заважає придбанню активного уникання. Тому рекомендується за 

кілька днів перед експериментом приручати щурів для того, щоб вони були добре знайомі 

з обстановкою та скоріше навчились тому, як утікати в аверзивній ситуації або як її 

уникнути. 

Методики, в яких для навчання та пам'яті тварин використовують активне 

уникання: уникання на біговій доріжці, уникання в човниковій камері, уникання 

стрибком, уникання плаванням. 

У методиках як пасивного, так і активного уникання дослідники як безумовний 

стимул найчастіше використовують електричний струм – стимул, який легко 

відтворювати, а також якому легко надавати кількісну оцінку. Однак, у випадках, коли 

навчання повинно пройти «за одну спробу», на заваді навчанню стають захисні реакції 

щурів (завмирання, стрибок). Тому, для більшої відповідності етології тварин, 

використовують ряд аверзивних стимулів і градієнтів (спека, холод, сильне світло, шум, 

дим, поштовх повітря та ін.) 

РОБОТА 1. Дослідження навчання та пам'яті щурів у тесті «уникання 

плаванням» 

Мета роботи: дослідити особливості процесів навчання та пам'яті щурів у тесті 

«уникання плаванням». 

Прилади: круглий пластмасовий басейн діаметром 70 см, заповнений водою 

температурою 20°С на 20 см. Товста мотузка діаметром 1 см та довжиною 70 см, 

підвішена до планки, що нависає над центром контейнера та утримується вантажем знизу. 

Методика дослідження 

Для вироблення реакції щура повільно занурте у воду так, щоб голова тварини була 

повернена до фіксованої точки на окружності контейнера. Відпустіть тварину. Вона буде 

намагатись вибратися, піднімаючись по стінці басейну. Якщо щуру вибратись не вдасться, 

він буде плавати вздовж та впоперек контейнера. Тварина пливе, задираючи носа, морду 

та частину голови над водою. Щуру дозвольте плавати до тих пір, доки він не знайде 

мотузку та не вибереться з води, або після того, як минуло 5 хвилин (щури можуть 

плавати декілька годин). Після першої спроби середня латентність уникання складає 1-2 

хвилини. Після закінчення спроби щура витріть рушником та розмістіть у теплій камері до 

повернення у клітку.  

Через 24 години повторіть тестування збереження рефлексу.  

Навчання виражається у зменшенні часу латентного періоду на другу добу.  

За Баррако та співр. (Ваггасо et at, 1978), поведінка уникання плаванням 

складається з двох компонентів: добре підготовлена видоспецифічна тенденція уникання 

шляхом вилізання по стінках басейну з водою поступово змінюється цілеспрямованою 

поведінкою. Відсутність завмирання полегшує плавний перехід від початкової невдалої 

поведінки до правильного просторового вирішення завдання.  
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Перевага даного тесту полягає в тому, що його можна використовувати навіть для 

малорухливих тварин у фармакологічних дослідженнях та в дослідженнях із видаленими 

ділянками головного мозку. Коли тварину розміщують у воді, вона долає акінезію та 

пливе, що дозволяє відокремити вплив загальної слабкості після перелічених впливів від 

найбільш специфічних порушень навчання та пам'яті. 

Запишіть час латентного періоду кожної з проб.  

Зробіть висновок з отриманих результатів. 

 

ТЕМА 4 

ХІРУРГІЧНІ ІНСТРУМЕНТИ, ВУЗЛИ, ШВИ 

 

При проведенні гострого експерименту на щурах необхідне знання та певні 

навички використання хірургічного інструменту і методів роз’єднання та з’єднання 

тканин тварини. 

 

РОБОТА 1. Основні хірургічні інструменти  

Мета роботи: освоїти методи утримання та користування хірургічними інструментами.  

ІНСТРУМЕНТИ ДЛЯ РОЗ'ЄДНАННЯ ТКАНИН.  

Скальпелі (рис. 1.):  

Візьміть скальпель у кисть в позицію писального пера (рис. 2).  

Поставте його вістря на модель шкіри (б/п тканину).  

Зробіть швидкий розріз з мінімумом тиску і максимумом тяги.  

Розріз повинен бути достатньо глибоким, з рівними краями. 

          

Рис. 1. Види скальпелів.  

Зліва - черевцевий;  

праворуч - гострий 

Рис. 2. Способи утримання скальпелів.  

           а - ніж у позиції писального пера;  

           б - ніж у позиції столового ножа,  

           в - кисть у позиції смичка 
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Хірургічні ножиці (рис. 3.): 

Відчуття положення та контролю ножиць у русі досягається таким чином (рис. 4). 

Нігтьова фаланга 4-го пальця заводиться в праве кільце ножиць. 3-ій палець лягає на це ж 

кільце зверху. 2-ий палець лягає на замок (або гвинт), що скріплює бранші ножиць. 

Нігтьова фаланга першого пальця заводиться в ліве кільце. Зробіть розріз б/п тканини. 

 
Рис. 3. Види ножиць.  

       а - ножиці, вигнуті по осі (Ріхтера); б - ножиці прямі загострені;  

       в - ножиці прямі тупокінцеві; г - ножиці, вигнуті по площині (Купера) 

 
Рис. 4. Положення пальців при користуванні ножицями 
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Примітка: ножиці більш підходять для розсічення тонкошарових утворень. Розріз робиться 

швидко і чітко. Мляве шматування призводить до зайвої травматизації, утворенню клаптів 

позбавлених харчування і, як наслідок, погіршення загоєння післяопераційних ран. 

ХІРУРГІЧНІ ГОЛКИ І ГОЛКОТРИМАЧІ (рис. 5)  

Взяти голку пінцетом. Захопити голку голкотримачем так, щоб не менше 2/3 голки 

(рахуючи від вістря) були вільними.  

Покладіть голкотримач у кисть так, щоб 2-ий палець лежав на замку голкотримача 

(рис. 6).  

Приготуйте хірургічну нитку.  

Помістіть її по довгій осі голкотримача, затискаючи між 1-ою та 2-ою фалангами  

3-ого пальця.  

Проведіть нитку під довгим кінцем голки, потім між кінцем голкотримача і тілом 

голки. Довжина залишку нитки в голці повинна становити близько 1,5 см.  

Як модель візьміть шматочок б/п тканини і з'єднайте її краї.  

Вколюючи голку, її ставлять перпендикулярно поверхні так, щоб потім 

обертальним рухом кисті з положення пронації в положення супінації просувати її в 

тканини.  

Для підхоплення голки використовується анатомічний пінцет. 

 

Рис. 5. Тримачі голок і хірургічні голки.  

1 - голкотримач з вигнутими ручками (Матьє);  

2 - голкотримач Троянова:  

3 - голкотримач з прямими кільцевими ручками (Хегара); аа – поперечний переріз ріжучої 

хірургічної голки; бб – поперечний перетин круглої хірургічної голки;  

в – вушко хірургічної голки. 
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ПІНЦЕТ (рис. 7)  

Пінцет утримується з одного боку великим пальцем, а з іншого – вказівним і третім (тобто 

у вигляді писального пера). В цьому випадку пінцет є ніби продовженням пальців і 

забезпечується висока точність і чутливість у русі (рис. 8). 

 

Рис. 6. Положення кисті при 

користуванні голкотримачем.  

а – кисть у положенні пронації;  

б – кисть у положенні супінації. 

Рис. 7. Види пінцетів.  

а – анатомічний;  

б – хірургічний;  

в – лапчастий 
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КРОВОСПИННІ ЗАТИСКИ (рис. 9).  

Їх утримання і робота проводиться так як і у ножиць. При захоплюванні судин потрібно прагнути, 

щоб у затиск попало по можливості менше оточуючих тканин. Спробуйте зробити це на краєчку 

б/п тканини. 

 

Рис. 9. Види кровоспинних затискачів.  

а – затискач з овальними губками (Пеана); б – затиск зубчастий (Кохера);  

в – затискач з довгими губками без зубців (Більрота);  

г – затискач типу «москіт». 

Рис. 8. Неправильне (а) і 

правильне (б) тримання 

пінцета. 
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РОБОТА 2. Хірургічні шви і вузли  

Мета роботи  

Освоїти основні хірургічні вузли і способи  їх в'язання.  

Примітка: для цієї роботи використовуйте металевий циліндр і шматочок бавовняної тканини.  

ВУЗЛУВАТИЙ ШОВ  

Візьміть голкотримач з голкою і заправленою ниткою.  

Проведіть вкол і викол на однаковій відстані від країв розрізу (рис. 10). 

Затягніть хірургічний вузол до зіткнення країв рани так, щоб вони не підкручувалися і щільно 

стикалися по всій товщині поверхні, що з’єднується.  

Слідкуйте, щоб вузли розташовувалися не так на лінії розрізу, а збоку на одній стороні.  

Шви накладаються на відстані 1-2 см один від одного. 

БЕЗПЕРЕРВНИЙ ШОВ 

Візьміть довгу нитку і заведіть її в голку.  

Зробіть вкол і викол і зав'яжіть вузол.  

Надалі, роблячи вколи і виколи, зробіть ушивання рани.  

Зав'яжіть вузол після ушивання.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

МАТРАЦНИЙ ШОВ  

Проведіть вкол і викол і зав'яжіть вузол.  

Проведіть вкол і викол і на цій же стороні вкол і викол на протилежній.  

Після ушивання рани зав'яжіть вузол. Для цього в одну руку візьміть кінець нитки, а в 

іншу – складену вдвічі нитку з останнього шва. 

 

 

Рис. 10. Види швів. 

а - вузлуватий шов;  

б - безперервний шов;  

в - шов Мультаїовського;  

г - одиничний матрацний шов;  

д - безперервний матрацний шов 
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ТЕМА 5 

АНЕСТЕЗІОЛОГІЯ. ЛАПОРОТОМІЯ, КАНЮЛЮВАННЯ ЖОВЧНОЇ ПРОТОКИ 

Наркоз – штучно викликаний, зворотний стан гальмування центральної нервової 

системи, при якому настає втрата свідомості, сон, знеболювання, розслаблення скелетних 

м'язів, втрата контролю над деякими рефлексами. 

Перші знеболювальні засоби виготовляли з різних рослин (опій, конопля тощо) у 

вигляді настоїв чи відварів, а також «сонних губок», які просочували соком рослин та 

підпалювали. Вдихання парів присипляли хворих. 

Вважають, що ефір у ХІІІ столітті винайшов алхімік Раймунд Луллія, а синтезував 

у 1540 році німецький фармацевт Валерій Кордус. Перший у світі ефірний наркоз був 

проведений при операції з видалення піднижньощелепної пухлини 16 жовтня 1846 року в 

Масачусетській багатопрофільній лікарні м. Бостон (США) анестезіологом Уїльямом 

Мортоном. У лютому 1847 року ефір почав застосовувати для знеболювання при 

операціях російський вчений та лікар М. Пірогов.  

У листопаді 1847 року лікар-акушер із Единбургу Джеймс Сімпсон під час 

прийому пологів вперше для наркозу використав хлороформ, який виявився більш 

сильним анестетиком, ніж ефір, але мав серйозні побічні ефекти та іноді призводив до 

раптової смерті. Впродовж наступних 40 років на практиці було випробувано багато 

різних агентів, але невелика кількість витримала випробування часом. 

У 1877 році для місцевої анестезії був застосований кокаїн, пізніше – спинальна та 

епідуральна анестезія, що дозволило в 1900-х роках здійснювати хірургічні втручання на 

грудній порожнині у стані без глибокого наркозу, який досягається за допомогою 

використання ефіру та хлороформу. З 1900-х років у медичну практику були введені нові, 

менш токсичні анестетики. 

Із початком використання анестетиків у медичній практиці розпочалось їх активне 

використання експериментаторами в дослідах на тваринах. 

Виділяють такі види наркозу: 

 простий або чистий – вводять одну речовину; 

 змішаний – вводять суміші двох або більше речовин; 

 комбінований – вводять дві або більше речовини різними шляхами. 

Речовини вводять одну за одною через певний проміжок часу: спочатку 

вступний, потім основний компонент; 

 потенційований – дія основної речовини підсилюється фармакологічними 

препаратами (аміназином, дипрозином, міозином), що викликають перерву 

нервових імпульсів у різних відділах нервової системи, які вводять за 10-20 

хвилин до наркозу внутрішньовенно або внутрішньом'язово. 

За силою та тривалістю наркоз поділяють на: 

 повний (глибокий) наркоз; 

 неповний (поверхневий) – використовується при короткочасному втручанні. 

В залежності від способу введення наркотичних речовин в організм наркоз 

поділяють на: 
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 інгаляційний – речовини (хлороформ, хлоретил, етилен і т.і.) потрапляють 

до організму через дихальну систему. Іноді пари цих речовин вводять через 

трубку в трахею; 

 неінгаляційний: 

 внутрішньовенний – вводять у вену; 

 інтероректальний – вводять через пряму кишку; 

 пероральний – вводять через ротовий отвір; 

 інтероперитонеальний – вводять у черевну порожнину; 

 підшкірний – вводять під шкіру; 

 внутрішньом'язовий – вводять у м'яз. 

Наркоз перебігає у декілька стадій, які мають певні особливості та зумовлені 

залученням до гальмування певних структур головного та спинного мозку. 

Перша стадія – стадія аналгезії (оглушення). Блокуються структури на рівні 

стовбуру головного мозку. Тварина стоїть немов у заціпенінні чи виявляє занепокоєння. 

Дихання глибоке та ритмічне, пульс прискорений, рухи очного яблука довільні. Рефлекси 

збережені. Больові відчуття притупляються або зникають, тоді як тактильна та 

температурна рецепції не порушені. 

Друга стадія – збудження. Спостерігається підвищення тонусу скелетних м'язів, 

безладне скорочення кінцівок. Дихання і пульс нерівномірні. Кров'яний тиск підвищений, 

зіниця розширена, посилюється секреція слинних, слізних, потових залоз. Спостерігається 

часте ковтання. 

Третя стадія – хірургічний наркоз. Має 4 рівні: 

 поверхневий наркоз: повністю зникає больова та тактильна чутливість, 

припиняється ковтання, зникає рогівковий рефлекс, зіниці звужуються, 

дихання глибоке, ритмічне, кров'яний тиск стабілізується, пульс 

прискорений, скелетні м'язи не розслаблені; 

 легкий наркоз: м'язи розслаблені, але не повністю, дихання і пульс ритмічні, 

зіниці слабо реагують на світло; 

 повний наркоз: дихання рівне, поверхневий пульс рівний, тиск знижуються, 

зіниці розширюються, м'язи розслаблені, западає язик; 

 надглибокий наркоз: дихання поверхневе діафрагмальне, пульс слабкий, 

тиск низький, рух очних яблук не проявляється, суха рогівка, зіниці 

розширені. Стан на межі життя та смерті. 

Під час проведення хірургічного втручання необхідно пильно слідкувати за станом 

тварини, стежити за пульсом, диханням, реакцією зіниць, температурою поверхні тіла, 

кольором шкірних покривів та станом слизових оболонок для запобігання загибелі. 

При виході з наркозу всі його стадії спостерігаються у зворотному порядку. 

 

РОБОТА 1. Розрахунок дози наркотичної речовини для неінгаляційного 

наркозу 

 

Мета роботи: визначити дозу наркотичної речовини і стадії наркозу тварини. 

Методика робіт: 
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Візьміть щура і визначте його масу. Згідно з наведеними у таблиці 2 даними 

розрахуйте дозу наркотичної речовини.  

Таблиця 2. Дози наркотичних речовин для білих щурів 
 

Речовина Доза (за літературними 

джерелами)  

Доза на вагу 

тварини, мг/кг 

Гексенал 250 мг/кг, в/о  

Барбамил 50 мг/кг, п/ш  

Уретан 1200 мг/кг, п/ш  

Хлораргидрат 300 мг/кг, п/ш  

Барбитал Na (мединал) 200 мг/кг, п/ш  

Стамінал Na 40 мг/кг, в/о  

Тіопентал Na + кетамін 50 мг/кг + 20 мг/кг, в/о  

Умовні позначення. В/о – внутрішньочеревинно; п/ш – під шкіру 

Розведіть наркозну речовину, введіть щуру, відзначте час його введення. 

Запишіть час настання та тривалості кожної стадії наркозу. Запишіть дані 

обстеження тварин у таблицю, відзначаючи характер дихання, рухливість, реакцію зіниць 

на світло, рогівковий рефлекс, больову чутливість, акт дефекації і сечовипускання. 

Зробіть висновок з отриманих результатів. 

 

РОБОТА 2. Розрахунок ефективної дози ефіру для загальної анестезії 

Мета роботи: визначити дозу ефіру, необхідну для ефективного наркозу щура. 

Методика роботи 

Виміряйте обсяг ексикатора. Посадіть щура в ексикатор. Шприцом введіть в 

ексикатор 3 мл ефіру і відзначте час від моменту введення до моменту настання 

наркотичного сну. Повторіть процедуру з 5 і 10 мл ефіру. Виберіть найбільш ефективну 

дозу, провівши відповідні розрахунки. Зробіть висновок. 

РОБОТА 3. Пробна лапоротомія 

Мета роботи: засвоїти методику лапоротомії у щурів. 

Методика роботи 

На операційному столику зафіксуйте на спині наркотизованого щура згідно даних 

попередньої роботи. 

Ножицями з вигнутими браншами треба вистригти шерсть по серединній лінії 

живота. Двічі обробіть шкіру розчином йоду. Вимийте двічі руки теплою водою і обробіть 

їх 70 % спиртом. Візьміть скальпель і одним рухом зробіть розріз шкіри від 

мечоподібного відростка до лонного зчленування. Розітніть скальпелем м’язи і очеревину. 

Огляньте черевну порожнину, звертаючи увагу на взаєморозташування органів.  

Пошарово вшийте черевну порожнину, накладаючи кетгут на м’язи і очеревину 

безперевним швом, а на шкіру – шовк переривчастим вузлуватим швом. Обробіть вшиту 

рану йодом. 

Звільніть тварину і покладіть її до клітки. 
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Простежте за наявністю в клітці води, їжі, тирси. 

На 8-ий день після операції зніміть шви після їх повторної обробки розчином йоду. 

Примітка. У ході операції необхідно стежити за постійним підтриманням ІІІ-ої 

стадії наркозу. Це здійснюється шляхом накладання вати, змоченої ефіром, на мордочку 

тварини. 

РОБОТА 4. Канюлювання жовчної протоки 

Мета роботи: збір жовчі у щурів. 

Методика роботи 

Згідно методик, наведених у попередніх роботах, наркотизуйте тварину, зафіксуйте 

її у положенні на спині та зробіть розтин черевної порожнини. 

Знайдіть шлунок та дванадцятипалу кишку. Обережно натягнувши дванадцятипалу 

кишку, знайдіть загальну жовчну протоку та відпрепаруйте її. 

Підведіть під жовчну протоку дві лігатури, змочені фізіологічним розчином. 

Лігатуру, яка знаходиться ближче до дванадцятипалої кишки, зав'яжіть. Залиште на 1-2 

хвилини для того, щоб жовчна протока наповнилась жовчю та стала краще 

візуалізуватись. 

Нейрохірургічними ножицями зробіть надріз протоки. 

В отвір, який утворився, введіть голку канюлі та зафіксуйте її у протоці за 

допомогою другої лігатури. Канюля попередньо повинна бути заповнена фізіологічним 

розчином. 

Збір жовчі здійснюйте впродовж 1 години у мірну ємність, кожні 15 хвилин 

фіксуючи об'єм секрету, який виділився. 

Під час проведення експерименту необхідно слідкувати за зволоженням 

операційного простору. Для цього його прикривають змоченою у фізіологічному розчині 

серветкою, яку зволожують по мірі необхідності, запобігаючи її висиханню (Хоменко, 

2002). 

Після проведення дослідження провести евтаназію тварини згідно чинного 

порядку. 

У протоколах дослідження зафіксуйте початок збору жовчі, об'єми 15-ти 

хвилинних порцій. Зібраний біологічний матеріал одразу повинен підлягати біохімічному 

аналізу. 

Зробіть висновки.  

ТЕМА 6 

ЕЛЕКТРОКАРДІОГРАФІЯ У ЩУРІВ 

Серцево-судинну систему розглядають як індикатор адаптаційних можливостей 

організму. Рівень її функціонування прийнято вважати провідним показником, що 

відображає рівновагу організму з середовищем (Баевский P.M., Берсенева, 1997). Серце є 

досить чутливим індикатором всіх функціонально значущих процесів, що відбуваються в 

організмі. Тому в експериментальних дослідженнях електрокардіографія є дуже цінним 

інтегральним методом вивчення реакцій організму на різноманітні впливи. При цьому 
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важливо, щоб у період проведення досліджень тварина не піддавалась небажаним 

стресовим впливам, пов'язаним, зокрема, з маніпуляціями, що заподіюють біль, якщо ці дії 

спеціально не передбачені завданнями відповідного експерименту.  

Для реєстрації електрокардіограми (ЕКГ) щурів їх наркотизують (Маханова и др., 

1997; Гордзадзе, 2002), або ж поміщають у спеціальні клітини-пенали, в яких тварини 

виявляються нерухомими і жорстко фіксованими в певному положенні (Арушанян и др., 

1995; Космачев и др., 1997). Для реєстрації ЕКГ у щурів найбільш часто використовують 

біполярні відведення зао Ейнтховеном (II стандартне відведення) (Задорожна та ін., 2010; 

Чиж, 2015). Як електроди використовують голки з нержавіючої сталі, які вводять 

підшкірно в заданих ділянках тіла. За відсутності наркозу як електроди використовують 

струмовідводні сітки, які електропроводами зв'язні з реєструючим пристроєм. Обидва 

способи мають свої недоліки. Негативний вплив наркозу на різні функції організму 

показано багатьма дослідниками (Pelissier et al., 1998; Абидова, 2002). Однак, значний 

вплив на організм надає і гіпокінезія (Смирнов, Уголев, 1981). Вона розвивається у 

тварини, яка насильно міститься в тісну клітку і знаходиться там у стані повного 

знерухомлення, що неминуче супроводжується сильним стресом і спотворенням 

показників, що знімаються. Надійному контакту негольчатих електродів з тілом щура 

перешкоджає щільний шар вовни. Можна голити шерсть в області контакту шкіри з 

електродами і використовувати спеціальні гелі, але це суттєво ускладнює умови 

проведення експерименту. До того ж, при голінні тварину необхідно надійно фіксувати, 

що зазвичай робиться за допомогою короткочасного наркозу, а це також негативно 

позначається на результатах експерименту (Bloss, Potts, 1974). 

РОБОТА 1. Відведення електрокардіограми у щурів 

Мета роботи: засвоїти методику відведення електрокардіограми у щурів. 

Методика роботи 

Згідно з методиками, наведеними у попередніх роботах, наркотизуйте тварину, 

зафіксуйте її на маніпуляційному столику у положенні на животі. Лапи притягніть 

джгутами. Введіть підшкірно голчаті електроди у передні кінцівки тварини і задню праву. 

Електрод заземлення зазвичай підкладають під хвіст тварини, накриваючи його 

серветкою, що змочена у фізіологічному розчині.  

Запишіть електрокардіограму щура протягом хвилини.  

Звільніть тварину. Проконтролюйте наявність їжі, води і тирси в клітці.  

Порахуйте кількість серцевих скорочень, варіабельність серцевого ритму за інтервалами 

R–R. 

ТЕМА 7.  

ГЕМАТОЛОГІЧНІ МЕТОДИ ДОСЛІДЖЕННЯ 

У щурів невелику кількість крові вдається взяти з вушних раковин. Для цього один 

з експериментаторів лівою рукою фіксує щура, міцно затискаючи кінцівки, а великим і 

вказівним пальцями натягує шкіру шиї, стискаючи судини цієї області і створюючи застій 

крові і гіперемію вушних раковин. З вушної раковини можливі повторні забори крові 
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через 3-5 діб. Склад еритроцитів, лейкоцитів і лейкоцитарна формула крові при 

повторному взятті крові з вушної раковини щурів залишається без змін, у той час, як при 

повторному взятті крові після ампутації кінчика хвоста збільшується число лейкоцитів 

через те, що виникає запальна реакція. Для забору крові зі стегнової або яремної вен щурів 

піддають наркозу (Ветеринария в сельском …, 2012). 

Для отримання великих кількостей крові у дорослих щурів вдаються до пункції 

хвостової вени. Хвіст обігрівають теплою водою, дезінфікують; вену здавлюють біля 

кореня хвоста, вводять у судину голку і шприцом відсмоктують кров. Нерідко для взяття 

крові відсікають кінчик хвоста ножицями на 5–10 мм, після чого збирають кров, що 

витікає з рани. З кінчика хвоста вдається отримати значну кількість крові, відсмоктуючи її 

вакуумно. Однак, щоб взяти кров з вен хвоста, не обов'язково відрізати його кінчик. 

Можна зробити надріз кінчика хвоста навскіс, по спіралі. Така рана менш травматична, 

вона швидко гоїться. 

Кров зі стегнової вени беруть під наркозом. Вену препарують, розкривають. З 

розкритої судини кров накопичується у рані. Після взяття крові рану тампонують і 

зашивають. 

Достатньо зручно брати кров у щурів, а також в інших дрібних лабораторних 

тварин, з ретробульбарного венозного сплетення за допомогою пастерівської мікропіпетки 

(кінчик піпетки повинен бути злегка заточеним і мати в діаметрі не більше 1 мм). Для 

цього наркотизованого щура захоплюють лівою рукою за шкіру шиї великим і вказівним 

пальцями, а іншими пальцями надійно утримують за шкіру спини. Мікропіпетку беруть у 

праву руку. Кінцем піпетки пробуравлюючими рухами проколюють кон'юнктиву 

внутрішнього кута ока і проводять її на глибину 1-2 мм за очне яблуко, де знаходиться 

венозне сплетіння. При правильному введенні в капіляр мікропіпетки з ретроорбітального 

сплетення самопливом надходить кров. За необхідності взяти велику кількість крові слід 

натягнути шкіру в області шиї, щоб здавити яремні вени і створити венозний застій, тобто 

підвищити венозний тиск у ретроорбітальному венозному сплетінні (рис. 11).  

 
 

При взятті крові з венозного сплетення очної ямки необхідно стежити, щоб у 

піпетку не потрапила слізна рідина. Описаний спосіб простий, дозволяє брати кров при 

хронічних спостереженнях, але потребує деякого досвіду. Іноді виникають ускладнення у 

вигляді пошкодження ока і його сліпоти. 

Якщо потрібно взяти велику кількість крові, проводять пункцію серця. При цьому у 

великих щурів вдається отримати до 6–8 мл крові. При пункції серця краще користуватися 

Рис. 11. Забір крові мікропіпеткою з 

ретроорбітального венозного 

сплетіння щура 
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вакуумним методом відсмоктування крові (Лущенко, 1961, Ветеринария в сельском …, 

2012; Прикладная физиология, 2015). 

 

РОБОТА 1. Взяття крові з кінчика хвоста 

Мета роботи: забір крові у щура з кінчика хвоста. 

Методика роботи 

На операційному столику зафіксуйте на спині наркотизованого щура. Розігрійте 

хвіст тварини шляхом занурення його в теплу (+ 35°С) воду. Приготуйте меланжер і 

ножиці. Вийміть хвіст з води, обсушіть його чистою ганчіркою і обробіть спиртом. 

Гострою бритвою зробіть надріз кінчика хвоста навскіс, по спіралі. Стисніть 

проксимальну частину хвоста двома пальцями і таким чином проведіть по шкірі хвоста до 

його кінчика. Краплю, що з'явилася, швидко наберіть у меланжер до потрібної позначки. 

Звисання хвоста за край столу – обов'язкова умова для всіх пунктів даної роботи. У зв'язку 

з цим кров у меланжер повинна надходити самопливом, а наявність бульбашок повітря в 

капілярній частині меланжера неприпустимо. 

РОБОТА 2. Пункція серця 

Мета роботи: забір крові у щура методом пункції серця. 

Методика роботи 

Наркотизовану тварину зафіксуйте на маніпуляційному столику на спині. 

Вистрижіть шерсть в області передбачуваного уколу і дезінфікуйте шкіру. Пальпаторно 

визначте місце кінцевого поштовху серця. Одягніть голку на шприц і введіть її в точку, 

що лежить на 10 мм краніальніше від встановленого верхівкового поштовху і на 1-2 мм 

латеральніше від лівого краю грудини. Вводьте голку перпендикулярно площині грудної 

клітки одночасно витягаючи поршень шприца на себе. При появі крові в шприці зупиніть 

просування голки і наберіть 3-5 мл крові.  

Пункцію серця проводять не частіше, ніж один раз на тиждень. Після взяття крові 

підшкірно вводять 0,9% -й розчин хлориду натрію. 

ТЕМА 8 

ОСНОВИ СТЕРЕОТАКСИЧНОЇ ТЕХНІКИ. 

СТЕРЕОТАКСИС: БУДОВА ТА ПРАВИЛА РОБОТИ. 

СТЕРЕОТАКСИЧНИЙ АТЛАС ГОЛОВНОГО МОЗКУ 

Метод стереотаксису був винайдений у 1908-м нейрохірургом В. Хорелеєм і 

інженером Р.Ч. Кларком і донині застосовується у багатьох лабораторіях з досліджень 

функції ЦНС, тварин і в нейрохірургії головного мозку людини, коли потрібно в товщі 

мозку точно потрапити інструментом у задану структуру для біопсії, руйнування або 

стимуляції. Природно при цьому виключається пошкодження життєво важливих центрів. 

Стереотаксичний (від грецького стереос – об’ємний, таксис – розташування або 

рухомий у просторі) метод заснований на детальних анатомічних дослідженнях структур 
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головного мозку з введенням у них подразнюючих, відвідних або стимулюючих 

електродів. 

Терміни, що використовуються при описі будови голови і тіла тварини та 

людини. 

Площинами, що ідуть поздовжньо і поперечно мозок, голова і тіло умовно 

розбиваються на частини. 

Рис. 11. Терміни, прийняті для позначення розташування відділів і частин тіла 

людини (А і Г), тварини (Б) і площини тіла людини (В) 

Площину, що проходить чітко посередині голови і тіла тварини і ділить його на дві 

симетричні половини – праву і ліву – прийнято називати середньою сагітальною 

площиною (рис. 11, в). Паралельні їй площини іменуються бічними сагітальними 

площинами: ними тіло розбивається на несиметричні частини. Для опису положення 

органу по відношенню до цих площин вживаються терміни: латеральний (бічний) – 

lateralis, тобто спрямований у бічну (ліву чи праву) сторону від серединної сагітальної 

площини, і медіальний (серединний) – medialis, тобто спрямований до середини тіла. З 

ними не слід змішувати терміни внутрішній – internus, і зовнішній – externus, які 

вживаються тільки по відношенню до стінок порожнин. 

Перпендикулярно сагітальним, вздовж тіла проводяться і фронтальні площини. 

Цими площинами тіло ділиться на поздовжні несиметричні ділянки, одні з яких 

спрямовані в бік лінії спини, інші в бік лінії живота (рис. 11, в). Відповідно до цього при 

описі положення органів використовуються терміни: дорсальний (спинний, верхній) – 

dorsalis, вентральний (черевний, нижній) – ventralis (у людини задній і передній 

відповідно). 
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Сегментальними площинами тіло тварини розтинають впоперек, внаслідок чого 

утворюється ряд сегментів. По відношенню до цих площин становище органів 

позначається термінами: краніальний (передній, черепний) – cranialis і каудальний 

(хвостовий, задній) – caudalis, спрямований у протилежний бік (у людини відповідно – 

верхній і нижній). 

Для опису голови тварини, у зв’язку з необхідністю деталізації її будови, вживають 

інші терміни, хоча і відображають напрям попередніх: оральний (ротовий) – oralis, в 

напрямку ротової порожнини і аборальний (проти ротовий) – aboralis, в напрямку шиї. 

При описі мозкового черепа і лежачих у ньому структур використовуються терміни 

назальний (носовій) – nasalis і каудальний (хвостовий). 

Найближчий від тіла кінець кінцівки або її ланка визначається терміном 

проксимальний – proximalis, а віддалений – дистальний – distalis. Передня поверхня 

грудної та тазової кінцівок називається дорсальною, або спинковою – dorsalis, вона 

звернена вперед. Задня ж поверхня на грудній кінцівці носить назву волярної, або проти 

спинкової, – volaris, на тазовій кінцівці – плантарної, або проти спинкової, – plantaris. До 

цього слід додати терміни: бічний, зовнішній – lateralis і внутрішній, серединний – 

medialis, правий – dexter, лівий – sinister, поверхневий – superficialis, глибокий – profundus. 

 

РОБОТА 1. Пристрій стереотаксичного апарату 

 

Мета роботи: познайомитися з пристроєм стереотаксису і освоїти основні 

принципи роботи з ним. 

Методика робіт 

Огляньте стереотаксис і знайдіть головотримач (рис. 12, 13). 

Знайдіть вушні утримувачі і за допомогою гвинтів спробуйте змінити відстань між 

їх кінчиками (рис. 13 (4,5)). 

Розгляньте зубні утримувачі і освойте механізм зміни їх нахилу, а, отже, і нахилу 

голови тварини (рис. 13 (3,2)). 

Знайдіть носові утримувачі, за допомогою гвинтів спробуйте їх закріпити (рис. 13 

(1)). 

При використанні схеми (рис. 12) знайдіть на приладі стереотаксичну голівку 

(препаратоводій). 

Знайдіть пристрій для переміщення каретки в поздовжньому, ростро-каудальному 

напрямку (використовується для установки координати АР). Розгляньте і визначте 

величину ділення на лінійці штатива (рис. 12 (2)). 

Знайдіть вимірювальні лінійки для поперечного переміщення стереотаксичної 

голівки, у фронтальній площині (координата І). Зверніть увагу на ділення, розташовані на 

підставі мікрометричного гвинта, визначте величину (в мм) його одного оберту (рис. 12 

(5)). 

На осі кріплення електродів розгляньте і визначте величину одного оберту 

мікрометричного гвинта і механізм занурення в мозок на певну величину (координата Н) – 

вертикальне переміщення (рис. 12 (3)). 

У верхній третині, на задній поверхні голівки стереотаксису знайдіть диско видний 

пристрій, що забезпечує кутове переміщення каретки в поперечній площині, що дозволяє 
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змінювати кут занурення електродів і канюль у мозок. На бічній поверхні знайдіть 

аналогічний пристрій для кутового переміщення каретки в повздовжній площині (рис. 12 

(7)). 

 
Рис. 12. Стереотаксис (загальний вид). 

1 – стійка; 

2 – пристрій для повздовжнього переміщення каретки; 

3 – мікрометричний гвинт вертикального переміщення стереотіксичної голівки;  

4 – голівка стереотаксична; 

5 – мікрометричний гвинт горизонтального переміщення стереотаксичної голівки; 

6 – фіксатор електродів і канюль; 

7 – пристрій кутового переміщення каретки; 

8 – станина; 

9 – головотримач;  

10 – стійка головотримача. 

 

У нижній частині стереотаксичної голівки (препаратоводія) знайдіть фіксатор для 

електродів і канюль. Випробуйте механізм їх закріплення за допомогою розташованих там 

гвинтів (рис. 12 (6)). 

Знайдіть і встановіть маніпуляційний столик для фіксації тіла тварини. 
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Рис. 13. Головотримач стереотаксису. 

1 – носовий затискач; 

2 – рукоятка штанги для регуляції нахилу зубного тримача; 

3 – зубний тримач; 

4 – вушні тримачі; 

5 – гвинт переміщення вушних утримувачів; 

6 – стійка головотримача; 

7 – препаратоводій. 

 

РОБОТА 2. Визначення координат структур головного мозку за 

стереотаксичним атласом 

Мета роботи: освоїти методику визначення координат заданих структур мозку за 

стереотаксичним атласом. 

Методика роботи 

Отримайте від викладача завдання – яку структуру Ви будете досліджувати. 

Відкрийте стереотаксичний атлас і ознайомтеся з використовуваними у ньому 

скороченнями. 

Серед численних фронтальних зрізів стереотаксичного атласу виберіть зріз мозку, 

де найбільш яскраво представлено досліджуване нервове утворення (найбільший діаметр 

утворення). Записати відповідну фронтальну координату (АР) – вона вказана на 

відповідній фотографії зрізу мозку (рис. 14). 

Користуючись горизонтальною шкалою атласу і лінійкою, визначте горизонтальну 

координату (ІІ) утворення. 

Запишіть формулу стереотаксичних координат APXLYHZ обраної структури 

мозку. 

 

РОБОТА 3. Фіксація тварини у стереотаксичному апараті 

Мета роботи: освоїти правила фіксування тварини в стерео таксисі. 

Методика роботи 

Визначте масу тварини. Розрахуйте і введіть розчин наркозної речовини. 

Розташуйте тіло тварини на маніпуляційному столику стереотаксису. Закріпіть 

голову наркотизованої тварини в стереотаксисі. Для цього, притримуючи голову тварини з 

нижньої поверхні лівою рукою, правою обережно вставте у зовнішні слухові проходи 

вушні тримачі так, щоб положення голови було чітко симетричним. 
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Перевірте правильність закріплення голови щура в стерео таксисі: стиснувши 

пальцями правої руки потиличну область голови щура, переконайтеся у відсутності 

рухливості вздовж осі вушних тримачів. 

Закріпіть медіальні різці верхньої щелепи у зубному утримувачі. 

Опустіть затиск носового тримача на перенісся тварини, так щоб різці нерухомо 

зафіксувалися в пластині зубного тримача. Зафіксуйте положення носового тримача за 

допомогою гвинта.  

 

Рис. 14. Фронтальні зрізи мозку щура: 

(n. – nucleus) 

AAA – area amygdalaris anterior 

AB – n. basalis amygdalae  

AC – n. centralis  amygdalae  

AD – n. antero-dorsalis  

HVM – n. ventromedialis   hypothalami 

IV – n. interventralis  

LA – n. lateralis anterior  

MD – n. mediodorsalis  
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AL – n. lateralis amygdalae  

AM – n. anteromedialis thalami  

AV – n. antero-ventralis  

ACO – n. corticalis amygdalae  

AHA – area hypothalamica anterior  

AHL – area hypothalamica lateralis  

AME – n. medialis amygdalae  

APL – area praeoptica lateralis  

APM – area praeoptica medialis  

ARC – n. arcuatus  

CA – comissura anterior  

CD – n. caudatus  

CF – comissura fornicis  

CI – capsula interna  

CL – claustrum  

CDP – caudate-putamen complex  

CPYR – cortex pyriformis  

CH – chiasma opticum  

DS – decussatio supramammilaris  

FF – fimbria fornicis  

GL – corpus geniculatum laterale  

GP – globus pallidus  

GLV – GL-pars ventralis  

HL – n. habenulae lateralis  

HM – n. habenulae medialis  

HDM – n. dorsomedialis hypothalami  

HIP – hippocampus  

ML – n. mammilaris lateralis  

NCM – n. centralis medialis  

NHP – n. hypothalami posterior  

NPC – n. paracentralis  

NSL – n. septalis lateralis  

NSM – n. septalis medialis  

T. OLF. LAT – n. tractus olfactoril lateralis  

PF – n. parafascicularis  

PC – pedunculus cerebri  

PV – n. paraventricularis  

PVA – n. paraventricularis anterior  

PVP – n. paraventricularis posterior  

R – n. reticularis  

RE – n. reunions  

S – stria medullaris  

SO – n. supraopticus  

ST – stria terminalis  

SCH – n. suprachiasmaticus  

SPM – n. supramammilaris  

STH – n. subthalamicus  

TMT – tractus mammilo-thalamicus  

TO – tractus opticus  

T. OLF. LAT. – tractus olfactorius lateralis  

V – ventriculus lateralis  

VE – n. ventralis thalami  

VM – n. ventralis medialis  

VDM — n. ventralis pars dorsomedialis  

ZI – zona incerta  

 

 

ТЕМА 9 

СТЕРЕОТАКСИЧНИЙ МЕТОД ДОСЛІДЖЕННЯ ГОЛОВНОГО МОЗКУ 

РОБОТА 1. Імплантація електродів і канюль у структури головного мозку 

Мета роботи: освоїти методику вживлення електродів і канюль у глибокі 

структури головного мозку. 

Методика роботи 

Зафіксуйте тварину в стереотаксисі як описано в роботі № 3 тема 7. 

У зафіксованої в стереотаксисі тварини в області передбачуваного розрізу шкіри на 

голові видаліть шерсть за допомогою ножиць і скальпелем зробіть повздовжній розріз 

шкіри довжиною 2-2,5 см по середній лінії голови у ростро-каудальному напрямку. 

За допомогою хірургічних пінцетів або затискачів розсуньте шкірні клапті і 

звільніть скальпелем кисть від окістя і протріть її тампоном, змоченим перекисом водню 

для зупинки можливої кровотечі. 
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Кістки черепа протерти спиртом або ефіром для підсушування. При цьому чітко 

проступають шви, необхідні для визначення координат, за якими буде введений електрод 

або каню ля. 

Знайдіть орієнтовні точки: брегми (перетин сагітального і коронарного швів) і 

ламбди (перетин сагітального і потиличного швів) (див. рис. 15). 

 

 
Вставте в тримач стереотаксису голку із затупленим кінцем і встановіть так, щоб її 

кінець торкався ламбди. Визначте за шкалою препаратоводієм координати ламбди. 

Відведіть кінець голки в точку брегми і нахиліть голову тварини так, щоб вона виявилася 

на 1 мм вище ламбди. За шкалою препаратоводія визначте нульові координати брегми 

(рис. 16). 

 
Рис. 16. Кістки черепа щура. Латеральна поверхня 

Рис. 15. Форма кісток черепа 

щура. Дорсальна поверхня. Br – 

брегма: АРО – нульова відмітка 

фронтальної поверхні 
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Br – брегма; 

I – ламбда; 

НО – нульовий горизонтальний рівень; 

АРО – нульовий рівень фронтальної поверхні мозку. 

 

До нульового відліку додайте значення координат, що отримані за 

стереотаксичним атласом для досліджуваної структури мозку (тема 4, робота 2). 

Знайдену точку на черепі промаркуйте і зробіть бормашиною отвір трепанації. 

Свердліть отвір обережно, щоб не «провалитися» і не пошкодити тканину мозку. 

Пам’ятайте, що тривале свердління супроводжується нагріванням кістки, що небажано. 

Перед введенням електрода кістку ще раз підсушіть ефіром або перекисом водню. 

Електрод (канюлю) закріпіть у препаратоводії стереотаксису, підведіть його до 

отвору трепанації і введіть на необхідну глибину (координата Н). 

Взяти інгредієнти фосфат цементу (порошок і рідина) і змішати їх у пропорції 7:1 

до  отримання консистенції густої сметани. 

За допомогою шпателя нанести отриману суміш на висушені кістки черепа 

«заливаючи» імплантований електрод (канюлю). 

Через 5-10 хвилин, після того, як пломба застигне, препаратоводій стереотаксису 

відведіть у сторону, закрийте отвір канюлі (якщо вона пластикова – запаяйте її 

паяльником, або закрийте парафіном, або клейкою стрічкою) і втягніть щура зі 

стереотаксису. 

РОБОТА 2. Мікроін’єкції в структури головного мозку 

Мета роботи: провести мікроін’єкції в бічні шлуночки головного мозку щура. 

Методика роботи 

Взяти щура і зафіксувати його в іммобілізаційний верстат. 

Відкрити отвір канюлі для ін’єкції (видаливши клейку стрічку, або парафін з 

отвору, або обрізавши верхню частину канюлі). 

Голку перехідника мікродозатора ввести в отвір канюлі і здійсніть введення 

розчину: повільно протягом 1 хвилини не більше 10 мкл. 

Вийміть голку з канюлі і закрийте отвір. 

РОБОТА 3. Контроль точності вживлення канюль у структури головного 

мозку за допомогою маркувальної рідини 

Мета роботи: морфологічний контроль вживлення канюль у шлуночки мозку. 

Методика роботи 

Введіть тварині через наявні канюлі невелику кількість чорної туші, як зазначено у 

попередній роботі. 

Проведіть евтаназію експериментальної тварини шляхом декапітації. 

У потиличній області черепа, звільнивши попередньо кістки від покривних і 

м’язових тканин, обережно зламайте черепні кістки за допомогою пінцета, або затискачів. 

Обережно витягніть головний мозок тварини, відсікаючи від його основи судини, нерви і 

оболонки. 
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Помістіть мозок у чашку Петрі з водою.  

За допомогою леза для гоління зробіть розріз мозкової тканини в області вживленої 

канюлі. У разі правильного введення канюлі Ви побачите індикаторну речовину в обох 

бічних шлуночках мозку. 

 

ТЕМА 10 

МЕТОДИ НЕВРОЛОГІЧНОГО ДОСЛІДЖЕННЯ ВІДДІЛІВ ЦНС 

РОБОТА 1. Оцінка функції спинного мозку 

Мета роботи: провести неврологічні тести, що характеризують рефлекторну 

діяльність спинного мозку. 

Методика роботи 

1) Рефлекс згинання лапи. 

Дбайливо підійміть щура за шкіру спини. Візьміть пінцет і защеміть пальці задньої 

лапи. Відзначте реакцію тварини. Уколіть ступню голкою і відзначте реакцію. Нагрійте 

металевий прут у водяній бані при температурі + 60° С. Доторкніться їм до подушечок 

пальців задньої лапи. Відзначте реакцію. Запишіть дані до протоколу дослідження і 

зробіть висновок. 

Примітка. У здорової тварини при дії цих подразників спостерігається згинання 

лапи і, деякий час, збереження цієї реакції. Зверніть увагу на пропорційність між 

інтенсивністю стимулу та інтенсивністю реакції у відповідь. 

2) Рефлекс обсмикування хвоста. 

Помістіть щура в індивідуальну клітку так, щоб хвіст вільно лежав на поверхні 

столу. За допомогою лупи сфокусуйте сонячні промені на шкірі середньої третини хвоста. 

Відзначте час початку дії до відповідної реакції у вигляді згинання хвоста. Запишіть до 

протоколу результати і зробіть висновки. 

Примітка. При постійних параметрах стимулу латентний період реакції 

використовується для вимірювання больового порогу. 

РОБОТА 2. Оцінка діяльності довгастого мозку 

Мета роботи: оцінити рефлекторноу діяльність довгастого мозку щура. 

Методика роботи 

1) Реакція здригування. 

Помістіть щура на майданчик для спостереження і почекайте поки він перестане 

рухатися. Подайте сильний звуковий подразник голосно, або грюкнувши долонями. 

Опишіть у протоколі реакцію щура і зробіть висновок. 

Примітка. Під час тесту зверніть увагу на розгинання задніх і передніх кінцівок, 

вигинання спини, притиснення вух та закриття очей. 

2) Рогівковий рефлекс. 

Фіксуйте щура однією рукою на столі. Скрутіть у джгут шматочок вати і обережно 

доторкніться до рогівки ока. Опишіть у протоколі відповідну реакцію повік та її 

тривалість. Зробіть висновок. 

3) Хитання головою. 
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Візьміть тварину за шкіру попереково-крижової області. Поверніть тіло тварини 

спочатку вліво, а потім вправо. Нахиліть вниз, а потім вгору. Зробіть висновок. 

 

РОБОТА 3. Оцінка діяльності варолієва моста і середнього мозку 

Мета роботи: дослідити функції моста і середнього мозку щура. 

Методика роботи 

1) Рефлекс перевертання.  

Покладіть щура на спину на стіл і відзначте відповідну реакцію. 

Покладіть щура на спину, а голову зафіксуйте рукою. Опишіть відповідну реакцію 

Візьміть щура, підійміть на висоту близько 40 см і киньте на м’яку поверхню 

лапами догори. Занесіть до протоколу характер приземлення тварини.  

Зробіть висновок по всіх трьох тестах. 

2) Зіничний рефлекс. 

Візьміть щура і зафіксуйте його у руці. За допомогою лупи відзначте діаметр зіниці 

досліджуваного ока. Направте світло від ручного ліхтаря на інше око.  Визначте зміну 

діаметра зіниці досліджуваного ока. Запишіть зміни до протоколу. Зробіть висновок. 

РОБОТА 4. Оцінка функціонального стану кори головного мозку 

Мета роботи: провести неврологічні тести функціонального стану кори головного 

мозку щура. 

Методика роботи 

1) Реакція постановки лапки на опору. 

Підніміть щура і пересувайте горизонтально так, щоб тильна сторона передніх 

кінцівок торкнулася краю стола. Тварина відповість постановкою передньої лапи на 

поверхню стола. 

Підніміть щура так, щоб при опусканні він торкнувся підборіддям краю стола. 

Тварина відповість постановкою обох передніх лап на стіл поряд з підборіддям.  

Тримайте щура на краю стола й посуньте одну передню або задню лапу так, щоб 

вона звисала з краю. Лапа негайно повинна підтягтися на поверхню стола. 

Тримайте щура за хвіст і опускайте вниз, але так, щоб вібриси не торкалися краю 

стола і могли використовуватися тільки зорові рецептори. Тварина спробує схопитися за 

край, як тільки опиниться в межах досяжності. 

2) Тест для дослідження рівноваги. 

Помістіть щура на дерев’яний брусок діаметром 2 см і довжиною 30 см, 

закріплений на висоті 50 см над підлогою. Тварина має просидіти на бруску більше 3 

хвилин. Запишіть до протоколу результати та зробіть відповідні висновки. 

Примітка. Для більш глибокого закріплення даного матеріалу, використовуючи 

підручники з анатомії та фізіології людини, опишіть та замалюйте рефлекторні дуги для 

кожного з рефлексів.  
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ДОДАТОК 1 

Таблиця 3 

Фізіологічні показники деяких тварин 

Фізіологічний 

показник 

Собака  Кішка  Кролик  Морська 

свинка 

Білий щур 

Число дихальних 

рухів за 1 хв. 

 

10-30 

 

20-30 

 

50-100 

 

80-130 

 

70-150 

Число серцевих 

скорочень за 1 хв. 

 

70-140 

 

120-180 

 

150-160 

 

250-350 

 

360-380 

Максимальний 

артеріальний тиск, 

мм рт. ст.  

 

120-160 

 

120-150 

 

80-130 

 

70-80 

 

100-120 

Температура у 

прямій кишці, С°. 

 

38,5 

 

38,0-39,5 

 

37,7-38,8 

 

37,3-39,5 

 

38,5-39,5 
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Додаток 2 

ПОРЯДОК ПРОВЕДЕННЯ ЕВТАНАЗІЇ (УМЕРТВІННЯ ТВАРИН) 

1. Гуманним умертвінням тварини (евтаназією) називається швидке і безболісне 

умертвіння тварини, що не супроводжується у нього почуттям тривоги і страху.  

2. Тварина має отримувати адекватний догляд (анестетики, харчування, напування і 

т. п.) аж до самого моменту її умертвіння. 

3. Убивання тварин не повинно проводитися в приміщенні, де утримуються 

тварини, забороняється умертвляти одних тварин на очах у інших. 

4. У гострих дослідах тварина повинна бути забита до припинення дії наркозу. У 

всіх випадках тварина повинна бути забита своєчасно – до настання у неї хворобливих 

станів. 

5. Оптимальним і універсальним методом умертвіння тварин є передозування 

наркозу – введення анестетика в летальній дозі. 

6. При дотриманні цих умов допустимо умертвіння тварини іншими методами: 

 дрібних тварин: мишей, щурів, жаб, птахів і т.д. – шляхом декапітації; 

 кроликів – шляхом повітряної емболії; 

 великих тварин: дорослих собак, свиней та ін. – за допомогою пропускання 

електричного струму, при цьому електроди вводяться в область довгастого мозку і 

в область крижів. 

7. При необхідності вивчати ультраструктуру мозку застосовуються миттєві методи 

евтаназії (наприклад, миттєве заморожування при зануренні тварини в рідкий азот). 

Використання в цьому випадку електроструму неприпустимо. 

Якщо передбачається морфологічний аналіз тканин мозку з використанням 

світлового мікроскопа, то для евтаназії повинні застосовуватися анестетики. 

8. Допускається умертвіння тварин, що використовуються у виробничих цілях, 

шляхом знекровлення. При цьому може бути підібраний метод знеболення, відмінний від 

фармакологічного впливу. 

9. При проведенні експерименту із застосуванням міорелаксантів допускається 

умертвіння тварини шляхом відключення штучного дихання, але лише в умовах 

збереження адекватного наркозу. 

10. Допускається умертвіння дрібних тварин за допомогою інгаляційного наркозу 

без попереднього введення інших видів анестетиків. Найбільш придатним для цієї мети є 

хлороформ. Але при цьому евтаназія повинна проводитися в спеціальній камері, в 

теплому приміщенні; подача хлороформу повинна вестися дуже невеликими дозами – по 

краплині. 

 


