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PREMESSA 
 

Il 1° agosto 2013 è entrato in vigore il Regolamento per l’ordinamento interno dei servizi dell’Istituto 

Zooprofilattico Sperimentale delle Venezie (IZSVe) e le relative dotazioni organiche (allegato alla D.C.A. n. 3 

del 27 febbraio 2013) che prevedeva l’attivazione del Laboratorio veterinario centralizzato protezione animali 

utilizzati a fini scientifici.  

La stessa D.C.A. prevedeva, inoltre, l’attivazione del Dipartimento funzionale di scienze sperimentali 

veterinarie che avrà funzioni di coordinamento delle attività delle Strutture dell’Istituto che utilizzano animali 

da laboratorio garantendo un’adeguata informazione, il rispetto del dettato normativo, del benessere animale 

e dei principi etici correlati all’utilizzo degli animali a fini sperimentali.  

Con la riorganizzazione del 2015 (D.C.A. n. 18 del 3.08.2015) detto Laboratorio è stato riclassificato come 

U.O. e si occupa della gestione centralizzata dello stabilimento utilizzatore di animali a fini scientifici 

nell’ambito delle attività di ricerca e diagnosi dell’IZSVe e per conto terzi, nonché dello stabilimento di 

allevamento (topi).  

In questo contesto sono state predisposte, in sintonia con il Comitato Etico dell’IZSVe, le linee guida 

dell’IZSVe per la gestione di mammiferi e volatili (2013), integrate successivamente con le specie ittiche (2017), 

utilizzati a fini scientifici.  

 

Le specie animali per le quali lo stabilimento utilizzatore IZSVe è autorizzato sono le seguenti: 

 topo (Mus musculus) 

 ratto (Rattus norvegicus) 

 cavia (Cavia porcellus) 

 criceto (Mesocricetus auratus) 

 altri roditori (altri Rodentia) 

 coniglio (Oryctolagus cuniculus) 

 ovini (Ovis) 

 caprini (Capra) 

 bovini (Bos) 

 pollo (Gallus gallus) 

 altre specie avicole (altri Aves) 

 suini (Suus scrofa) 

 furetti (Mustela putoruis furo) 

 pesci (Pisces) 
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Le specie animali considerate in queste linee guida comprendono i mammiferi, i volatili e le specie ittiche 

di più largo impiego nell’IZSVe. Per ogni specie vengono approfonditi i principali aspetti gestionali da adottare 

che rispettano i principi descritti nelle pagine seguenti. Sarà mantenuta inoltre una costante attenzione allo 

sviluppo tecnico-scientifico e all’acquisizione di nuove conoscenze sulle esigenze fisiologiche ed etologiche 

delle singole specie per garantire il miglioramento delle condizioni di mantenimento e impiego degli animali 

utilizzati a fini scientifici all’interno dell’IZSVe. Il documento potrà infine essere ampliato in un secondo 

momento con l’inserimento di altre specie animali qualora se ne presenti la necessità. 

Si ricorda, inoltre, che nel marzo 2014 è entrato in vigore il D. Lgs. n. 26 del 4 marzo 2014 “Attuazione della 

direttiva 2010/63/UE sulla protezione degli animali utilizzati a fini scientifici”. 
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INTRODUZIONE 
 

Benessere animale e il principio delle 3R 
 

L’IZSVe è un ente sanitario di diritto pubblico per il quale lo studio e la tutela del benessere animale sono 

parte integrante della propria mission. La definizione di benessere animale è ancora oggi oggetto di dibattito 

scientifico e ancora di più lo sono le metodiche e le tecniche applicabili per la sua valutazione oggettiva.  

Il benessere animale non è limitato al solo rispetto delle cinque libertà racchiuse nella definizione fornita 

da Brambell nel 1965. Questa definizione oggi è completamente superata dalla necessità di riconoscere ogni 

animale come essere senziente e, in quanto tale, dotato di capacità psichiche che danno origine a bisogni che 

vanno ben oltre l’espletamento delle necessità fisiologiche o del normale etogramma. Si riconosce all’animale 

il diritto di avere delle aspettative sull’ambiente che lo circonda, di agire su di esso per soddisfare i propri 

bisogni, di scegliere secondo motivazioni che vanno oltre il bisogno fisiologico, ma sono frutto dell’insieme 

delle esperienze vissute dal soggetto. Si ammette l’importanza, per il benessere animale, delle emozioni 

positive che derivano dal raggiungimento di un obiettivo desiderato, dal contatto sociale intra ed interspecifico, 

dall’apprendimento, da una prevedibilità ambientale che non deve mai essere assoluta, ma riservare elementi 

di incertezza che stimolano l’animale nello sviluppo di abilità e metodi di risoluzione di problemi più o meno 

complessi. Si riconosce, infine, il valore intrinseco di ogni soggetto (in sé e per sé), che deve indurre ad una 

riflessione costante sui bisogni dell’individuo e non solo dell’insieme degli animali che costituiscono il gruppo 

sperimentale. 

L’Ente fonda le attività sperimentali e diagnostiche che prevedono l’impiego di animali sull’applicazione dei 

principi descritti nel Russell e Burch (1959). Tali principi costituiscono un approccio accettato a livello 

internazionale in tutti gli ambiti in cui si utilizzano animali a fini scientifici e in Europa sono stati codificati 

nella legislazione corrente con la Direttiva 2010/63/UE del Parlamento e del Consiglio del 22 settembre 2010. 

L’IZSVe richiede quindi che i propri ricercatori dimostrino di possedere conoscenza della problematica, 

consapevolezza, capacità critica e senso di responsabilità per poter applicare nel modo più efficace il principio 

delle 3R al proprio disegno sperimentale e alle procedure che si intendono mettere in atto quando sono 

utilizzati gli animali. Si richiede, infatti, che i protocolli sperimentali siano redatti applicando, per quanto 

l’evoluzione tecnico-scientifica lo permetta:  

 il replacement, ovvero la sostituzione del modello animale con un modello in vitro o un modello 

informatico; 

 il refinement, ovvero la costante attenzione dei ricercatori e del personale tecnico e dirigente addetto 

allo stabulario al continuo miglioramento del benessere degli animali utilizzati a fini sperimentali 

attraverso lo sviluppo di sistemi di stabulazione e di gestione attenti alle loro necessità biologiche. 

Rientrano in questo principio tutti gli accorgimenti che si mettono in atto per ridurre lo stress, 

l’angoscia e il dolore nell’animale, dalle tecniche di manipolazione fino al protocollo anestesiologico 

scelto; 
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 la reduction, ovvero la riduzione del numero di animali arruolati nell’esperimento senza che vi sia 

compromissione della significatività statistica del campione. Questo obiettivo viene raggiunto 

attraverso la scelta del modello animale più adatto e più standardizzato, l’utilizzo delle procedure più 

idonee, il controllo dei fattori ambientali ed umani, la scelta del disegno sperimentale più funzionale 

all’obiettivo della ricerca e applicando metodi statistici adeguati. 

 

A decorrere dal 1° gennaio 2017, ai sensi dell’art. 16 del D. L.vo 26/2014 un animale già utilizzato in una 

procedura può essere riutilizzato, previo parere favorevole del Veterinario designato e autorizzazione del 

Ministero della salute, nelle procedure di cui al comma 1, lettera d) solamente se la procedura successiva è 

classificata come “lieve” o “non risveglio”. 

 

Al fine facilitare il ricercatore nella corretta compilazione della Sezione 2.0 della Scheda di presentazione 

dei progetti di studio e ricerca che prevedono l’impiego di animali al Comitato Etico dell’IZSVe, che è 

dedicata a spiegare le procedure e le strategie che vengono previste in ordine ai criteri etici di riferimento 

definiti in termini tecnici 3R, è stato predisposto un documento a cura di Licia Ravarotto e Barbara De Mori 

(19 aprile 2018, Rev. 0.0) di seguito riportato. 

In particolare, le didascalie sono formulate come domande da rivolgere soprattutto a chi è responsabile 

della sperimentazione e/o della stesura delle argomentazioni in oggetto, per stimolare la riflessione circa 

l’adeguatezza delle metodologie e delle tecniche che si intendono mettere in campo e così eliminare l’inutile 

impiego degli animali e annullare le loro sofferenze ingiustificate. 

 

a. Replacement (Sostituzione) 

 

Dichiarazione che la specie animale di cui si farà uso è quella a più basso sviluppo neurologico, nonché 

della mancanza di metodi alternativi, compatibili con l’obiettivo del progetto di ricerca (Giustificare in 

maniera dettagliata l’inevitabilità dell’impiego di animali) 

Fatti salvi gli obiettivi del progetto, si illustrino le considerazioni che hanno portato alla scelta di 

impiegare animali della specie e/o della categoria come quella prevista. In particolare riflettendo e facendo 

sintesi in ordine ai seguenti quesiti. 

1) È stata valutata la possibilità di ricorrere a metodi alternativi? È stata consultata letteratura scientifica in 

tal senso? È assolutamente necessario ricorrere alla sperimentazione con questi animali? 

2) Ci si poteva avvalere di animali a più basso sviluppo neurologico? 

3) È stata valutata l’opportunità di utilizzare qualche forma di “incomplete | partial replacement” (possibilità 

di sostituire l’impiego dell’animale almeno in alcune fasi sperimentali)? 

 

b. Reduction (Riduzione) 
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Massima riduzione del numero di animali utilizzati, compatibile con gli obiettivi del progetto di ricerca)  

(Argomentare la giustificazione numerica degli animali impiegati indicando i metodi statistici utilizzati)  

Fatti salvi gli obiettivi del progetto, si descrivano le considerazioni che hanno portato alla determinazione 

della numerosità degli animali. In particolare riflettendo e facendo sintesi in ordine ai seguenti quesiti (la 

risposta ad alcuni di essi va ricercata nella corretta impostazione del disegno sperimentale). 

1) È stata considerata la possibilità di raggiungere gli stessi obiettivi di studio prevedendo un numero 

inferiore di soggetti, nel rispetto dei criteri statistici indicati? 

2) È stato accertato che lo studio in oggetto non sia una ripetizione di qualche altro analogo? In caso 

affermativo, quali sono le motivazioni che determinano tale replica? 

3) Sono previste collaborazioni con altri team di ricerca in cui lo scambio di animali o di matrici (organi, 

tessuti, ecc.) permette l’ottimizzazione dell’impiego del materiale biologico? 

4) È stata pianificata la massima riduzione di sofferenza, dolore ed effetti avversi in considerazione di 

evidenze scientifiche attuali e aggiornate oltre a quanto previsto dalla normativa? 

 

c. Refinement (Affinamento) 

 

Ottimizzazione della metodica per ridurre la sofferenza durante l’esecuzione delle procedure e migliorare 

le condizioni di vita degli animali 

Fatti salvi gli obiettivi del progetto, si riportino le soluzioni metodologiche e strutturali pianificate per 

ridurre sofferenza, dolore ed effetti avversi e migliorare le condizioni di vita degli animali. In particolare 

riflettendo e facendo sintesi in ordine ai seguenti quesiti. 

1) Sarebbe possibile prevedere procedure con un livello di gravità inferiore? 

2) Sono state pianificate misure di prevenzione per gestire al meglio l’eventuale disagio degli animali? 

3) Si ritiene che lo humane endpoint e le modalità eutanasiche stabilite, qualora previste, siano ben definite? 

4) Si ritiene che le condizioni stabulative contemplate offrano le migliori condizioni possibili, anche in 

considerazione di evidenze scientifiche attuali e aggiornate sugli arricchimenti ambientali oltre a quanto 

previsto dalla normativa? Tali modalità sono state valutate sia per gli animali in attesa di impiego sia per 

quelli sottoposti alle procedure sperimentali? È stata valutata la possibilità di utilizzare eventuali procedure 

di training qualora le evidenze scientifiche ne abbiano dimostrato la validità per la specie oggetto di studio? 

5) Si ritiene adeguato il piano di monitoraggio del benessere animale previsto? 

6) È stata presa in considerazione l’opportunità di pubblicare i dati, almeno quelli più rilevanti, specifici del 

refinement adottato nel presente studio? 
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Ambiente di stabulazione 
 

L’ambiente in cui gli animali sono alloggiati deve rispondere alle loro esigenze fisiche, fisiologiche ed 

etologiche in termini di tipologia di stabulazione, illuminazione, rumorosità, ventilazione e qualità dell’aria 

presente nel microambiente. In particolare: 

 l’ambiente deve essere privo di insetti e parassiti e facile da pulire e disinfettare;  

 nell’ambiente deve essere presente una zona adibita al riposo, dotata di lettiera o di altro materiale 

morbido, asciutto e pulito;  

 le superfici su cui gli animali si muovono devono essere il più asciutte e pulite possibili, tali da garantire 

il comfort dell’animale durante il movimento, impedire lo scivolamento ed evitare l’insorgenza di 

lesioni podali; 

 le dimensioni dell’alloggiamento, l’altezza e lo spazio a disposizione al suolo per il movimento e per il 

riposo per singolo animale variano a seconda della specie e della classe di peso e devono corrispondere 

almeno a quanto previsto dalla normativa vigente; 

 tutte le strutture devono garantire la massima sicurezza, sia per gli animali sia per gli operatori. 

 

I parametri ambientali (temperatura, umidità, ventilazione) devono essere costantemente controllati per 

garantire il mantenimento delle condizioni ottimali di stabulazione. Se la temperatura e l’umidità ambientali 

sono tali da garantire il mantenimento del benessere termico, l’animale non mette in atto risposte fisiologiche 

o comportamentali volte a compensare le condizioni ambientali. Le temperature nelle aree di stabulazione 

vanno settate, quindi, in base alla specie, all’età degli animali e alla densità degli stessi in modo tale da evitare 

situazioni di stress da caldo o freddo. 

Il controllo della temperatura deve mantenere gli animali in uno stato di benessere termico, ovvero nella 

loro zona di termoneutralità (thermal neutral zone, TNZ). La TNZ è delimitata da una temperatura critica 

inferiore (lower critical temperatur, LCT) e da una temperatura critica superiore (upper critical temperature, 

UCT). Anche l’umidità relativa deve essere controllata. Un’umidità troppo bassa causa patologie nei roditori 

(per esempio la ringtail) ed eccessiva perdita di calore. Un’umidità troppo alta favorisce invece lo sviluppo di 

ammoniaca nei locali e nelle gabbie. Un set point attorno al 50% con un range di variabilità del 15% è 

considerato adeguato. L’umidità relativa va comunque sempre gestita in funzione della temperatura 

ambientale. 

La ventilazione serve a garantire un’elevata qualità dell’aria, bassa polverosità e contribuisce a mantenere 

l’ambiente a temperatura ed umidità il più possibile costanti. In particolari condizioni contribuisce, inoltre, a 

mantenere le differenze pressorie tra ambienti adiacenti. Il controllo della ventilazione nell’ambiente di 

stabulazione non garantisce tuttavia che il microambiente che circonda l’animale, e quindi l’aria che 

effettivamente l’animale respira, abbia una composizione gassosa adeguata.  

La tipologia e la posizione delle unità di ventilazione e delle bocchette di aspirazione e il numero di ricambi 

d’aria/ora fissati determinano la qualità del microambiente. Il numero di ricambi/ora e quindi la velocità 
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dell’aria negli ambienti di stabulazione sono parametri che vanno accuratamente settati in funzione della 

specie, del numero e dell’età degli animali oltre che sulla base della tipologia di alloggiamento. La qualità 

dell’aria dovrebbe infine essere rilevata con regolarità, valutando i tassi di ammoniaca, anidride carbonica ed 

ossigeno presenti. 

Nell’Edifico H l’illuminazione è condizionata dalla stagionalità poiché si sfrutta anche la luce naturale. Il 

controllo di questo parametro è manuale, quindi l’accensione e lo spegnimento delle luci dipendono dagli 

operatori. La rumorosità legata agli animali, alle attività del personale addetto e alla strumentazione viene 

mantenuta al di sotto degli 85 dB nel rispetto delle linee guida internazionali. La manutenzione degli ambienti, 

degli impianti e delle apparecchiature in uso è programmata in modo dettagliato e il personale tecnico è a 

disposizione per gli interventi di emergenza. 

Un aspetto fondamentale è la detersione e sanificazione degli ambienti e degli alloggi degli animali. Essa 

deve permettere il mantenimento di un ambiente che garantisca la salute e il benessere dell’animale e degli 

operatori. I metodi e le frequenze con cui si effettuano le operazioni di pulizia e disinfezione e di cambio delle 

lettiere dipendono da specie, età, densità, tipologia di alloggiamento, stato fisiologico (preparto/postparto) e 

sanitario (animale sano/animale infetto), tipologia di lettiera, protocollo sperimentale in corso. Alcuni degli 

accorgimenti che devono essere adottati sono: 

 utilizzare acqua e detergenti seguiti dall’uso di un disinfettante (sali quaternari di ammonio o analoghi) 

che garantiscano una pulizia e disinfezione adeguata degli ambienti; 

 non utilizzare sostanze deodoranti per mascherare l’odore degli animali; 

 ricorrere alla sterilizzazione mediante perossido d’idrogeno a conclusione della sperimentazione nel 

caso di stabulari BSL3 e degli isolatori; 

 pianificare, tracciare e verificare il controllo degli agenti infestanti e degli ectoparassiti; 

 monitorare l’efficacia delle operazioni di pulizia e disinfezione utilizzando tamponi ambientali, 

verificando lo stato degli alloggi/gabbie e delle lettiere e il grado di pulizia del pelo/piumaggio degli 

animali. 

 

Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe 

addetto. 

 

Arricchimenti 
 

Un ambiente di stabulazione inadeguato causa un disagio psicofisico tale da indurre lo sviluppo di atipie 

comportamentali, stereotipie, eccessiva aggressività o autotraumatismi. L’ambiente deve essere strutturato per 

rispondere alle esigenze etologiche specie-specifiche e deve tenere conto anche del controllo che l’animale può 

esercitare sullo stesso. Esso deve poter scegliere dei comportamenti da esercitare sull’ambiente e verificarne 

gli effetti. Allo stesso tempo, però, la prevedibilità non deve essere assoluta: l’ambiente deve fornire degli 
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stimoli complessi che impegnino l’animale nella ricerca delle risposte più adeguate, ampliando le possibilità di 

espressione del suo repertorio comportamentale.  

Gli arricchimenti hanno lo scopo di migliorare il benessere degli animali utilizzati a fini sperimentali, 

intervenendo sull’ambiente di stabulazione proprio in questo senso. Si distinguono in: 

 arricchimenti sociali, ovvero la possibilità o meno di contatto diretto con i conspecifici o con altre 

specie tra cui l’uomo;  

 arricchimenti ambientali di natura fisica, ovvero elementi che aumentano il grado di complessità di 

organizzazione degli alloggi degli animali, la disponibilità di oggetti, rifugi ecc.; 

 arricchimenti sensoriali, ovvero il grado di esposizione a una gamma di stimoli uditivi, visivi, olfattivi 

e gustativi; 

 arricchimenti nutrizionali, ovvero la disponibilità di alimenti di diversa tipologia o nella forma più 

adatta a permettere l’espletarsi dei comportamenti di foraging tipici di ciascuna specie; 

 arricchimenti occupazionali, ovvero situazioni che stimolano l’attività fisica e psichica degli animali 

attraverso l’individuazione di strategie per raggiungere un obiettivo. 

 

Dal punto di vista degli arricchimenti sociali gli animali hanno bisogno dell’interazione con i conspecifici e, 

quindi, dovrebbero sempre essere stabulati in coppie o in gruppi stabili ed il più possibile armoniosi. Qualora 

il protocollo sperimentale non lo permetta, è essenziale che essi possano almeno godere di contatti sociali 

indiretti (visivi, uditivi e olfattivi). Inoltre, devono essere previsti adeguati training di manipolazione, 

addestramento alle procedure e socializzazione con la specie umana. Questo ha effetti positivi sulle capacità 

cognitive degli animali, ne riduce lo stress durante le procedure sperimentali e garantisce una migliore 

interazione tra gli animali e il personale o i ricercatori. I benefici derivanti dall’interazione sociale sono rilevanti 

e devono essere garantiti soprattutto nelle fasi critiche di sviluppo psichico dell’animale perché gli permettono 

di acquisire quei comportamenti che gli garantiranno di adottare strategie sociali efficaci una volta inserito nel 

gruppo sperimentale. Naturalmente, i contatti sociali implicano anche aspetti negativi e stressanti come 

l’aggressività dei soggetti dominanti sui subordinati. Tali aspetti dovrebbero essere mitigati dalla presenza di 

adeguati arricchimenti ambientali di natura fisica. 

La complessità fisica dell’ambiente in cui l’animale viene stabulato è essenziale. Gli spazi minimi per ogni 

animale in base alla specie e alla classe di peso/età sono stabiliti dalla normativa. Tuttavia, l’animale dovrebbe 

avere la possibilità di organizzare lo spazio in base alle sue esigenze etologiche. Molte specie come roditori, 

conigli, furetti e suini tendono a suddividere lo spazio in aree separate per il riposo, le deiezioni e 

l’alimentazione. Per questo l’ambiente dovrebbe essere dotato di materiale per la costruzione del nido, 

un’adeguata lettiera, posatoi o piattaforme. È utile popolare l’ambiente di “giocattoli” che permettono 

all’animale di espletare il comportamento esplorativo proprio della specie. Questi dovrebbero essere inoltre 

sostituiti di frequente o messi a disposizione a rotazione per mantenere vivo l’interesse.  

Gli arricchimenti sensoriali possono essere visivi (presenza di specchi, possibilità di osservare da finestre 

l’esterno o ciò che avviene nei locali vicini), uditivi (musica), olfattivi, tattili e gustativi. Questi ultimi sono 
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spesso forniti degli arricchimenti nutrizionali. La ricerca del cibo, il suo immagazzinamento, la masticazione 

di alimento a fibra lunga, l’utilizzo di giocattoli che rilasciano il cibo o la necessità di mettere in atto particolari 

sequenze di comportamenti o movimenti per accedere ad una risorsa desiderata impegna l’animale, 

sottraendolo alla noia e permettendogli di espletare dei pattern comportamentali specie-specifici. 

La gestione degli animali utilizzati a fini sperimentali in IZSVe dovrebbe prevedere programmi di 

arricchimento ambientale strutturati e basati sulle esigenze etologiche delle singole specie. Tali programmi 

devono essere sviluppati sulla base delle raccomandazioni presenti in bibliografia circa l’utilizzo di 

arricchimenti per la specifica specie, integrando aspetti ambientali e sociali, vagliando gli eventuali effetti 

avversi o di interferenza con i protocolli sperimentali applicati ed effettuando eventuali studi di verifica 

dell’efficacia. Si dovrebbe garantire la registrazione delle tipologie di arricchimenti ambientali e delle prassi di 

arricchimento sociale utilizzate per specie e sperimentazione per verificarne efficacia ed effetti in funzione del 

ceppo, del sesso, dell’età e del tipo di stabulazione degli animali sperimentali utilizzati. Sarebbe, inoltre, 

opportuno conoscere i programmi di arricchimento in uso presso gli allevamenti fornitori per poter dare una 

continuità o garantire un passaggio graduale al nuovo programma di arricchimento durante il trasferimento 

dallo stabilimento di allevamento allo stabilimento utilizzatore dell’IZSVe.  

I programmi di arricchimento devono inoltre: 

 essere finanziariamente sostenibili; 

 essere condivisi con i ricercatori; 

 essere stabiliti tenendo conto dell’impegno che la loro applicazione richiede al personale in termini di 

tempo e del fatto che gli stessi non devono interferire con la gestione routinaria degli animali; 

 garantire la sicurezza degli addetti; 

 essere monitorati con osservazioni comportamentali per mantenere sotto controllo lo stato di salute 

degli animali stabulati. 

 

L’introduzione di arricchimenti innovativi rispetto a quanto previsto dalla letteratura andrebbe vagliata 

attraverso specifici studi. 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Il monitoraggio dello stato sanitario e delle condizioni di salute psico-fisica degli animali stabulati è 

essenziale per garantire il benessere degli animali e la qualità del dato sperimentale. Il monitoraggio sanitario 

si dovrebbe articolare su due livelli: controlli quotidiani e programmi di sorveglianza periodica. I controlli 

quotidiani sono svolti da personale adeguatamente addestrato sui singoli soggetti per individuare segni clinici 

o comportamentali indicativi di processi patologici, della presenza di lesioni, di stress o dolore o di qualunque 

altra condizione che richieda un intervento da parte degli operatori. La frequenza di tali controlli deve essere 

aumentata in particolari condizioni (per esempio follow up post infezione) in modo da garantire che il rischio 
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per la salute e il benessere del singolo animale sia minimo, senza compromissioni dei risultati della ricerca. I 

programmi di sorveglianza periodica dovrebbero includere controlli sierologici, parassitologici, microbiologici, 

chimico-clinici o di diagnostica molecolare in caso siano ritenuti più efficaci. I risultati della sorveglianza 

periodica rappresentano un momento di verifica dell’efficacia nel preservare lo stato di salute della colonia, 

delle prassi igienico-sanitarie e delle procedure operative messe in atto (per esempio l’introduzione di nuovi 

soggetti e materiali, flussi del personale, operazioni di pulizia e disinfezione). Tutti i segni clinici non previsti, 

le anomalie comportamentali, la mortalità e ogni altra deviazione dalla norma devono essere prontamente 

individuati e segnalati per poter garantire un tempestivo intervento e le adeguate cure medico-veterinarie. 

L’esame anatomo-patologico e istopatologico dovrebbe sempre essere previsto per gli animali trovati morti o 

soppressi a causa della grave compromissione della loro salute per cause non legate alla sperimentazione in 

corso.  

La conoscenza dello stato sanitario delle colonie allevate e degli animali che rientrano nei protocolli 

sperimentali è funzionale all’applicazione del principio della reduction, ovvero alla massima riduzione della 

variabilità intraspecifica e all’eliminazione/controllo di quei fattori che possono ridurre l’adeguatezza del 

modello animale utilizzato. Inoltre, dato che molte infezioni non si manifestano clinicamente, ma rimangono 

a livello subclinico, possono essere fonte di contaminazione del materiale biologico derivato dagli animali in 

studio, rendendo inutile la sua produzione. Se dovute ad agenti zoonosici possono costituire un pericolo per il 

personale addetto. Nell’IZSVe lo stabilimento utilizzatore e lo stabilimento di allevamento (topi) sono alloggiati 

in unità distinte e comunque in ambienti dedicati, tali da evitare promiscuità e cross contaminazione.  

La presenza di più specie implica la necessità di sviluppare programmi di monitoraggio mirati specie-

specifici con particolare riguardo per gli agenti zoonosici e per gli agenti eziologici in grado di infettare più di 

una delle specie stabulate. Si devono individuare i microrganismi con maggiore impatto sulle attività 

sperimentali e quelli più probabili/frequenti. Ove possibile è opportuno l’utilizzo di animali sentinella.  

All’interno dell’IZSVe si svolgono principalmente infezioni sperimentali, studi di challenge su vaccini, studi 

di trasmissibilità di agenti patogeni per gli animali e in alcuni casi anche per l’uomo, produzione di sieri. È 

quindi importante distinguere i piani di monitoraggio della salute degli animali sani, in 

quarantena/acclimatamento, utilizzati come siero produttori o donatori, dagli animali che vengono infettati 

con specifici agenti eziologici, i quali devono essere monitorati con l’obiettivo principale di individuare 

l’insorgenza della specifica sintomatologia clinica e il raggiungimento dello human end point fissato per 

procedere con la soppressione. 

Il monitoraggio sanitario dovrebbe essere documentato, i risultati tracciati e dovrebbero essere pianificate 

le eventuali azioni correttive da mettere in atto. I programmi di sorveglianza, così come i controlli quotidiani 

dello stato di salute degli animali, devono infine adeguarsi ad eventuali nuove necessità legate all’attività 

sperimentale o all’improvviso ingresso di nuovi agenti eziologici nello stabulario. 
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Manipolazione e contenimento 
 

La manipolazione e il contenimento degli animali utilizzati a fini sperimentali devono avvenire in condizioni 

tali da garantire la sicurezza sia dell’animale sia dell’operatore. In particolare:  

 gli operatori dovranno indossare specifici Dispositivi di Protezione Individuale (DPI) in funzione della 

procedura che deve svolgere; 

 gli animali devono essere abituati il più possibile alle manipolazioni sottoponendoli a training 

utilizzando anche tecniche basate sull’impiego del rinforzo positivo. Questo facilita la costruzione di 

una buona relazione uomo-animale con conseguente riduzione dello stress per l’animale sperimentale 

durante la procedura; 

 con specie dotate di notevole capacità d’interazione con l’uomo, come per esempio i suini, si possono 

ottenere forme di collaborazione che possono rivelarsi molto utili per rendere più agevole agli 

operatori l’esecuzione delle procedure sperimentali. 

 

Gestione del dolore e dello stress 
 

Prevenire o, se ciò non fosse possibile, gestire il dolore e lo stress negli animali utilizzati a fini scientifici è 

tra i ruoli fondamentali che dovrebbero essere svolti dai veterinari e dagli operatori coinvolti.  

Il dolore è un’esperienza spiacevole che coinvolge la sfera sensitiva ed emotiva scatenando reazioni di 

protezione da parte dell’organismo sia volontarie sia vegetative ed è associato ad un potenziale danno dei 

tessuti. Esso può esitare in un apprendimento volto ad evitare la causa del dolore e può modificare il 

comportamento specie-specifico, incluso il comportamento sociale. Si distingue, inoltre, il dolore acuto dal 

dolore cronico: quest’ultimo non è la semplice estensione temporale di un dolore acuto, in quanto implica dei 

cambiamenti fisiologici e patologici a livello di sistema nervoso periferico e sistema nervoso centrale con 

conseguenti importanti cambiamenti etologici che coinvolgono non solo le aree direttamente colpite dalla 

lesione, ma tutto l’organismo (per esempio la riduzione del grooming, limitazione dell’attività esplorativa). Lo 

stress è invece la reazione dell’organismo a un fattore di cambiamento definito “fattore stressante” che 

influenza l’omeostasi determinando una reazione da parte del sistema neurovegetativo. Esso ha un impatto in 

termini positivi o negativi sullo stato psicofisico del soggetto. 

Stress e dolore non hanno necessariamente un’accezione negativa dato che essi sono complessi fenomeni 

fisiologici che contribuiscono in modo fondamentale alla sopravvivenza dell’animale. Il soggetto può vivere 

situazioni stressanti o esperienze dolorose purché abbia la piena facoltà di intervenire su se stesso e 

sull’ambiente che lo circonda per reagire ad esse, esprimendo risposte fisiologiche ed etologiche che gli 

permettano di modificare la situazione in cui si trova e superare la situazione stressante o dolorosa al fine di 

ristabilire il proprio equilibrio psicofisico. La sua prontezza nella risposta determinerà le sue chance di 

sopravvivenza e la sua fitness. 
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Nella maggior parte delle condizioni sperimentali questa possibilità di scelta non viene data all’animale in 

quanto esso deve essere sottoposto a specifiche procedure che implicano la creazione di situazioni stressanti e 

eventualmente dolorose. Senza un intervento farmacologico e il ricorso ad analgesici e anestetici secondo 

protocolli stabiliti caso per caso, queste situazioni possono cronicizzarsi e dare origine ad allodinia. 

L’attenzione deve quindi essere focalizzata sui segni clinici e comportamentali che permettono al Veterinario 

designato, al ricercatore e all’addetto alla cura degli animali di individuare uno stato di dolore, sofferenza o 

stress prolungato nell’animale sperimentale e di valutarne la gravità per poter mettere in atto procedure 

adeguate ad alleviarlo o eliminarlo del tutto.  

La risposta al dolore e i criteri per valutarlo sono specie-specifici e il personale deve essere addestrato a 

riconoscerli. Le tecniche di valutazione del dolore nelle varie specie animali sono oggetto di continua ricerca. 

Per esempio dal 2010 per la valutazione del dolore nei roditori è stato sviluppato un nuovo metodo denominato 

grimace scale che sfrutta, nel caso del topo, cinque elementi espressivi: l’apertura dell’occhio, l’arricciare il 

naso, l’evidenza degli zigomi, la posizione dei padiglioni auricolari e delle vibrisse. Tali elementi sono 

strutturati su una scala di tre livelli che indicano la gravità del dolore percepito dall’animale (cfr. fig. 1). Questa 

scala si ispira alla pediatria umana che utilizza un metodo analogo per individuare l’intensità del dolore 

percepito dal neonato. Questa metodica è in corso di sviluppo e si stanno costruendo scale analoghe non solo 

per topi e ratti, ma anche per le altre specie utilizzate nella sperimentazione animale. La grimace scale verrà 

progressivamente inserita tra i metodi di valutazione del dolore utilizzati dai veterinari e ricercatori IZSVe in 

quelle specie per le quali esiste già una scala definita. 
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Mouse Grimace Scale (MGS): per valutare il dolore del topo si considerano cinque elementi espressivi codificati su 

una scala a 3 punti. 

 

Le situazioni di stress cronico sono invece difficili da individuare in quanto compaiono in tempi più lunghi 

e si basano su alterazioni a carico dei parametri fisiologici del sistema immunitario e modificazioni 

comportamentali. È quindi essenziale un’approfondita conoscenza dell’etologia della specie che si sta 

utilizzando per poter effettuare delle valutazioni oggettive. 

La scelta dei protocolli analgesici e anestesiologici e delle modalità di somministrazione deve avvenire sulla 

base dei seguenti criteri: 

 specie, ceppo, età dell’animale; 

 tipo e intensità del dolore previsto; 

 durata prevista della procedura e del dolore conseguente; 

 farmacocinetica e farmacodinamica del prodotto e sua compatibilità con il protocollo sperimentale. 
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Si raccomanda, nel caso in cui si ricorra all’utilizzo di bloccanti neuromuscolari, l’utilizzo di appropriati 

dosaggi di anestetico per indurre nell’animale una profonda anestesia durante tutta la procedura. Gli animali 

sottoposti ad anestesia dovrebbero essere mantenuti in un ambiente idoneo, riscaldato, in penombra, su 

giaciglio morbido fino al risveglio. L’idratazione e l’impiego di alimento altamente appetibile nelle fasi 

successive migliora il recupero degli animali. Deve essere inoltre accuratamente descritto il follow-up che si 

intende effettuare.  

Si precisa che la tipologia di sperimentazioni realizzate presso l’IZSVe non consentono o non richiedono il 

ricorso a terapia analgesica. Tuttavia, questo specifico aspetto è oggetto di valutazione da parte dello 

sperimentatore e dell’OpBA dell’IZSVe in ciascun progetto.  

In linea generale quando è necessario ricorrere alla terapia analgesica prima o dopo la realizzazione della 

procedura prevista dallo studio, si ricorre al p.a. buprenorfina da 0.01 a 1,2 mg/kg s.c. o i.m. a seconda della 

specie (Roughan & Flecknell, 2002). 

Provenienza e trasporto 
 

La provenienza degli animali utilizzati a fini scientifici viene stabilita dal D. Lgs. 26/2014 attualmente in 

vigore. Nell’allegato I sono elencate le specie che devono provenire da allevamento autorizzato ai sensi dell’art. 

10 dello stesso decreto: topo (Mus musculus), ratto (Rattus norvegicus), cavia (Cavia porcellus), criceto 

(Mesocricetus auratus), coniglio (Oryctolagus cuniculus), cane (Canis familiaris), gatto (Felis catus), quaglia 

(Coturnix coturnix) e primati non umani. 

Il recepimento della Direttiva 2010/63/EU ha modificato l’elenco delle specie per le quali è obbligatoria la 

provenienza da allevamento autorizzato alla produzione di animali da destinare alle procedure sperimentali 

rispetto a quanto previsto dal D.Lgs 116/92 aggiungendo roditori quali il criceto cinese (Cricetulus griseus) e 

il gerbillo della Mongolia (Meriones unguiculatus), anfibi quali la rana (Xenopus laevis e tropicalis, Rana 

temporaria e pipiens) e il pesce zebra (Danio rerio). Dall’elenco è stata invece eliminata la quaglia (Coturnix 

coturnix). 

Gli animali utilizzati a fini sperimentali in IZSVe possono avere le seguenti origini: 

 stabilimento di allevamento IZSVe (topi CD1); 

 stabilimento di allevamento/fornitore autorizzato (roditori, conigli); 

 incubatoio autorizzato ai sensi del D.M. 29/12/2010 (Gazzetta Ufficiale n. 42 del 21 febbraio 2011) 

(uova embrionate); 

 allevamento commerciale (furetti); 

 allevamento zootecnico (suini, piccoli ruminanti, specie avicole, pesci). 

 

Il Responsabile del Benessere a cui i ricercatori richiedono l’acquisto degli animali deve assicurarsi che la 

loro provenienza sia legale e tracciata. Inoltre, una sperimentazione può essere autorizzata dall’Organismo 

preposto al benessere animale solo se i ricercatori dimostrano di avere adeguata esperienza nell’utilizzo della 
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specie richiesta. Il prerequisito indispensabile è, in ogni caso, il possesso dell’autorizzazione ministeriale 

all’impiego della specie animale richiesta da parte dello stabilimento. 

 

Le procedure relative al trasporto di animali utilizzati a fini scientifici sono materia non ancora armonizzata 

a livello europeo e in Italia non esiste ad oggi una normativa specifica da applicare al trasporto di tali animali. 

L’IZSVe si è quindi dotato di specifica autorizzazione rilasciata dal Servizio veterinario dell’ASL 

territorialmente competente.  

Inoltre, esistono alcuni adempimenti burocratici che devono essere espletati presso i Posti di Ispezione 

Frontaliera (PIF) autorizzati a ricevere animali da laboratorio o gli Uffici Veterinari per gli Adempimenti degli 

Obblighi Comunitari (UVAC), in funzione della provenienza della partita e della specie animale importata. 

I documenti principali a cui fare riferimento sono: 

 per i trasporti verso l’Unione Europea, la Convenzione ETS 193 «European Convention for the 

Protection of Animals during International Transport»; 

 per la spedizione di animali negli USA, l’«Animal Welfare Act»; 

 a livello internazionale, lo «IATA Live Animal Regulations» generalmente accettato come riferimento 

per il trasporto aereo di animali vivi. 

 

In Europa si deve inoltre considerare il Regolamento UE n. 1/2005 e s.m.i. che si applica al trasporto di 

animali vertebrati a scopo commerciale, che tuttavia non prevede specifiche indicazioni per gli animali da 

laboratorio, le indicazioni a buone pratiche per il trasporto degli animali utilizzati a fini scientifici presenti 

nella Raccomandazione 2007/526/CE (Parte Generale – Punto 4.3) e il Regolamento di esecuzione UE 

n. 142/2011 che stabilisce le disposizioni comunitarie per l’importazione di sottoprodotti e loro derivati 

destinati alla ricerca, ad uso diagnostico o da utilizzarsi quali prodotti intermedi. 

 

La Direttiva 2010/63/UE art. 33, comma 1, lettera e, stabilisce che «gli Stati membri assicurano che gli 

animali siano trasportati in condizioni appropriate»: questa generica dicitura lascia quindi libertà ai singoli 

stati di legiferare in materia. Le linee guida europee, americane e australiane per l’impiego di animali a fini 

scientifici dedicano un paragrafo sui principi generali che dovrebbero regolare il trasporto di questi animali, 

riconoscendo che il trasporto rappresenta una fonte di stress per l’animale. Inoltre, sono state pubblicate dal 

Laboratory Animal Science Association (LASA) inglese, nel 2005, e dal National Research Council (NRC) 

americano, nel 2006, linee guida specifiche per il trasporto degli animali da laboratorio.  

 

La necessità di trovare indicazioni chiare circa la gestione e il benessere di questi animali durante il 

trasporto è andata aumentando, soprattutto con lo sviluppo e lo scambio tra istituti di ricerca di linee 

transgeniche. Nei capitoli dedicati alle singole specie verranno trattate in dettaglio le condizioni di trasporto 

degli animali destinati all’IZSVe. Si elencano comunque alcuni principi generali applicati dall’Ente: 
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 i ricercatori non possono procedere in modo autonomo a ordinare, ricevere e introdurre gli animali 

sperimentali nello stabulario. L’ordine degli animali avviene previa richiesta tramite intranet al 

Responsabile del Benessere indicando specie, ceppo, numero, età, requisiti sanitari attesi e fornitore 

preferenziale; 

 qualunque trasporto di animali da laboratorio è soggetto ad un’accurata pianificazione da parte degli 

operatori incaricati dal Responsabile del Benessere che si coordina con il Veterinario designato; 

 viene garantito il rispetto di tutti i requisiti normativi previsti, l’accurata programmazione del 

trasporto (riducendo al minimo la durata del viaggio), l’adeguatezza dell’imballaggio e il ritiro 

immediato degli animali; 

 vengono adottate tutte le misure possibili sulla base delle conoscenze attuali per garantire le massime 

condizioni di benessere animale durante il trasporto, facendo riferimento alle linee guida citate nel 

paragrafo precedente; 

 vengono adottate tutte le misure possibili per garantire la massima sicurezza degli animali e degli 

operatori; 

 i contenitori e i mezzi utilizzati per il trasporto sono conformi a quanto previsto dallo IATA o da altra 

normativa di riferimento in funzione della specie; 

 il Veterinario designato è presente, se possibile, al momento dell’arrivo degli animali e procede alla 

verifica delle idonee condizioni di trasporto e dello stato di salute degli stessi. Qualora non sia possibile 

la presenza del Veterinario designato al momento dell’arrivo degli animali, questi li visita comunque 

in giornata. 

 

L’IZSVe, oltre a ricevere animali da laboratorio da fornitori e/o allevatori italiani o esteri, spedisce su 

richiesta roditori (topi) dallo stabilimento di allevamento sito a Legnaro (Padova) allo stabilimento utilizzatore 

del Laboratorio territoriale dell’IZSVe di Villorba (Treviso). Inoltre, è talvolta necessario effettuare 

trasferimenti all’interno del perimetro della sede centrale, dall’Edificio H all’Edificio C o viceversa, e questo 

implica un passaggio attraverso luoghi aperti.  

Sono previste, quindi, dettagliate istruzioni operative volte a tutelare la sicurezza e la salute degli operatori 

e degli animali trasportati. I contenitori utilizzati per il trasporto dei topi da Legnaro a Villorba (TV) sono stati 

autorizzati dal Servizio veterinario della ASL territorialmente competente. Il trasporto avviene con mezzi 

dell’IZSVe e scortato da regolare documentazione di trasporto. 

 

Acclimatamento 
 

All’arrivo nello stabulario gli animali devono essere sottoposti ad un periodo di acclimatamento che 

permetta loro di superare lo stress legato al trasporto e l’adattamento fisiologico, etologico e nutrizionale alle 

nuove condizioni di stabulazione, oltre che permettere una verifica delle loro condizioni di salute. Infatti, lo 
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stress legato al trasporto può favorire il manifestarsi di condizioni patologiche presenti inizialmente solo a 

livello subclinico. Di conseguenza è rilevante garantire un periodo di adattamento dell’animale alle nuove 

condizioni di stabulazione prima di arruolarlo nella sperimentazione vera e propria per poter verificare il suo 

effettivo stato di buona salute.  

Negli stabulari IZSVe non si effettua, in linea generale, una quarantena ma si adottano procedure per 

l’acclimatamento degli animali di nuova introduzione. Questa fase deve essere gestita dal Responsabile del 

Benessere animale e dal Veterinario designato, i quali valuteranno il rischio in funzione della specie coinvolta 

e delle certificazioni sanitarie fornite dall’allevatore.  

Gli animali di ogni singolo lotto sono gestiti separatamente, onde evitare cross contaminazioni tra partite 

diverse. La lunghezza del periodo di acclimatamento dipende dalla specie animale e dal tipo e durata del 

trasporto, inoltre si deve tener conto anche di quanto è impattante il cambio di condizioni di stabulazione nel 

caso di animali allevati in contesti diversi da uno stabulario. 

 

Alimentazione 
 

L’alimento fornito agli animali deve rispondere alle loro esigenze nutrizionali, ma anche alle loro necessità 

comportamentali. Le guide del NRC sulla nutrizione animale forniscono chiare indicazioni circa gli standard 

qualitativi a cui i mangimi da utilizzare in questo contesto devono rispondere in termini sia di biodisponibilità 

dei nutrienti che di appetibilità e sicurezza chimica e microbiologica. 

I mangimi impiegati per gli animali utilizzati a fini scientifici vengono classificati nelle seguenti tipologie: 

 diete a base di ingredienti naturali (natural ingredient diets) formulate con prodotti agricoli o loro 

derivati e disponibili commercialmente per tutte le specie comunemente usate nella ricerca scientifica. 

Queste diete hanno lo svantaggio di avere composizioni variabili e di contenere spesso tracce di 

contaminanti; 

 diete certificate (certified diets) testate per i residui di contaminanti, utilizzabili in GLP; 

 diete purificate (purified diets) costituite da ingredienti che contengono un solo nutriente o una sola 

classe di nutrienti. Questo permette di ridurre la variabilità nella composizione nutrizionale e i rischi 

di contaminazione con agenti chimici; 

 diete caratterizzate chimicamente (chemically defined diets) composte da singoli amminoacidi o 

specifici zuccheri. 

 

In IZSVe si utilizzano generalmente solo diete a base di ingredienti naturali per i roditori e i lagomorfi. Se 

necessario possono essere autoclavati nel rispetto delle indicazioni fornite dal produttore. Per le specie ad uso 

zootecnico si ricorre ai mangimi commerciali normalmente utilizzati negli allevamenti. I fornitori sono 

certificati ISO 9001 e provvedono a fornire le certificazioni relative all’esito dei test analitici (analisi chimico-

fisiche, microbiologiche, residuali) eseguiti sul prodotto.  
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Il trasporto, lo stoccaggio e la manipolazione del mangime è svolto sempre in condizioni tali da ridurre al 

minimo il rischio di introdurre patogeni, parassiti o vettori nell’ambiente di stabulazione. Prima di essere 

introdotto nelle aree di stoccaggio è verificata l’integrità degli imballaggi che devono essere esternamente 

asciutti e puliti. Le condizioni di stoccaggio rispettano quanto richiesto dal produttore in termini di 

temperatura di conservazione, sempre inferiore ai 20°C. Il mangime non viene mai esposto a luce diretta e 

viene stoccato in ambienti asciutti (umidità relativa <50%) e puliti nei quali si effettua un regolare controllo 

degli agenti nocivi. I sacchi e i contenitori sono sempre appoggiati su bancali o mensole e mai direttamente sul 

pavimento.  

Si adotta la regola first in first out (FIFO) applicata alle date di scadenza del prodotto in modo che vengano 

consumati per primi i sacchi con data di scadenza più vicina. Una volta aperto, il sacco viene trasferito in 

appositi carrelli porta mangime in metallo o in appositi bidoni in plastica dotati di coperchio in modo tale da 

renderlo inaccessibile a insetti e altri infestanti. Nel caso dei mangimi per roditori se necessario sono 

autoclavati in piccole quantità che sono consumate nell’arco di una settimana. La data della sterilizzazione 

viene registrata sull’involucro. 

L’accesso all’alimento deve avvenire facilmente e senza che si crei competizione per la risorsa tra i soggetti 

stabulati in gruppo. L’alimento non si deve contaminare con feci o urina e si deve conservare in ottime 

condizioni fino a che non viene consumato. Se si degrada deve essere immediatamente rimosso. 

L’utilizzo di alimenti freschi come frutta e verdura da somministrare come arricchimento alimentare in casi 

prestabiliti avviene previo lavaggio in soluzioni di disinfettante a base di cloro e asciugatura. Tali prodotti non 

sono stoccati, ma l’approvvigionamento viene gestito nello stesso giorno della somministrazione. 

Le modalità di somministrazione vengono adeguate alla specie e alla procedura sperimentale: ad esempio 

nel caso dei roditori, l’alimento viene distribuito in più punti anche sulla lettiera per stimolare il naturale 

comportamento di foraging di questa specie. La somministrazione dell’alimento può essere ad libitum o 

controllata in funzione delle esigenze sperimentali 

L’alimentazione degli animali non subisce mai bruschi cambiamenti. Ogni nuovo alimento o cambiamento 

nella composizione della dieta è gestito con un’introduzione progressiva, onde evitare l’insorgere di disturbi 

gastro-intestinali. 

 

Acqua di abbeverata 

 
L’acqua somministrata agli animali stabulati presso la sede centrale di Legnaro e la sede di Villorba (TV) 

proviene dai rispettivi acquedotti comunali e risponde quindi ai criteri di potabilità previsti dalla legge. L’acqua 

per i roditori, se richiesto, viene autoclavata direttamente nelle bottiglie. Le bottiglie sono sostituite e non 

riempite ex-novo, onde evitare contaminazioni crociate.  

Gli abbeveratoi automatici utilizzati prevalentemente per gli avicoli e i suini sono puliti e controllati a 

cadenza regolare e dotati di temporizzatori per evitare fuoriuscite di acqua a seguito di danneggiamenti causati 

dall’attività degli animali. 



25 

 

 

Identificazione degli animali 
 

La corretta identificazione degli animali è un aspetto cruciale per una altrettanto corretta gestione della 

sperimentazione e un’affidabile raccolta dei dati. In IZSVe, ad oggi, l’identificazione degli animali avviene con 

metodi non invasivi e, qualora siano necessari metodi invasivi, devono comunque avere carattere temporaneo. 

Non si praticano tatuaggi, impianti di transponder, pinzatura del padiglione auricolare o la rimozione della 

falange distale. Gli animali che presentano tatuaggi sono stati forniti dall’allevatore già marcati. 

Per ogni specie verrà specificato il sistema identificativo scelto. Il metodo viene stabilito in funzione della 

specie e della taglia dell’animale, in modo da rispettarne il più possibile il benessere. Dipende, inoltre, dalla 

durata della sperimentazione e viene scelto in modo tale che non interferisca con le procedure che si devono 

eseguire sull’animale. Sono a disposizione anche dei chip di ridotte dimensioni (nanochip) con l’apposito 

lettore. Tale tecnologia è attualmente applicata per l’identificazione dei furetti e dei conigli. 

Qualora non fosse strettamente necessario per le finalità della sperimentazione identificare 

individualmente i soggetti coinvolti, viene predisposta solo un’identificazione di box, gabbia o isolatore senza 

ricorrere ad altri metodi. Questa prassi comporta, inevitabilmente, dei rischi come lo scambio dei cartellini tra 

una gabbia e l’altra o di animali e dovrebbe essere ridotta il più possibile. 

 

Soppressione/Eutanasia 

 
La soppressione degli animali utilizzati a fini sperimentali deve avvenire solamente con i metodi di cui al 

D. Lgs. 26/2014 in condizioni in cui la perdita di conoscenza e la morte avvengono in tempi rapidi senza dolore 

e sofferenza per l’animale se non momentanea. L’IZSVe utilizza attualmente i metodi di soppressione indicati 

nella tabella sottostante: 

 

 

SPECIE ANIMALE 

 

 

METODO DI SOPPRESSIONE 

Roditori CO2/overdose di anestetico 

Coniglio Overdose di anestetico 

Furetto Overdose di anestetico 

Volatili Overdose di anestetico 

Suini, bovini e ovi-caprini Proiettile captivo; overdose di anestetico 
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Specie ittiche  Overdose di anestetico 

 

Metodi di soppressione adottati presso gli stabulari IZSVe 
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Il metodo viene scelto secondo i seguenti criteri: 

 capacità di causare una rapida perdita di coscienza e la successiva morte con il minimo dolore e stress 

possibile; 

 affidabilità e irreversibilità; 

 adeguatezza per la specie, il peso e l’età dell’animale; 

 compatibilità con il protocollo sperimentale; 

 impatto emotivo sull’operatore che deve attendere alla procedura. 

 

La soppressione degli animali viene pianificata in funzione del protocollo sperimentale o per sottrarre 

l’animale affetto da dolore non sostenibile e non alleviabile con l’uso di analgesici, sedativi o con altri metodi. 

È quindi necessario fissare human end point specifici per ogni protocollo. Lo human end point fissato deve 

mediare tra la sostenibilità della sofferenza per l’animale e il raggiungimento dell’obiettivo per il quale la 

procedura è stata effettuata. L’utilizzo di score sheet per standardizzare il più possibile l’individuazione dello 

human end point da parte dell’operatore è una pratica che si sta cominciando ad introdurre presso i gruppi di 

ricerca dell’IZSVe. 

La soppressione deve sempre essere completata con uno dei seguenti metodi (allegato IV, D. Lgs. 26/2014): 

 conferma dell’arresto permanente della circolazione; 

 distruzione del cervello; 

 dislocazione del collo; 

 dissanguamento; 

 verifica dell’insorgenza del rigor mortis. 

 

Il personale addetto alla soppressione degli animali deve essere adeguatamente addestrato nell’esecuzione 

della procedura e in grado di riconoscere la cessazione dei segni vitali nell’animale soppresso e quindi la morte 

effettiva del soggetto. Preferibilmente il personale addetto alla soppressione non dovrebbe essere lo stesso che 

si è occupato della cura degli animali di quello specifico esperimento, onde ridurre al minimo lo stress emotivo 

per gli operatori. 

 

Formazione e gestione del personale 
 

Il D. Lgs. 26/2014 all’art. 23 stabilisce che il personale deve essere in possesso di un livello di istruzione e 

formazione adeguato per poter svolgere procedure sugli animali, dedicarsi alla cura degli animali o effettuarne 
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la soppressione. Per concepire procedure e progetti i soggetti coinvolti devono essere in possesso di una 

formazione scientifica attinente il lavoro da eseguire e devono avere conoscenze specifiche sulla specie 

utilizzata. È’ responsabilità dell’Ente, mediante l’OPBA, garantire la formazione del personale, che deve essere 

adeguatamente documentata. La comprovata esperienza non è più sufficiente in quanto deve essere dimostrato 

un costante aggiornamento in funzione del tipo di attività che si svolge.  

Il numero di persone addette alla cura degli animali e alla gestione di tutte le attività necessarie al fine di 

un’adeguata conduzione delle attività sperimentali dipende da numerosi fattori, inclusi il livello di 

meccanizzazione di talune attività come la pulizia degli ambienti di stabulazione, delle gabbie ecc., il numero 

di sperimentazioni in corso, le dimensioni dello stabulario e il numero di specie coinvolte. Un’accurata 

valutazione del numero di persone coinvolte è essenziale per garantire non solo il benessere degli animali usati 

a fini scientifici, ma anche per la sicurezza del personale stesso. 

 

L’IZSVe stabilisce annualmente un piano di formazione e di aggiornamento specifico ed adeguato alle 

professionalità coinvolte, onde garantire che lo stabulario sia dotato di personale tecnico e veterinario 

qualificato e aggiornato su tutte le questioni che riguardano la gestione, la cura e il benessere degli animali 

utilizzati a fini sperimentali. Inoltre, tutti i ricercatori che accedono allo stabulario IZSVe devono essere in 

possesso, oltre che di una formazione scientifica attinente l’attività che essi svolgono e di conoscenze 

sull’impiego in ambito sperimentale delle specie che utilizzano, anche di una formazione adeguata circa le 

procedure di accesso e utilizzo degli stabulari IZSVe per garantire la maggiore efficacia nella gestione della 

struttura. 

 

Sicurezza sul lavoro e biosicurezza 
 

L’IZSVe dovrebbe sviluppare e mantenere aggiornato un adeguato programma di biosicurezza e di salute e 

sicurezza sul lavoro che costituisce parte integrante di un efficace programma di cura ed utilizzo degli animali 

da laboratorio. Le ricerche condotte presso l’IZSVe possono implicare l’utilizzo di agenti zoonosici di classe 3 

e di agenti eziologici veterinari classificati nel gruppo 3 dalla World Organization of Animal Health (OIE), oltre 

che di microrganismi geneticamente modificati (MOGM) di classe 3. Tali microrganismi implicano non solo 

rischi di natura occupazionale, ma anche rischi ambientali che devono essere valutati e gestiti. 

L’IZSVe risponde agli obblighi imposti dalla normativa vigente in materia di sicurezza sul lavoro (D.Lgs. 

81/2008 e s.m.i.) e si è dotato di un proprio modello organizzativo per la gestione della sicurezza il quale si 

fonda sui requisiti del BS – OHSAS 18001:2007. Inoltre, data la peculiarità dell’attività di ricerca svolta 

dall’Ente, esso si è dotato anche di un Comitato di Biosicurezza composto dall’expertise medica e veterinaria 

necessarie ad effettuare un’adeguata valutazione dei rischi biologici connessi alle attività di ricerca svolte 

presso l’Ente e che coinvolgono, quindi, anche lo stabulario. La presenza di tale comitato favorisce il 

mantenimento di un vivo interesse nei confronti delle tematiche relative alla biosicurezza e alla sicurezza 

occupazionale all’interno dell’organizzazione, favorendo l’implementazione e l’aggiornamento delle procedure 

utilizzate e mantenendo vivo un approccio ragionato ai rischi collegati allo svolgimento dell’attività lavorativa. 
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Le strategie di controllo e prevenzione degli incidenti sui luoghi di lavoro sviluppate dall’IZSVe si basano 

sull’identificazione dei pericoli di natura chimica, biologica e fisica e sulla valutazione dei rischi associati ai 

pericoli individuati. La gestione di tali rischi ha come obiettivo la loro riduzione ad un livello accettabile. Essa 

è composta da più punti tra loro dipendenti: 

 accurata progettazione degli spazi lavorativi con l’utilizzo di dispositivi di protezione collettiva, un 

approfondito studio sulla logistica e la disponibilità di attrezzature adeguate; 

 programmi di manutenzione efficienti ed efficaci per le strutture, le attrezzature e gli impianti; 

 lo sviluppo di procedure gestionali e procedure operative standard efficaci; 

 impiego di DPI adeguati; 

 attenta e continua formazione del personale che implica la piena consapevolezza da parte degli 

operatori dei rischi connessi all’attività lavorativa che stanno svolgendo, l’importanza di seguire le 

procedure stabilite e la necessità di un consono utilizzo dei DPI forniti. 

 

Per quanto riguarda lo stabulario dell’IZSVe, nella valutazione dei rischi si considerano:  

 i pericoli collegati alla manipolazione e al contenimento di una certa specie animale rispetto ad 

un'altra; 

 i materiali e le sostanze chimiche (disinfettanti, farmaci, ecc.) utilizzate;  

 la tipologia di procedura a cui gli animali devono essere sottoposti; 

 i pericoli connessi alla movimentazione di carichi pesanti;  

 i pericoli legati all’esposizione ad allergeni;  

 i pericoli biologici connessi all’utilizzo di agenti eziologici e MOGM;  

 la frequenza, l’intensità e la durata dell’esposizione del personale a un determinato pericolo;  

 la suscettibilità del personale a quello specifico pericolo;  

 i dati storici relativi a malattie occupazionali o incidenti che si sono verificati all’interno dello 

stabulario.  

 

Tutte le attività vengono classificate secondo una scala di rischio in funzione della probabilità che l’incidente 

o l’insorgenza della malattia occupazionale si verifichi, sia in base dell’analisi dei dati storici in possesso 

dell’IZSVe sugli incidenti occupazionali avvenuti presso lo stabulario, sia in base a quanto descritto in 

letteratura a livello internazionale.  

In funzione del rischio espositivo vengono quindi adottate specifiche procedure operative e dispositivi di 

protezione, oltre che un’adeguata sorveglianza sanitaria e immunoprofilassi volte a ridurre al minimo la 

possibilità che tale rischio si traduca in un danno effettivo per l’operatore. Ad esempio l’IZSVe è dotato di alcuni 

ambienti di stabulazione a livello di biocontenimento 3. Questi rispondono ai requisiti della UNI EN ISO 
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12128:2000. In questi ambienti, oltre ai dispositivi di protezione collettiva, si adottano procedure e dispositivi 

di protezione individuale specifici dato che il rischio biologico a cui il personale è esposto risulta essere più 

elevato rispetto alle altre aree di stabulazione. 

Nella tabella seguente sono riassunti i pericoli a cui può essere esposto il personale che lavora all’interno 

dello stabulario IZSVe. Si distinguono i pericoli collegati all’impiego degli animali nelle procedure e i pericoli 

che non dipendono strettamente dalla presenza dell’animale. 
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 CLASSIFICAZIONE DESCRIZIONE NOTE 

Pericoli  

animale- 

dipendenti 

Pericoli fisici 

Morsi   

Graffi  

Tagli  

Punture  

Contusioni  

Lesioni  

osteo-articolari da  

scivolamento/cadute 

 

Allergeni 

Derivano dal pelo, dalla 

forfora, dalla saliva e 

dall’urina 

Rumore intenso 

L’esposizione giornaliera 

può determinare danni 

permanenti all’apparato 

uditivo 

Pericoli chimici 
Uso di anestetici  

e farmaci 

Tossicità per inalazione, 

ingestione o 

somministrazione 

accidentale 

Pericoli biologici 

Batteri 
Inclusi agenti eziologici di 

classe 3 e MOGM classe 3 

Virus 
Inclusi agenti eziologici di 

classe 3 e MOGM classe 3 

Parassiti 
Inclusi agenti eziologici di 

classe 3 e MOGM classe 3 

Funghi 
Inclusi agenti eziologici di 

classe 3 e MOGM classe 3 

Protozoi 
Inclusi agenti eziologici di 

classe 3 e MOGM classe 3 

Allergeni 

Alcuni agenti biologici 

come gli acari possono 

determinare l’insorgenza 
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 CLASSIFICAZIONE DESCRIZIONE NOTE 

di allergie pur non 

essendo agenti zoonosici 

Pericoli 

animale- 

indipendenti 

Pericoli fisici 

 

Movimentazione  

di carichi pesanti 

 

 

 

Movimenti ripetitivi  

e/o particolari  

posture 

 

 

 

Lesioni osteo- 

articolari da cadute e  

scivolamento 

 

 

Tagli  

Punture  

Allergeni Lettiere, lattice 

Ustioni Acqua calda e vapore 

Rumore 
Causato dalle attrezzature 

utilizzate 

Esposizione  

a raggi UV 

Uso delle lampade per la 

speratura delle uova 

Utilizzo di   

apparecchiature  

elettriche 

 

Pericoli chimici Esposizione a   
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 CLASSIFICAZIONE DESCRIZIONE NOTE 

perossido d’idrogeno 

Esposizione a  

detergenti e  

disinfettanti acidi e  

alcalini 

Sensibilizzazione cutanea, 

tossicità per inalazione, 

ingestione accidentale o 

contatto. 

Pericoli biologici 

Manipolazione di 

materiale biologico 

infetto (agenti 

zoonosici) 

 

Manipolazione di rifiuti 

infetti (agenti zoonosici) 

 

Lavaggio e pulizia delle 

gabbie, abbeveratoi, 

mangiatoie, ambienti. 

 

 

Pericoli a cui può essere esposto il personale che svolge attività all’interno dello stabulario IZSVe. 

 

Si deve considerare inoltre lo stress lavoro correlato in funzione di quanto previsto dal D. Lgs. 81/2008 e 

della strategia comunitaria per la salute e la sicurezza occupazionale 2013-2020, soprattutto per il personale 

addetto alla soppressione degli animali. 

Il monitoraggio costante dei pericoli a cui il personale viene esposto, periodiche ispezioni interne e 

un’adeguata reportistica sull’andamento del programma di sicurezza applicato garantiscono una costante 

implementazione del programma stesso oltre che il mantenimento di una viva cultura della sicurezza sul lavoro 

nell’ambito dell’organizzazione. 

Il flusso informativo interno in caso d’incidente, inteso come qualunque forma d’infortunio che avviene 

all’interno dello stabulario, deve essere definito e documentato in modo tale da mettere in atto azioni correttive 

e preventive ogni qualvolta sia necessario. Il personale operante nello stabulario BSL3 è inoltre tenuto al 

rigoroso rispetto delle norme di biosicurezza e, quindi, oltre ad un’attenta biodecontaminazione individuale, 

non può venire a contatto con animali delle specie sensibili agli agenti eziologici che si stanno utilizzando 

nell’unità di biocontenimento, né frequentare siti in cui queste specie sono allevate o detenute. 

Nel contesto della sicurezza negli ambienti di lavoro si considera anche l’accesso ai locali destinati alla 

stabulazione degli animali utilizzati a fini scientifici. Nello specifico l’IZSVe ha adottato un sistema di 

regolazione degli accessi agli edifici in funzione delle attività che vi sono svolte e della loro pericolosità. In 

particolare l’accesso a tutte le strutture di stabulazione e in casi specifici anche l’accesso a determinati locali 
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all’interno degli stabulari, avviene solo attraverso lettura del badge personale in modo da garantire non solo 

una limitazione degli accessi ai soli aventi titolo per ovvi motivi di sicurezza, ma anche monitorarne la presenza 

in un’ottica di sicurezza negli ambienti di lavoro. 

Infine, nell’ambito della sicurezza generale dell’Ente è prevista una specifica sezione del piano d’emergenza 

per lo stabulario che prende in considerazione le procedure d’emergenza da adottare in caso di incendio, di 

black out elettrico, di disastro ambientale, di atti vandalici o attacco dello stabulario da parte di fazioni 

animaliste. 
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1. TOPO (Mus musculus) 
 

I topi attualmente utilizzati in IZSVe sono topi Swiss CD1 outbred stock e topi BALB/cAnNCrl inbred 

strain. Lo stabilimento interno di allevamento sito presso l’Edificio H produce topi Swiss CD1 outbred stock 

adibiti a prove diagnostiche e sperimentali. Da stabilimenti fornitori certificati provengono topi di altri ceppi 

o anche CD1 qualora l’allevamento non sia in grado di far fronte alle richieste dei ricercatori. 

 

Ambiente di stabulazione 
 

I topi vengono stabulati in gabbie aperte tipo 2 in plastica trasparente (eventualmente collocate in 

isolatori) o in gabbie IVC dotate di filtri HEPA in ingresso e in uscita. In condizioni sperimentali viene 

garantito uno spazio minimo di almeno 100 cm2 per animale come previsto dalla Direttiva 2010/63/EU e gli 

animali sono sempre stabulati in gruppi o eventualmente in coppie. In allevamento sono invece previsti 

alloggiamenti di dimensioni minime di 330 cm2 per un trio composto da un maschio e due femmine. Si 

devono calcolare 180 cm2 in più per ogni femmina aggiuntiva. Le gabbie hanno un’altezza minima di 12 cm. 

Il range di temperatura ambientale oscilla tra 20°C e 24°C. La rilevazione della temperatura dei locali 

viene monitorata, registrata e archiviata dal sistema Televis. 

Il fotoperiodo è di 12 ore luce e 12 ore buio. In alcuni locali (allevamento Edificio H) è installato un sistema 

automatico di regolazione del fotoperiodo della luce artificiale. In altri locali non sono a disposizione sistemi 

di spegnimento automatico dell’illuminazione e la presenza di illuminazione naturale implica delle variazioni 

stagionali nella durata del fotoperiodo. L’intensità luminosa non supera i 325 lux a circa 1 m. dal pavimento 

(130-325 lux a livello gabbia). 

Rumorosità e vibrazioni sono un aspetto da indagare dato che non si hanno dati a disposizione 

relativamente agli ambienti di stabulazione dell’IZSVe. L’accortezza adottata è quella di evitare la presenza 

di attrezzature e macchinari che generano rumore e vibrazioni negli ambienti in cui gli animali sono stabulati 

e mantenere una rumorosità ambientale al di sotto degli 85 dB come previsto dalla normativa. Sarebbe 

comunque auspicabile la raccolta di dati circa la presenza di ultrasuoni nelle stanza adibite a stabulario, 

soprattutto per il benessere dei roditori che sono particolarmente sensibili. 

Sono garantiti almeno 8-12 ricambi aria/ora negli ambienti con stabulazione in gabbie aperte. Negli IVC 

si mantengono 80-90 ricambi aria/ora. La pulizia degli ambienti avviene quotidianamente, il cambio delle 

lettiere è effettuato 2 volte a settimana per le gabbie aperte con cambio gabbia eseguito ogni 2 settimane, 

mentre per gli animali alloggiati negli IVC non si eseguono cambi parziali, ma solo cambi gabbia ogni 14 

giorni. Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe 

addetto. 
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Arricchimenti 
 

Gli arricchimenti ambientali sono costituiti da arricchimento standard: le gabbie sono munite di lettiera 

in truciolato di almeno 0,6 cm di spessore, mouse house e materiale per la costruzione del nido (carta).  

Gli animali sono sempre stabulati in gruppo. Nell’allevamento, la gestione dei riproduttori prevede 

l’inserimento di un maschio e due femmine per gabbia con la rimozione delle nidiate a 20-21 gg di vita. 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Quotidianamente gli operatori controllano lo stato di salute degli animali, individuando i soggetti che 

presentano i segni di evidente dimagrimento, pelo arruffato, falsa cifosi, scolo oculo-nasale, social defeat, 

lesioni, zoppie, aree alopeciche e li segnalano al Veterinario designato. 

 

Devono essere segnalati anche tutti i comportamenti anomali o l’insorgenza di stereotipie tipiche della 

specie. Le principali sono elencate di seguito: 

 bar pacing, ovvero i ripetuti spostamenti a destra e sinistra lungo le griglie del coperchio della 

gabbia; 

 bar chewing, la masticazione ossessiva delle griglie; 

 corner digging, lo scavare ossessivamente negli angoli della gabbia; 

 cyrcling; 

 twirling; 

 jumping and back-flipping, una corsa in circolo ruotando su se stesso; 

 spinning; 

 barbering (vedi fig. 2). 
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Barbering nel topo (tratto da «A guide to the behavior & enrichment of laboratory rodents»,  

Charles River Laboratories, 2012). 

 

Le linee guida FELASA prevedono per il topo un panel di agenti eziologici che dovrebbe essere testato a 

cadenza regolare per monitorarne o escluderne la presenza in allevamento o nello stabulario utilizzatore.  

Periodicamente viene effettuato un monitoraggio sanitario solo sugli animali presenti in allevamento. 

Operazioni di monitoraggio attuate vengono esposte di seguito: 

 Esame autoptico in tutti i soggetti adulti trovati morti.  

 Ogni tre mesi esame parassitologico di un pool di feci. 

 Annualmente e semestralmente sono effettuati controlli sanitari sulla popolazione degli animali stabulati 

nella struttura.  

I controlli effettuati su sentinelle (almeno 6 settimane di permanenza), prevedono una serie di test sierologici, 

batteriologici, parassitologici e anatomoistopatologici secondo le linee guida FELASA, eseguiti presso 

laboratori IZSVe, IZSLER o presso centri specialistici come ad es. ENVIGO o CHARLES RIVER. 

 

Manipolazione e contenimento 
 

La procedura standard di manipolazione e contenimento nel topo è illustrata di seguito.  

Le manualità più frequenti che si eseguono sui topi sono:  

 instillazione intranasale; 

 prelievo ematico;  

 inoculo sottocutaneo, intramuscolare e intraperitoneale. 
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I siti per il prelievo di sangue sono i seguenti: 

 vena facciale (ago 25G); 

 vena caudale; 

 plesso retro bulbare (pipetta Pasteur). 

Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe addetto. 

 

Il prelievo di sangue da altri siti e con altre manualità avvengono secondo le istruzioni operative fornite al 

personale dal Veterinario designato. 

 

 

 

Contenimento del topo (http://www.research.ucsf.edu/aw/Policies/awMouseHandl.asp) 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

Il protocollo anestesiologico attualmente adottato prevede l’impiego di farmaci iniettabili in quanto non 

è ancora a disposizione l’utilizzo di anestetici inalatori, anche se auspicabile. Il protocollo adottato per le 

procedure più frequenti e meno invasive (es. prelievo ematico, inoculo intranasale) è il seguente: 50 – 75 

mg/kg di ketamina + 2 – 5 mg/kg xilazina + 2,0 mg/kg di acepromazina I.P. 

 

Trasporto 
 

Il trasporto degli animali provenienti da allevamenti esterni all’IZSVe viene garantito dalle aziende 

fornitrici e avviene secondo le norme previste dall’International Air Transport Association (IATA). Gli 

http://www.research.ucsf.edu/aw/Policies/awMouseHandl.asp
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animali sono alloggiati in apposite scatole da trasporto per roditori che contengono lettiera, alimento e gel 

umidificante. Le scatole sono alloggiate in automezzi autorizzati e omologati all’uso che garantiscono il 

rispetto dei parametri ambientali necessari a garantire il benessere degli animali trasportati. Il trasporto non 

richiede più di 24 ore dal momento della partenza al momento della consegna dei roditori.  

I topi provenienti dall’allevamento della sede centrale dell’IZSVe vengono trasferiti su richiesta alla sede 

periferica di Villorba (TV) utilizzando gli stessi accorgimenti descritti sopra, ma con un veicolo di proprietà 

dell’Ente e specifici contenitori autorizzati dall’ASL. 

 

Acclimatamento 
 

Gli animali forniti da ditte esterne vengono sottoposti ad esame clinico e controllo documentale all’arrivo. 

Inoltre, qualora lo ritenga necessario, il Veterinario designato responsabile effettua adeguati 

approfondimenti diagnostici. Gli animali forniti da ditte esterne devono trascorrere un periodo di 

acclimatamento/quarantena prima di essere arruolati nella sperimentazione di almeno 5-10 giorni. 

 

Alimentazione 
 

L’alimentazione è costituita da mangime pellettato specifico per topi. Per le necessità nutrizionali di 

animali mantenuti in stabulari convenzionali si rimanda ai testi specialistici. Esiste una variabilità 

dipendente dal ceppo di topo utilizzato e dalle condizioni di stabulazione oltre che dal tipo di procedura a cui 

l’animale viene sottoposto e dal suo stato fisiologico. Per questo la dieta dovrebbe essere adattata in funzione 

delle necessità in quanto può influire notevolmente sui risultati della procedura. Inoltre, in letteratura non 

sono presenti dati circa le reali necessità di taluni nutrienti nel topo, in alcuni casi sono valori basati su studi 

condotti nel ratto e spesso i dati sono insufficienti per stabilire l’effettivo fabbisogno. Qualora le procedure 

sperimentali lo rendano necessario, si impiegano gel o altri alimenti altamente appetibili. 

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua somministrata proviene dall’acquedotto locale. Le bottiglie con l’acqua possono venire 

autoclavate prima di essere messe a disposizione degli animali.  

 

Identificazione degli animali 
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Nella maggior parte dei casi l’identificazione degli animali si limita ad un’identificazione di gruppo 

attraverso un cartellino esposto sulla gabbia. L’identificazione dei singoli soggetti se necessaria avviene 

utilizzando il punzone e il pennarello sulla coda. E’ tuttavia possibile il ricorso anche a marche auricolari.  

 

Soppressione 
 

La soppressione avviene con overdose di anestetico: 40 mg/kg di Zoletil100 (tiletamina cloridrato + 

zolazepam) + 0,5 mg/kg di xilazina i.p. Viene completata e confermata con la dislocazione cervicale. Altra 

possibilità è la soppressione mediante esposizione a CO2 in apposito contenitore. 
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2. CAVIA (Cavia porcellus) 
 

Le cavie utilizzate in IZSVe provengono da allevamento autorizzato. Sono soggetti outbred, Hartley Guinea 

Pig Crl:HA.  

 

Ambiente di stabulazione 
 

Le cavie sono stabulate, se possibile, a coppie dello stesso sesso in gabbie in materiale plastico modello 

Tecniplast. Le gabbie sono dotate di mangiatoia e bottiglia dell’acqua in una stanza di stabulazione a loro 

dedicata nell’edifico H. 

Si garantiscono alloggiamenti che rispettano le dimensioni minime previste dalla Direttiva 2010/63/EU 

cioè alloggiamenti di 1800 cm2 per animali fino a 450 g di peso e 2500 cm2 per soggetti di peso superiore. Lo 

spazio al suolo per animale è di 900 cm2. L’altezza minima è di 23 cm. 

Il range di temperatura ambientale oscilla tra 20°C e 24°C.  

La rilevazione della temperatura dei locali viene monitorata, registrata e archiviata dal sistema Televis. 

Non sono presenti sistemi di regolazione (umidificatori e deumidificatori): l’umidità ambientale viene 

mantenuta nei range fissati agendo sulla temperatura e ventilazione degli ambienti in attesa di un 

adeguamento dell’impiantistica. 

Il fotoperiodo è di 12 ore luce e 12 ore buio, ma la presenza di illuminazione naturale implica delle variazioni 

stagionali nella durata del fotoperiodo. Sono a disposizione sistemi di spegnimento automatico 

dell’illuminazione. L’intensità luminosa non supera i 325 lux a circa 1m dal pavimento (130-325 lux a livello 

gabbia). 

Rumorosità e vibrazioni: le cavie hanno un range uditivo che va da 0,32-50 KHz a 60 dB e 4-28 KHz a 

10dB. Ultrasuoni e onde sonore a bassa frequenza al di sopra o al di sotto del range udibile dall’uomo possono 

essere fonte di stress per i roditori, si tratta quindi di un aspetto che dovrebbe essere approfondito in quanto 

ad oggi non si hanno informazioni circa i livelli di ultrasuoni presenti negli ambienti di stabulazione delle cavie. 

È garantita una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB come previsto dalla normativa. 

Sono garantiti almeno 15 ricambi aria/ora.  

 

Arricchimenti 
 

Gli arricchimenti ambientali sono prevalentemente di origine alimentare e comprendono la 

somministrazione quotidiana di fieno autoclavato e di vegetali e frutta fresca preventivamente lavati con 
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soluzioni a base di cloro e asciugati. I residui di vegetali e frutta sono rimossi a fine giornata. Inoltre vengono 

messi a disposizione legnetti autoclavati e materiale per la costruzione del nido (carta). 

 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute 
 

Quotidianamente gli operatori controllano lo stato di salute degli animali, individuando i soggetti che 

presentano i segni di evidente dimagrimento, pelo arruffato, falsa cifosi, scolo oculo-nasale, lesioni, zoppie, 

aree alopeciche, diarrea o altri segni clinici e/o comportamentali e li riportano al Veterinario designato.  

Dal punto di vista comportamentale i principali segnali di situazioni di stress nella cavia sono: 

 comparsa di frequenti aggressioni all’interno del gruppo;  

 apatia o ridotta attività esplorativa;  

 specifiche vocalizzazioni (fischi ad alta frequenza) definite distress call; 

 continui tentativi di arrampicarsi sulle sbarre della gabbia;  

 continui salti e scatti improvvisi di corsa;  

 eccessiva manipolazione degli abbeveratoi con continui spandimenti di acqua;  

 continuo chewing. 

 

Questi sono i segnali che l’ambiente di stabulazione è carente di stimoli per permettere agli animali di 

espletare in modo adeguato le loro necessità etologiche. 

 

Le cavie vengono stabulate separatamente dai conigli e gli operatori svolgono le operazioni di pulizia e 

gestione della stanza adibita alle cavie prima di quelle adibite ai conigli onde evitare cross contaminazioni (ad 

esempio infezioni da Bordetella bronchiseptica). Non si applicano ad oggi programmi specifici di monitoraggio 

della salute di questi animali che vengono acquistati da un fornitore certificato. 

 

Manipolazione e contenimento 
 

Il contenimento della cavia è illustrato di seguito. La presa deve essere ferma anche se l’animale si divincola 

e squittisce. 
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Contenimento della cavia. (http://www.ahwla.org.uk) 

 

Il prelievo di sangue e le altre manualità avvengono secondo le istruzioni operative fornite al personale dal 

Veterinario designato. 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

I protocolli anestesiologici variano in funzione della procedura che deve essere messa in atto. Per anestesie 

di 30-50 minuti che permettano di svolgere procedure non invasive si applica il seguente protocollo: 30 mg/kg 

ketamina + 5 mg/kg Xilazina S.C. 

 

Trasporto 
 

ll trasporto degli animali provenienti da allevamenti esterni all’IZSVe viene garantito dalle aziende 

fornitrici. Esso avviene secondo le norme previste dallo IATA.  

Gli animali sono alloggiati in apposite scatole da trasporto per roditori di grandi dimensioni che contengono 

lettiera, alimento e del gel umidificante. Le scatole sono alloggiate in automezzi autorizzati e omologati all’uso 

che garantiscono il rispetto dei parametri ambientali necessari a garantire il benessere degli animali 

trasportati. 

Il trasporto non richiede più di 24 ore dal momento della partenza al momento della consegna dei roditori. 

 

Acclimatamento 
 

http://www.ahwla.org.uk/
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Gli animali all’arrivo sono sottoposti ad esame clinico e controllo documentale, inoltre qualora lo ritenga 

necessario il Veterinario designato effettua adeguati approfondimenti.  

Gli animali trascorrono un periodo di acclimatamento/quarantena prima di essere arruolati nella 

sperimentazione di almeno 10 giorni.  

 

Alimentazione 
 

L’alimentazione si basa sulla somministrazione di mangime pellettato specifico per cavie somministrato ad 

libitum e fieno autoclavato. La dieta viene integrata con frutta e verdura fresca almeno 2 volte/settimana. 

 

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua somministrata proviene dall’acquedotto locale. Le bottiglie con l’acqua possono venire autoclavate 

prima di essere messe a disposizione degli animali.  

Identificazione degli animali 
 

Se necessario gli animali sono identificati mediante marca applicata al padiglione auricolare o microchip. 

 

Soppressione 
 

Si procede ad eutanasia tramite overdose di anestetico: Zoletil 100 (tiletamina cloridrato + zolazepam), 55 

mg/kg) e xilazina (5,0 mg/kg) seguiti dall’iniezione intrapolmonare o intracardiaca di Tanax (0,3 mg/kg). 

Viene completata con la conferma dell’arresto permanente della circolazione. 

La soppressione può avvenire anche mediante l’utilizzo di CO2.
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3. CRICETO (Mesocricetus auratus) 
 

I criceti utilizzati in IZSVe provengono da allevamenti autorizzati, colonie outbred chiuse, LVG Golden 

Syrian Hamster Crl:LVG (SYR). 

 

Ambiente di stabulazione 
 

I criceti sono stabulati in Individually Ventilated Cage (IVC) con lettiera autoclavata di almeno 4-5 cm. I 

gruppi sono formati in funzione dello studio e nel rispetto delle indicazioni riportate di seguito.  

Lo spazio minimo dell’alloggiamento è di 800 cm2 e ogni soggetto dispone di almeno 250 cm2. L’altezza 

minima delle gabbie è di 14 cm. Le dimensioni dell’alloggiamento e lo spessore dello strato di lettiera sono un 

fattore di notevole stress per il criceto che in natura dispone di tane che si trovano a 64,8 ± 17,6 cm di 

profondità e scava tunnel di 199,5 ± 92,6 cm. 

Il range di temperatura ambientale oscilla tra 20°C e 24°C.  

La rilevazione della temperatura dei locali viene monitorata, registrata e archiviata dal sistema Televis. 

 

Il fotoperiodo è di 12 ore luce e 12 ore buio, tuttavia la presenza di illuminazione naturale implica delle 

variazioni stagionali nella durata del fotoperiodo. Non sono a disposizione sistemi di spegnimento automatico 

dell’illuminazione. L’intensità luminosa non supera i 325 lux a circa 1 m dal pavimento (130-325 lux a livello 

gabbia). 

È garantita una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB. Gli ambienti non sono insonorizzati quindi gli 

animali sono esposti ai normali rumori di sottofondo legati all’attività lavorativa degli stabularisti. Come per 

gli altri roditori non ci sono dati relativamente all’eventuale esposizione a vibrazioni o ultrasuoni. Si mantiene 

la prassi di evitare la presenza di attrezzature in grado di generare tali onde sonore negli ambienti di 

stabulazione. 

La pulizia degli ambienti avviene quotidianamente, il cambio completo della gabbia avviene ogni 3 settimane. 

Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe addetto. 

 

 

Arricchimenti 
 

Gli animali sono stabulati in gruppo in funzione delle esigenze sperimentali e mantengono il contatto visivo 

con i conspecifici delle gabbie adiacenti. 
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Gli arricchimenti ambientali sono costituiti da materiale per la costruzione del nido, oltre ad abbondante 

lettiera in truciolo e mouse house. La costruzione del nido all’interno di un box chiuso e buio viene preferita 

dai criceti in quanto è una situazione analoga alla costruzione della tana nel sottosuolo. 

Sulla lettiera viene sparso mangime e altri alimenti (arachidi e altra frutta secca e semi) per permettere 

all’animale di espletare il normale comportamento di hoarding. Piccoli pezzi di frutta fresca vengono forniti 

due volte la settimana alla sera e vengono rimossi il mattino seguente se non consumati. 

 

I criceti dovrebbero inoltre avere a disposizione una ruota su cui correre. Tutti i criceti utilizzano la ruota: 

tale attività motoria contribuisce a ridurre l’effetto negativo delle esperienze stressanti sull’animale. 

Un ulteriore arricchimento utile potrebbe essere un bagno di sabbia. Infine si dovrebbe considerare 

l’opportunità di inserire nelle gabbie delle pedane che garantiscano un aumento della superficie calpestabile 

disponibile per l’animale. Queste pedane risultano essere molto utilizzate da animali stabulati in gabbie di 

superficie inferiore ai 2500 cm2. 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Gli operatori controllano quotidianamente lo stato di salute degli animali, individuando i soggetti che 

presentano segni di:  

 dimagrimento; 

 pelo arruffato; 

 falsa cifosi; 

 scolo oculo-nasale; 

 lesioni, zoppie; 

 aree alopeciche; 

 diarrea; 

 altri segni clinici. 

 

Se vengono riscontrati segnali di questo tipo vengono notificati al Veterinario designato. 

 

Nel caso del criceto le stereotipie più frequenti si osservano quando l’animale morde spasmodicamente le 

sbarre della gabbia, interrompe l’attività per arrampicarsi e ritornare successivamente nella posizione iniziale 

e ricominciare a mordere le sbarre della gabbia. Quando sono stabulati nelle cassette chiuse degli IVC si 

arrampicano per appendersi al coperchio della stesse e morderle per poi lasciarsi cadere sulla lettiera. 
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Anche l’accumulo continuo di cibo può tradursi in un comportamento stereotipato accompagnato dal 

sovrappeso fino all’obesità. Questo problema si riscontra di solito nei criceti stabulati in gruppo come risposta 

allo stress sociale trattandosi di una specie che in natura è solitaria.  

 

Dato che i criceti provengono da un fornitore certificato e hanno periodi di permanenza brevi in stabulario, 

fino ad oggi non è stato necessario effettuare un monitoraggio specifico per questi animali. 

 

Manipolazione e contenimento 
 

Il contenimento del criceto viene illustrato di seguito. Essendo un animale notturno se svegliati 

improvvisamente durante il sonno diurno possono reagire aggressivamente tentando di mordere. In tal caso 

può essere opportuno estrarre il criceto dalla gabbia favorendone l’ingresso in un tubo di latta oppure 

facendolo salire sulle mani tenute a coppa. 

 

 

 

Contenimento del criceto (http://www.ahwla.org.uk). 

 

 

http://www.ahwla.org.uk/
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Contenimento del criceto (http://www.ahwla.org.uk). 

 

Il prelievo di sangue e le altre manualità avvengono secondo le istruzioni operative fornite al personale dal 

Veterinario designato. 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

Il protocollo anestesiologico ed analgesico da adottare viene stabilito in funzione della procedura. Nella 

maggior parte dei casi, mancando l’anestesia gassosa, si può ricorrere a una dose di 150-200 mg/kg di ketamina 

con 10 mg/kg xilazina i.p. o ad altri protocolli indicati in letteratura. 

 

Trasporto 
 

Il trasporto degli animali provenienti da allevamenti esterni all’IZSVe viene garantito dalle aziende 

fornitrici. Esso avviene secondo le norme previste dallo IATA.  

Gli animali sono alloggiati in apposite scatole da trasporto per roditori che contengono lettiera, alimenti e 

gel umidificante. Le scatole sono alloggiate in automezzi autorizzati e omologati all’uso che garantiscono il 

rispetto dei parametri ambientali necessari a garantire il benessere degli animali trasportati.  

 

Acclimatamento 
 

I criceti all’arrivo vengono sottoposti ad esame clinico e controllo documentale. Qualora lo ritenga 

necessario il Veterinario designato effettua adeguati approfondimenti. 

Gli animali trascorrono un periodo di acclimatamento/quarantena di almeno 10 giorni prima di essere 

arruolati nella sperimentazione. 

 

Alimentazione 
 

L’alimentazione si basa sulla somministrazione di mangime pellettato per criceti ad libitum. Il consumo in 

animali in mantenimento oscilla tra 5 e 8,9 g al giorno. 

Non ci sono molte pubblicazioni relative ai fabbisogni nutrizionali dei criceti in quanto nella prassi vengono 

alimentati con mangimi utilizzati per ratti e topi benché le loro esigenze nutrizionali siano diverse. Il mangime 

http://www.ahwla.org.uk/
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somministrato deve essere composto da 15-25% di proteine, 35-40% di carboidrati, 4-5% di grassi e 5% di fibra 

grezza. L’apporto di ogni amminoacido essenziale con la dieta è meno rilevante nel criceto rispetto ad altri 

roditori come il ratto o il topo: questo perché il criceto è dotato di un prestomaco simile a quello dei ruminanti 

e di un intestino cieco che contribuisce a garantire un apporto bilanciato di amminoacidi essenziali grazie alle 

proteine batteriche che vi vengono sintetizzate. 

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua somministrata proviene dall’acquedotto locale. Le bottiglie con l’acqua possono venire autoclavate 

prima di essere messe a disposizione degli animali. Vengono controllate e sostituite. Tutti questi aspetti sono 

descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe addetto. 

 

Identificazione degli animali 
 

Gli animali non vengono generalmente marcati individualmente, ma viene identificata la gabbia esponendo 

un cartellino che riporta il gruppo sperimentale. 

 

Soppressione 
 

La soppressione avviene con overdose di anestetico: 40 mg/kg di Zoletil 100 (tiletamina 

cloridrato+zolazepam) + 0,5 mg/kg di xilazina i.p. Viene completata con la dislocazione cervicale. Tale 

procedura può avvenire anche mediante l’uso di CO2.
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4. CONIGLIO (Oryctolagus cuniculus) 
 

I conigli utilizzati in IZSVe provengono da allevamento autorizzato. Sono conigli adulti New Zealand White 

inbred strain 052 Crl:KBL (NZW). 

 

Ambiente di stabulazione 
 

I conigli sono stabulati singolarmente in gabbie in acciaio modello Tecniplast dotate di mensola rialzata, 

mangiatoia e bottiglia dell’acqua.  

Le dimensioni degli alloggiamenti rispondono ai requisiti previsti dalla Direttiva 2010/63/EU. L’altezza 

minima è di 60 cm e lo spazio minimo al suolo è di 5400 cm2 per soggetto. Le piattaforme rialzate sono regolate 

a 25 cm di altezza dal pavimento dell’alloggiamento per conigli fino a 5 kg, per animali di peso superiore sono 

posizionate a 30 cm. Le dimensioni sono di 60x35 cm. 

Il range di temperatura ambientale oscilla tra 15°C e 21°C 

La rilevazione della temperatura dei locali viene monitorata, registrata e archiviata dal sistema Televis. 

L’umidità ambientale dovrebbe oscillare tra il 30% e il 70%, ma non sono presenti sistemi di regolazione 

(umidificatori e deumidificatori): si cerca di mantenere l’umidità ambientale nei range fissati agendo sulla 

temperatura e ventilazione degli ambienti in attesa di un adeguamento dell’impiantistica.  

Il fotoperiodo è di 12 ore luce e 12 ore buio, tuttavia la presenza di illuminazione naturale implica delle 

variazioni stagionali nella durata del fotoperiodo. Sono a disposizione sistemi di spegnimento automatico 

dell’illuminazione. L’intensità luminosa non supera i 325 lux a circa 1m dal pavimento (130-325 lux a livello 

gabbia). 

Si garantisce una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB. Sono evitati i rumori forti e improvvisi che 

possono essere fonte di stress per gli animali. Gli ambienti non sono insonorizzati quindi gli animali sono 

esposti ai normali rumori di sottofondo legati all’attività lavorativa degli stabularisti. 

La pulizia degli ambienti avviene quotidianamente, il cambio completo della gabbia avviene ogni mese. Tutti 

questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe addetto. 

 

Arricchimenti 
 

Gli animali sono stabulati singolarmente, ma mantengono il contatto visivo con i conspecifici. Se 

compatibile con la tipologia di studi sperimentali da attuare, sarebbe opportuno sviluppare un sistema di 

stabulazione a terra in box, sicuramente più funzionale alle esigenze etologiche degli animali. 
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Gli arricchimenti ambientali sono di origine alimentare e comprendono la somministrazione di fieno 

autoclavato e ruote minerali aromatizzate alla frutta. Inoltre vengono messi a disposizione legnetti autoclavati. 

Si dovrebbe, inoltre, sviluppare un adeguato programma di arricchimento sociale basato sull’interazione 

uomo-animale per ridurre lo stress dei conigli durante l’esecuzione delle procedure. 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Gli operatori controllano quotidianamente lo stato di salute degli animali. Il primo sintomo clinico 

preoccupante nel coniglio è l’anoressia o l’iporessia. In tal caso è necessario un immediato intervento da parte 

del veterinario designato. In caso di dolore viscerale o nella cavità orale l’animale manifesta bruxismo. Gli 

operatori devono inoltre notificare immediatamente al Veterinario designato i soggetti che mostrano:  

 scarso grooming;  

 aree alopeciche; 

 falsa cifosi;  

 scolo oculo-nasale; 

 eccesso di cerume auricolare;  

 lesioni;  

 zoppie; 

 diarrea; 

 altri segni clinici. 

 

Gli operatori verificano anche l’eventuale comparsa di stereotipie. La stabulazione individuale ne favorisce 

l’insorgenza che deve dare immediatamente avvio ad un’attenta revisione del programma di arricchimento 

utilizzato in quanto inefficace. Le più frequenti stereotipie nel coniglio sono: l’ossessivo masticare, leccare, 

mordere e tirare le sbarre o il pavimento della gabbia o grattarne le pareti, gli stessi comportamenti possono 

essere diretti anche contro le bottiglie dell’acqua. In altri casi gli animali:  

 si strappano il pelo e lo mangiano;  

 manifestano comportamenti classificati come nose-sliding, head-swaying (oscillazioni ossessive della 

testa); 

 si procurano automutilazioni; 

 diventano letargici e riducono drasticamente l’assunzione di alimento;  

 diventano iperfagici. 
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Non è previsto un programma di monitoraggio sanitario secondo linea guida FELASA dei conigli stabulati 

in IZSVe in quanto di regola i soggetti provengono da aziende certificate e permangono in stabulario per periodi 

relativamente brevi (massimo 3 mesi). Il monitoraggio sanitario messo in atto si basa su una pesata mensile, 

una visita clinica semestrale da parte del Veterinario designato ed un esame parassitologico delle feci annuale.  

Manipolazione e contenimento 
 

Di seguito si illustra la manipolazione e il contenimento del coniglio. I movimenti devono sempre essere 

lenti e delicati per evitare di spaventare l’animale, il quale può avere brusche reazioni causandosi gravi lesioni 

specialmente alla colonna vertebrale tentando di divincolarsi. 

Gli animali devono essere abituati alle manualità con manipolazioni quotidiane e instaurando un’ottima 

relazione uomo-animale con gli operatori. 

 

 

Contenimento del coniglio (University of Iowa, Animal Care Unit). 
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Contenimento del coniglio (University of Iowa, Animal Care Unit). 

 

 

Contenimento del coniglio per l’esecuzione di un prelievo dal padiglione auricolare (http://www.ahwla.org.uk). 

 

Il prelievo di sangue e le altre manualità avvengono secondo le istruzioni operative fornite al personale dal 

Veterinario designato. Durante le manualità che si svolgono, soprattutto se si manipola la testa, bisogna far 

attenzione a non toccare il naso dato che il coniglio respira esclusivamente attraverso di esso e di conseguenza 

può reagire mordendo qualora si tappino anche accidentalmente le cavità nasali. 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

Gli stabulari dell’IZSVe non dispongono ancora di adeguate attrezzature per effettuare l’anestesia gassosa: 

per questo si ricorre ad anestesia iniettabile. I protocolli anestesiologici sono scelti in funzione della procedura 

che deve essere attuata dal Veterinario designato. Essi sono finalizzati a prevenire dolore, ansia e angoscia 

nell’animale. Inoltre, se necessario, si utilizzano analgesici prima, durante e dopo l’esecuzione della procedura. 

Il protocollo anestesiologico adottato nel caso in cui la procedura necessiti di anestesia profonda è il 

seguente: preanestesia con acepromazina 1-2 mg/kg per via IM, anestesia con xilazina 5-7 mg/kg e ketamina 

40-50 mg/kg per via IM, entrambe inoculate nel muscolo quadricipite femorale. 

Per i prelievi si ricorre invece a un anestetico locale EMLA (lidocaina/prilocaina 2,5%) applicato sulla cute 

rasata 15-20 minuti prima di effettuare il prelievo. 

 

Trasporto 
 

http://www.ahwla.org.uk/
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Gli animali provengono da allevamenti esterni all’IZSVe, l’azienda fornitrice garantisce il rispetto delle 

norme previste dallo IATA. Gli animali sono alloggiati in apposite scatole da trasporto per conigli. Queste 

contengono lettiera, alimento e del gel umidificante.  

Le scatole sono alloggiate in automezzi autorizzati e omologati all’uso che garantiscono il rispetto dei 

parametri ambientali necessari a garantire il benessere degli animali trasportati. 

 

Acclimatamento 
 

Gli animali all’arrivo vengono sottoposti ad esame clinico e controllo documentale, inoltre qualora lo 

ritenga necessario il Veterinario designato effettua ulteriori approfondimenti diagnostici. 

Gli animali trascorrono un periodo di acclimatamento/quarantena prima di essere arruolati nella 

sperimentazione di almeno 10 gg. 

 

Alimentazione 
 

L’alimentazione si basa sulla somministrazione di mangime pellettato specifico per conigli a base di erba 

medica ad libitum e fieno autoclavato.  

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua somministrata proviene dall’acquedotto locale. Le bottiglie vengono riempite con acqua fresca 

quotidianamente e sostituite 3 volte a settimana. Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni 

operative applicate dal personale IZSVe addetto. 

 

Identificazione degli animali 
 

Gli animali sono identificati mediante tatuaggio dall’azienda fornitrice e mantengono il numero 

identificativo anche durante la permanenza in stabulario. Sono, inoltre, a disposizione i microchip e il lettore 

nel caso i conigli arrivati non abbiano un sistema di identificazione. Inoltre sulla gabbia viene posizionato un 

cartellino che riporta la corrispondenza del tatuaggio al numero sperimentale dell’animale e il gruppo 

sperimentale di appartenenza. 
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Soppressione 
 

La soppressione viene effettuata con overdose di anestetico, dopo sedazione con 0,3 – 0,4 ml di Zoletil 

100 (tiletammina cloridrato + zolazepam) i.m. Si somministrano ketamina (35-50 mg/kg) e xylazina (10-

15 mg/kg) i.v. e si effettua un sovradosaggio della stessa o si somministrano 0.3ml/kg i.v. o intracardiaca di  

Tanax.  
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5. FURETTO (Mustela putoruis furo) 
 

I furetti utilizzati in IZSVe sono animali Influenza free provenienti da allevamento autorizzato. 

 

Ambiente di stabulazione 
 

I furetti sono stabulati in gabbie in acciaio modello Tecniplast dotate di tubi, mangiatoia, bottiglia 

dell’acqua e mensola per il riposo imbottita con materiale morbido. Hanno inoltre a disposizione una cassettina 

con lettiera (lettiera per gatti con bicarbonato) per gli escrementi. Le gabbie sono sovrapposte a due a due e 

collegate tra loro da tubi in plastica che permettono agli animali di spostarsi da una gabbia all’altra creando 

quindi gruppi di massimo 4 animali.  

La stabulazione avviene in apposito locale dell’Edificio C adibito a stabulario per i furetti. Viene garantito 

lo spazio minimo per soggetto stabilito dalla Direttiva 2010/63/EU. L’alloggiamento è quindi almeno di 4500 

cm2 con altezza minima di 50 cm e spazio minimo al suolo per animale di 1500 cm2 per i soggetti fino a 600 g 

e di 3000 cm2 per gli animali di peso superiore. Una volta arruolati nella sperimentazione gli animali, se 

destinati ad infezione con virus influenzali o altri agenti eziologici di classe 3, vengono trasferiti negli isolatori 

dell’unità di biocontenimento. 

Il range di temperatura ambientale oscilla tra 20°C e 24°C.  

Il fotoperiodo è di 10 ore luce e 14 ore buio, tuttavia la presenza di illuminazione naturale implica delle 

variazioni stagionali nella durata del fotoperiodo. Sono a disposizione sistemi di spegnimento automatico 

dell’illuminazione. L’intensità luminosa non supera i 325 lux a circa 1m dal pavimento (130-325 lux a livello 

gabbia). 

È garantita una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB. La mancanza di suoni o di stimoli uditivi può 

essere dannosa e innervosire i furetti, così come la presenza di rumori e vibrazioni forti e sconosciuti causano 

disordini da stress negli animali. Per questo i rumori improvvisi e sconosciuti sono evitati e gli animali sono 

progressivamente abituati ai rumori causati dalle normali attività del personale.  

Sono garantiti almeno 15 ricambi aria/ora.  

I furetti in attesa di sperimentazione vivono in gruppi sociali composti da 2-6 animai. In genere, durante la 

notte, gli animali vengono stabulati in apposite gabbie e durante il giorno liberati in apposti recinti a terra 

all’interno della stanza di stabulazione in modo da favorire il movimento e il gioco tra gli animali. La pulizia 

degli ambienti è quotidiana, prevede la rimozione degli escrementi. La gabbia viene pulita completamente con 

acqua e detergente/disinfettante una volta a settimana, con frequenza maggiore qualora ve ne sia la necessità. 

Una volta alla settimana vengono rimossi anche tutti gli arricchimenti ambientali, lavati, disinfettati e 

asciugati. Le bottiglie sono sostituite a giorni alterni, la mangiatoia è lavata e disinfettata settimanalmente. 

Durante le operazioni di pulizia i furetti vengono trasferiti in gabbie vuote se a disposizione o in trasportini. 

Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe addetto. 
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Arricchimenti 
 

Gli animali sono stabulati in gruppo. Gli arricchimenti ambientali prevedono l’utilizzo di tessuti e carta 

morbida per il giaciglio. Gli animali hanno a disposizione tubi e scatole in materiale plastico. Inoltre, vengono 

messi a disposizione i Kong nei quali viene inserita parte della razione giornaliera di mangime e ferret ball (una 

per gabbia). Si svolge regolarmente un programma di arricchimento sociale basato sull’interazione uomo-

animale con le tecniche del rinforzo positivo. 

Gli animali alloggiati negli isolatori avranno a disposizione materiale morbido come giaciglio. 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Quotidianamente gli operatori controllano lo stato di salute degli animali, individuando i soggetti che 

presentano i segni di: 

 dimagrimento;  

 carenti condizioni del mantello;  

 falsa cifosi;  

 scolo oculo-nasale;  

 lesioni, zoppie;  

 aree alopeciche;  

 diarrea. 

 

Il Veterinario designato verifica lo stato di salute degli animali sani settimanalmente, rilevando il peso e la 

temperatura e ogni sei mesi con visita clinica registrando le informazioni su apposita modulistica. Se 

necessario gli animali sono trattati con antiparassitari (Fipronil) mensilmente. 

Nei mustelidi possono comparire comportamenti stereotipati che indicano uno stato di profondo disagio 

dell’animale e richiedono un intervento immediato di arricchimento dell’ambiente in cui l’animale è stabulato. 

I comportamenti che devono essere immediatamente segnalati al Veterinario designato sono: 

 scavare ripetutamente negli angoli della gabbia;  

 camminare avanti e indietro lungo lo stesso percorso fermandosi a tratti per grattare il pavimento della 

gabbia;  

 leccare ripetutamente le sbarre della gabbia;  



58 

 

 grattare continuamente il coperchio;  

 saltare ripetutamente negli angoli senza scopo preciso; 

 head-twirling ripetitivo attorno all’abbeveratoio;  

 tail biting. 

 

Una volta infettati e alloggiati negli isolatori i furetti vi permangono per un periodo variabile in funzione 

della durata dello studio, come definito nel protocollo sperimentale approvato. Durante tale permanenza sono 

sottoposti a controlli clinici regolari con l’obiettivo di monitorare il raggiungimento dello humane end-point 

utilizzando un apposito score sheet predisposto in funzione della specifica sperimentazione.  

 

Manipolazione e contenimento 
 

Di seguito si illustra il sistema di contenimento utilizzato per i furetti. Il sistema migliore per permettere il 

rilassamento dell’animale è afferrare l’eccesso di cute presente nella zona dorsale del collo e sollevarlo. Se 

necessario si sostengono gli arti inferiori. Generalmente i furetti ben socializzati non mordono: tuttavia se non 

si conosce l’animale è opportuno indossare guanti anti-graffio. 

Il prelievo di sangue e le altre manualità avvengono secondo le istruzioni operative fornite al personale dal 

Veterinario designato. 
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Figura in alto. Contenimento del furetto (fonte 

«The Laboratory Ferret», CRC Press). 

Figura a destra. Contenimento del furetto per 

favorirne il rilassamento (fonte «The 

Laboratory Ferret», CRC Press). 
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Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

Per permettere un’anestesia adeguata ad effettuare prelievi o infezioni sperimentali, mancando la 

possibilità di effettuare l’anestesia gassosa, si ricorre ad iniezione intramuscolare di una miscela di ketamina e 

xilazina rispettivamente 25 mg/kg e 2 mg/kg. 

Nel caso in cui sia necessario mettere in atto altro tipo di procedure, il protocollo anestesiologico ed 

analgesico viene definito caso per caso in funzione della procedura a cui si deve sottoporre l’animale e 

concordato con il Veterinario designato. 

 

Trasporto 
 

Animale contenuto con il supporto degli arti 

inferiori e con operatore che indossa i relativi DPI 

(fonte «The Laboratory Ferret», CRC Press). 
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Il trasporto avviene nel rispetto delle norme previste dallo IATA. Gli animali vengono inviati con trasporto 

aereo in contenitori adibiti al trasporto di animali influenza free. Hanno a disposizione acqua e cibo per tutta 

la durata del trasporto. Vengono quindi ritirati all’aeroporto da un veicolo autorizzato. 

 

Acclimatamento 
 

Gli animali all’arrivo vengono sottoposti ad esame clinico e controllo documentale, vengono testati per 

verificarne la sieronegatività ad influenza virus all’arrivo e a distanza di 15 giorni. Inoltre il Veterinario 

designato, qualora lo ritenga necessario, effettua adeguati approfondimenti. 

Gli animali trascorrono un periodo di acclimatamento/quarantena prima di essere arruolati nella 

sperimentazione di almeno 10-15 giorni. 

 

Alimentazione 
 

L’alimentazione si basa sulla somministrazione di mangime secco per furetti derivante da ingredienti 

naturali con proteine derivanti preferibilmente da carne di pollame e bovino. Il mangime non deve contenere 

proteine e grassi derivanti da farine di pesce che sono mal tollerate da questi animali e causano patologie 

nutrizionali quali lipidosi epatica e sindrome da carenza di tiamina. L’apporto proteico è fondamentale e si 

devono prediligere i mangimi che contengono integrazioni di taurina e arginina.  

 

La somministrazione avviene in più pasti al giorno, uno o più di questi somministrati mediante Kong. Si 

somministrano circa 50-80 grammi di mangime al giorno per soggetto. 

 

Gli animali stabulati negli isolatori possono avere una dieta integrata con mangimi complementari in pasta 

ad alto tenore energetico, integrati con vitamine e sali minerali e altamente appetibili per sostenere gli animali 

durante l’infezione (es. Nutri-cal). 

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua somministrata proviene dall’acquedotto locale. Le bottiglie con l’acqua sono controllate 

quotidianamente e sostituite a giorni alterni. L’acqua di abbeverata messa a disposizione negli isolatori viene 

sostituita quotidianamente e le bottiglie lavate e disinfettate a conclusione della sperimentazione. Se 

disponibili, gli abbeveratoi automatici sono controllati giornalmente in modo da garantirne la perfetta 

funzionalità. 
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Identificazione degli animali 
 

Gli animali sono microchippati dall’allevatore. 

 

Soppressione 
 

Si procede ad eutanasia anestetizzando l’animale con un’associazione di ketamina (8 mg/kg i.m.) e 

medetomidina (0,1 mg/kg i.m.) seguita da un’iniezione intracardiaca di embutramide (Tanax) alla dose di 70 

mg/kg. Si verifica successivamente l’arresto permanente delle circolazione. 
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6. SUINO (Suus scrofa) 
 

I suini utilizzati a fini sperimentali dall’IZSVe possono essere di due categorie: 

 

 animali utilizzati per prove sperimentali presso allevamenti zootecnici; 

 animali utilizzati presso lo stabulario BSL3 sito al piano terra dell’Edificio C. 

 

Nel primo caso la tipologia degli animali utilizzati, razza e ceppo e le modalità gestionali, sono stabilite sulla 

base delle esigenze sperimentali. Gli animali saranno comunque stabulati rispettando le norme previste dal 

D.Lgs. 122/2011 e s.m.i. se mantenuti in condizioni di allevamento, trasportati secondo quanto previsto dal 

Regolamento CE n. 1/2005 e, se macellati, l’abbattimento avverrà secondo quanto previsto dal Regolamento 

CE n. 1099/2009 relativo alla protezione degli animali durante l’abbattimento. 

Gli animali stabulati presso lo stabulario BSL3 sono invece animali provenienti da azienda zootecnica, ibridi 

commerciali di 4 settimane che raggiungeranno un peso massimo di 30 kg prima di essere soppressi. I suini 

arrivano all’IZSVe scortati dal Modello 4. 

I paragrafi seguenti tengono in considerazione solo i suini stabulati presso lo stabilimento utilizzatore 

dell’IZSVe. 

 

Ambiente di stabulazione 
 

I suini sono stabulati in box da svezzamento rialzati di 280 cm lunghezza x 128 cm larghezza in numero di 

4 per box. Si garantisce una superficie complessiva calpestabile di 3,6 m2, quindi complessivamente 0,9 m2 per 

animale. Tale superficie/capo è in linea con quanto previsto dalla normativa, per suini di peso fino 70 kg. Il 

fondo del box è in grigliato a maglia stretta adeguata all’età dei suini da stabulare. Ciascun box è provvisto di 

mangiatoia (100 cm) e un abbeveratoio automatico a succhiotto con tazza provvisto di temporizzatore, che 

garantiscono l’assenza di competizione tra gli animali per avere accesso alle risorse. 

Il range di temperatura a cui è settato l’ambiente cambia in funzione del peso degli animali. I soggetti fino 

a 8 kg sono mantenuti a temperature comprese tra i 26°C e i 30°C. Dagli 8 ai 30 kg la temperatura viene 

abbassata a 22°C-26°C.  

Il fotoperiodo è di 12 ore luce e 12 ore buio. L’intensità luminosa non supera i 325 lux a circa 1m dal 

pavimento (130-325 lux a livello gabbia). 

É garantita una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB. Gli ambienti sono insonorizzati. Sono garantiti 

almeno 15 ricambi aria/ora e i livelli ammoniacali negli ambienti di stabulazione sono mantenuti al di sotto 

dei 10 p.p.m. 
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La pulizia degli ambienti è quotidiana, effettuata con soluzione di acqua e detergenti, seguita dal passaggio con 

disinfettanti. Le feci vengono rimosse e fatte percolare nel fondo della gabbia ammorbidendole con acqua. Gli 

abbeveratoi vengono controllati quotidianamente e puliti a giorni alterni. La mangiatoia viene pulita 

settimanalmente a meno che non sia imbrattata dalle deiezioni. Durante le operazioni di pulizia del box i suini 

vengono mantenuti in un angolo dello stesso. Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni 

operative applicate dal personale IZSVe addetto. 

 

 

Arricchimenti 
 

Gli animali sono stabulati in gruppo. Vengono messe a disposizione delle corde autoclavabili appese ad 

asticelle. Inoltre, vengono forniti bunny block da appendere alle sbarre del box per soddisfare la necessità di 

masticare degli animali, mentre parte del mangime viene fornito mediante Kong. 

Gli animali non infetti vengono sottoposti a un programma di arricchimento sociale che implementi la 

qualità della relazione uomo-animale sfruttando le tecniche del rinforzo positivo. I premi sono costituiti da 

leccornie che fungono da ulteriore arricchimento alimentare.  

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Le raccomandazioni della Federation for Laboratory Animal Science Associations (FELASA) sul 

monitoraggio sanitario delle colonie di suini e minipig comprendono un amplio panel di agenti virali, batterici 

e parassiti:  

 Eliminti; 

 Eimeria spp.; 

 Isospora spp.;  

 Sarcoptes ssp.;  

 Yersinia enterocolitica; 

 Streptococcus suis; 

 Streptococcus β-emolitico; 

 Staphylococcus hyicus; 

 Salmonella spp.; 

 Pasteurella multocida; 

 Mycoplasma hyopneumoniae; 
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 Lepstospira spp.; 

 Haemophilus parasuis; 

 Actinobaculum (Eubacterium) suis; 

 Erysipelothrix rhusiopathiae; 

 Bordetella bronchiseptica; 

 Actinobacillus pleuropneumoniae. 

 

L’IZSVe non applica integralmente il protocollo previsto dalla FELASA in quanto si tratta di uno 

stabilimento utilizzatore che detiene un numero estremamente limitato di capi contemporaneamente. 

I suinetti provengono da allevamenti di riproduttori, i quali sono sottoposti al monitoraggio sanitario 

previsto dai piani di campionamento nazionali e regionali per le malattie sottoposte a provvedimenti di polizia 

veterinaria o a piani di eradicazione e controllo. Considerato l’utilizzo a cui sono destinati, i suinetti sono testati 

per la presenza di anticorpi nei confronti dei virus influenzali. Condizione per il loro utilizzo è la negatività a 

detto test. Nella fase di acclimatamento possono, se del caso, essere sottoposti a trattamento antibiotico 

profilattico. Nel caso in cui il Veterinario designato lo ritenga necessario si effettueranno ulteriori accertamenti 

e approfondimenti in funzione della comparsa di specifiche lesioni o segni clinici. 

Qualora gli animali debbano essere soppressi per cause diverse dalla sperimentazione in corso o muoiano 

durante il periodo di acclimatamento si effettuerà un’accurata necropsia per stabilirne le cause della morte, 

effettuando tutti gli esami istologici e microbiologici che l’anatomopatologo riterrà necessari. 

Quotidianamente gli operatori controllano lo stato di salute degli animali sani, individuando i soggetti che 

presentano segni di: 

 dimagrimento; 

 carenti condizioni della cute; 

 falsa cifosi; 

 scolo oculo-nasale; 

 lesioni;  

 zoppie;  

 diarrea. 

 

Il Veterinario designato verifica con visita clinica settimanalmente lo stato di salute degli animali sani e ne 

rileva il Body Condition Score (BCS). Dati i limiti di spazio non è possibile avere a disposizione una bilancia 

per pesare gli animali e rilevare la temperatura registrando le informazioni su apposita modulistica. 
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Per quanto riguarda l’insorgenza di comportamenti anomali nei suini devono essere segnalati al Veterinario 

designato:  

 aggressioni tra i soggetti del gruppo; 

 bar biting e tail biting, cioè la morsicatura ripetuta delle sbarre del box o della coda degli altri 

componenti del gruppo che si rileva per la presenza di lacerazioni, graffi e croste; 

 vacuum chewing, cioè un masticamento continuo a vuoto che si accompagna ad abbondante 

salivazione.  

 belly nosing, cioè si manifesta con la percussione ripetuta con il grugno da parte di un suino contro il 

ventre degli altri componenti del gruppo.  

 dog sitting, cioè l’assunzione di una postura a “cane seduto” con sguardo fisso nel vuoto. Quest’ultimo 

atteggiamento si riscontra in animali che vivono in ambienti privi di stimoli. 

 

Manipolazione e contenimento 
 

Di seguito si illustrano i sistemi di contenimento e movimentazione per i suinetti. Il contenimento proposto 

nella figura è adottabile per i suinetti fino a 5 kg. L’ideale è prenderli in braccio come un cane di piccola taglia. 

Altri sistemi di contenimento come il sollevamento attraverso gli arti posteriori possono risultare traumatici 

per gli animali. Per animali fino a 20 kg di peso si possono utilizzare delle docce di contenimento o in grembo 

come indicato in figura 12.  

Il prelievo di sangue e le altre manualità avvengono secondo le istruzioni operative fornite al personale dal 

veterinario designato. 

 

 

 

 

Contenimento del suinetto fino a 5 

kg di peso. 

 

 

 

 

Contenimento del suinetto fino a 20kg di peso 

 



67 

 

 

 

 

 

Movimentazione dei suinetti. 

 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

Per eseguire alcune procedure può essere necessario ricorrere a sedazione dei suinetti utilizzando 0,05 

mg/kg di atropina i.m. seguiti da una miscela composta da 4 mg/kg azaperone e 1 mg/kg midazolam i.m. Si 

ottiene una buona sedazione nell’arco di 10-15 minuti lasciando gli animali tranquilli. A questa miscela deve 

essere associato un analgesico qualora la procedura a cui sottoporre l’animale sia dolorosa.  

Per una sedazione profonda si può utilizzare una miscela composta da: Zoletil 100 (5-8 mg/kg) e xilazina 

(1-3 mg/kg) per via i.m. Qualora la procedura possa provocare dolore è auspicabile l’associazione con un 

analgesico quale la buprenorfina (0,05-0,1 mg/kg). 

 

Trasporto 
 

I suinetti sono trasportati su automezzi autorizzati nel rispetto della normativa vigente (Regolamento (CE) 

N. 1/2005). Gli animali vengono mantenuti a digiuno per 6 ore prima di procedere con il trasporto. Trattandosi 

di soggetti giovani possono essere trasportati in gabbie o box allestiti all’interno dell’automezzo, dotati di 

abbondante lettiera di paglia in modo tale che gli animali non scivolino e gli escrementi siano assorbiti. 

Lo spazio deve essere sufficiente a garantire che tutti i soggetti possano coricarsi, quindi almeno 0.13 m2 

soggetto. Deve essere garantito accesso all’acqua. L’automezzo deve, inoltre, garantire adeguata aerazione e 

ricambio d’aria con temperature che oscillano dai 24°C ai 34°C secondo le raccomandazione EFSA del 2011. 

Il viaggio non può prolungarsi oltre le 24 ore e dopo massimo 14 ore gli animali devono beneficiare di un’ora 

di sosta e devono essere alimentati (Regolamento (CE) N. 1/2005). 
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Dato che i suini sono animali convenzionali l’Ente selezionerà i propri fornitori tra gli allevatori locali. In 

questo modo verrà ridotta al minimo la durata del trasporto dal sito di allevamento allo stabilimento 

utilizzatore. 

 

Acclimatamento 
 

Gli animali all’arrivo vengono sottoposti ad esame clinico e controllo documentale (DDT, certificati 

sanitari). Inoltre, se lo ritiene necessario, il Veterinario designato effettua ulteriori esami di approfondimento. 

Gli animali trascorrono un periodo di acclimatamento/quarantena di almeno 10 giorni prima di essere 

arruolati nella sperimentazione, nel corso dei quali vengono regolarmente manipolati dal personale addetto e 

vengono sottoposti ad osservazione da parte del Veterinario designato onde evidenziare l’insorgenza di 

eventuali patologie. Durante questo periodo verranno trattati per i più comuni endoparassiti ed ectoparassiti. 

Viene somministrato, inoltre, un trattamento antibiotico a base di Ceftiofur con una singola somministrazione 

di una dose di 5 mg/kg p.v. (Naxcel 100 mg/ml, 1 ml/20 kg p.v. i.m.). 

Qualora i suini vengano utilizzati esclusivamente per il prelievo d’organi o tessuti è possibile procedere al 

sacrificio appena giunti presso l’IZSVe. 

 

Alimentazione 
 

L’alimentazione si basa sulla somministrazione di mangime per suinetti adeguato all’età. Si tratta di 

mangime composto da ingredienti naturali che risponde alle necessità nutrizionali degli animali. L’obiettivo è 

di garantire un apporto adeguato di nutrienti evitando un incremento ponderale troppo rapido. 

Gli animali vengono alimentati due volte al giorno distribuendo il mangime nelle apposite mangiatoie che 

devono essere pulite. Parte della razione può essere distribuita utilizzando i Kong che impegnano gli animali 

per parte del loro tempo. 

I valori nutrizionali di un mangime per suinetti dipendono dalle classi di peso: 3-5 kg; 5-10 kg; 10-20 Kg; 

20-50 kg (i suinetti stabulati in IZSVe vengono mantenuti fino ad un peso massimo di 30 kg) e dall’assunzione 

rispettivamente di 250 g/giorno, 500 g/giorno, 1000 g/giorno e 1850 g/giorno di mangime con 90% di 

sostanza secca. Si raccomanda un apporto di fibre almeno del 5-15%. 

 

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua somministrata proviene dall’acquedotto locale e ha quindi le caratteristiche di potabilità previste 

per legge. Il funzionamento degli abbeveratoi è controllato quotidianamente. Sono, inoltre, puliti a giorni 
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alterni i beccucci, mentre le canalizzazioni vengono pulite e disinfettate a conclusione di ogni sperimentazione. 

L’acqua è a disposizione ad libitum.  

 

Identificazione degli animali 
 

Considerato il numero limitato di suinetti e la loro breve permanenza (3-4 settimane), attualmente gli stessi 

sono identificati con una sigla apposta sul padiglione auricolare mediante pennarello indelebile. Qualora la 

permanenza dovesse prolungarsi per periodi più lunghi è possibile ricorrere all’impianto di un microchip. 

 

Soppressione 
 

La soppressione avviene con l’utilizzo di un’overdose di anestetico previa anestesia. Il protocollo utilizzato 

prevede 40 mg/kg di Zoletil 100 (tiletamina cloridrato+zolazepam) i.m. seguito da 4 ml di tiopentale sodico 

per via endovenosa attraverso la vena cava craniale. 

In alternativa si somministrano 40 mg/Kg di Zoletil 100 (tiletamina cloridrato+zolazepam) in associazione 

con 1,1 mg/kg di xilazina per via intramuscolare, seguita da un’iniezione intrapolmonare di Embutramide 

(Tanax) 0,3 ml/kg. 
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7. POLLO (Gallus gallus) 
 

I polli utilizzati a fini sperimentali in IZSVe derivano da uova embrionate Specific Pathogen Free (SPF) 

fornite da ditta specializzata. Le uova vengono consegnate settimanalmente dall’azienda fornitrice 

accompagnate da certificato sanitario che ne garantisce lo stato SPF. Ogni lotto viene identificato con un 

numero progressivo. Tali uova sono destinate ad esami virologici in laboratorio e solo una quota viene 

destinata alla schiusa in funzione della programmazione delle attività sperimentali. 

Le uova destinate alla produzione dei pulcini vengono incubate una o due volte la settimana, generalmente 

in numero non inferiore a 20 per volta. Durante l’incubazione le uova vengono mantenute a temperature 

comprese tra i 37,5 – 37,8 °C con umidità relativa che oscilla dal 55% al 65%. L’incubazione e la schiusa 

avvengono in locali ad esse dedicati. I pulcini vengono trasferiti dalla camera di schiusa in apparecchiature ad 

“alto contenimento” denominate “isolatori” con lo scopo di creare una barriera fisica permanente per confinare 

il contenuto all’interno dell’isolatore stesso. 

Presso l’Edificio H sono presenti dei box per la stabulazione di polli utilizzati come soggetti donatori di 

sangue e siero. Il prelievo viene praticato dall’età di 90 giorni con cadenza settimanale o quindicinale in 

funzione delle esigenze del laboratorio. Non viene mai praticato più di un prelievo a settimana e comunque 

non viene prelevato più dello 0,5% del peso corporeo dell’animale (ad esempio: 12,5 ml per un pollo di 2,5 kg 

p.v.). 

 

Ambiente di stabulazione 
 

Gli ambienti destinati alla stabulazione dei polli sono situati presso il piano terra dell’Edificio C e 

nell’Edificio H della sede centrale di Legnaro. Inoltre lo stabulario della sede periferica di Villorba (TV) è 

autorizzato per la stabulazione anche di polli oltre a topi e conigli.  

L’Edificio C dispone di una stanza di stabulazione adibita all’incubazione e schiusa delle uova con relativi 

isolatori per l’allevamento dei pulcini e due stanze nelle quali sono installati isolatori adibiti alle attività 

sperimentali. L’Edificio H è dotato di un locale suddiviso in 6 box con corridoio centrale in cui vengono 

stabulati i polli donatori di emazie ed eventualmente sieroproduttori, qualora non ci sia la possibilità di 

stabulare questi ultimi nell’edificio C. Gli stessi box possono essere utilizzati anche per sperimentazioni con 

volatili, purché le stesse siano compatibili con le caratteristiche della struttura e con la presenza di altri volatili.  

 

Ogni box è dotato di un abbondante strato di lettiera in truciolo, almeno 5-10 cm. La lettiera viene cambiata 

parzialmente a giorni alterni, allontanando la lettiera umida se presente e sostituendola con lettiera asciutta. 

Una volta al mese avviene la sostituzione completa della lettiera, generalmente coincidente con la chiusura del 

ciclo di produzione degli animali stabulati in quel box.  
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Le mangiatoie garantiscono almeno 7 cm/pollo per i soggetti fino a 600 g e 15 cm/pollo per animali di peso 

superiore. Esse vengono pulite a giorni alterni o quotidianamente nel caso in cui siano imbrattate con feci. I 

polli hanno a disposizione abbeveratoi automatici che vengono controllati quotidianamente e puliti 

settimanalmente, mentre la disinfezione viene effettuata a fine ciclo, dopo l’eliminazione degli animali. Per i 

pulcini si ricorre a campane che garantiscono uno spazio di abbeverata di almeno 1,3 cm/pulcino L’acqua viene 

sostituita quotidianamente. 

Negli isolatori gli animali si muovono su pavimento grigliato a maglia stretta in grado di garantire sostegno 

adeguato alle 3 unghie anteriori di ciascun arto inferiore. Se si introducono soggetti di età inferiore ai 30 giorni 

è necessario inserire una rete a maglia più fitta sul pavimento dell’isolatore per garantire un appoggio adeguato 

agli animali. Inoltre deve essere sempre presente una zona a pavimento pieno in corrispondenza della 

mangiatoia. Se si introducono soggetti di età compresa tra 1 e 15 giorni è necessario installare nell’isolatore 

una lampada riscaldante.  

Si utilizzano mangiatoie a campana, almeno 2 per isolatore. Gli abbeveratoi sono a campana, almeno 2 se 

il numero di animali stabulati supera le 10 unità. Nei casi in cui sono presenti abbeveratoi automatici si 

garantiscono tre abbeveratoi ogni 25 animali. 

La densità di stabulazione negli isolatori e nei box è descritta nella tabella seguente e viene gestita in 

funzione del peso e dell’età degli animali. L’IZSVe dovrà comunque valutare l’eventualità di un adeguamento 

dei locali con l’obiettivo di abbandonare l’uso degli isolatori almeno per quanto riguarda l’allevamento e la fase 

pre-infezione e ricorrere all’uso degli stessi solo quando la tipologia di agente eziologico coinvolto nella 

sperimentazione lo rende assolutamente necessario. Lo sviluppo di uno stabulario barrierato per il 

mantenimento in condizione SPF dei polli fino all’arruolamento nella sperimentazione e dei polli donatori è 

auspicabile.  

 

Peso polli <200g 200-300 

g 

300-600 

g 

600-

1200 g 

1200-

1800 g 

1800-

2400 g 

Settimane* 0-2 2-4 4-7 7-12 12-30 >40 

* Dati riferiti alla curva di crescita di polli White Leghorn nati e allevati presso IZSVe 

Isolatore Montair 

1500 

(150 x 80 x 75h cm) 

48 40 24 13 11 9 

Isolatore Montair 

1900 

(190 x 80 x 90h cm) 

1,52 mq 

60 51 30-31 17 14 11-12 
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Isolatore allevamento 

stanza 13 (140 x 75 x 

80h cm) 1,05 mq 

42 35 21    

 

Box edificio H Superficie 

mq 

600-

1200 g 

1200-

1800 g 

1800-

2400 g 

>2400 g 

Polli di età > 8 settimane 4,2750 45-47 37-38 31-32 20 

 

Densità di stabulazione di polli in base al peso accasabili secondo quanto indicato nella tabella 8.1 Pollame domestico 

dell’allegato III del D.L.vo 26/2014. 

 

I pulcini appena nati vengono trasferiti negli isolatori di allevamento, se necessario, vengono suddivisi per 

formare gruppi > a 15 individui per isolatore. L’età media di un pollo utilizzato a fini scientifici è di 4-7 

settimane. 

Prelevare un numero di polli SPF dagli isolatori presenti nello stabulario di allevamento e collocarli negli 

isolatori presenti negli stabulari dedicati a fini sperimentali, in funzione delle densità indicate nella normativa 

di riferimento (vedi indicazioni nella tabella) e tenendo in considerazione il gruppo di provenienza dei polli 

per evitare l’insorgere di aggressività tra gli individui che provengono da gruppi diversi.  

Preparare l’isolatore almeno un giorno prima dell’introduzione degli animali: la temperatura deve essere 

impostata tra i +18°C e +25°C e l’umidità tra il 40 e 80%.  

Inoltre deve essere inserito un foglio di linoleum per creare una zona di pavimentazione piena come zona di 

riposo, in alternativa a ciò preparare delle vaschette contenenti segatura.  

Dotare l’isolatore di un posatoio.  

Oltre all’abbeveratoio a campana in dotazione all’isolatore, inserire uno o più abbeveratoi a vaschetta per 

facilitare l’accesso all’acqua di tutti i soggetti specie nei primi gironi.  

Prima dell’introduzione degli animali spargere sul pavimento del mangime per favorire la loro alimentazione 

prima dell’individuazione delle mangiatoie.  

Inserire in isolatore una lampada a infrarossi se devono essere introdotti animali giovani da 1 a 15 giorni di età. 

Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe addetto. 

 

La temperatura degli isolatori deve essere settata in funzione dell’età e del peso degli animali: 

 i pulcini di un giorno vengono mantenuti a 32-34°C utilizzando lampade riscaldanti qualora sia 

necessario; 

 successivamente la temperatura viene gradualmente ridotta settimanalmente  fino a 20-21°C per 

animali di 19-24 settimane d’età per poi essere mantenuta tra i 15-25°C. 
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Nell’edificio H si mantengono almeno 8-12 ricambi aria/ora mentre negli isolatori il parametro viene 

impostato tra i 60 m3/ora e gli 80m3/ora.  

Il fotoperiodo è in generale di 12 ore luce e 12 ore buio. E’ disponibile nelle stanze di stabulazione un sistema 

di spegnimento automatico della luce, oltre alla possibilità di gestire in modo automatizzato eventuali schemi 

di esposizione alternativi. Non si dispone tuttavia di un sistema di spegnimento delle luci graduale. La presenza 

di finestre, che sono fonte di luce naturale, contribuisce ad un più graduale passaggio luce/buio anche se 

possono contribuire a modificare il fotoperiodo. L’intensità luminosa nei locali di stabulazione è di circa 200 

lux, anche se, per la conformazione degli isolatori, è verosimile che gli animali abbiamo a disposizione tra i 50 

e i 100 lux. Idealmente l’ambiente di stabulazione dovrebbe essere strutturato con aree a diversa luminosità. 

Tuttavia, l’impatto di questo aspetto è limitato dato che gli animali sono stabulati in isolatori 

È’ garantita una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB. 

 

Arricchimenti 
 

Gli arricchimenti messi a disposizione del pollame comprendono prevalentemente arricchimenti 

ambientali, arricchimenti che favoriscono l’attività degli animali ed arricchimenti sociali e nutrizionali. Il 

programma di arricchimento per il pollame è in costante implementazione. 

Gli animali stabulati nei box hanno a disposizione posatoi (almeno 15 cm per animale). Questi permettono 

di creare ambienti rifugio attraverso cui filtra la luce che vengono apprezzati dagli animali. Inoltre le pedane 

stimolano l’utilizzo degli spazi verticali e il movimento. 

L’arricchimento sociale è garantito dalla stabulazione in gruppi armoniosi e dalla presenza del personale 

che interagisce quotidianamente con gli animali. Essi dovrebbero essere manipolati fin dai primi giorni di vita 

per ridurne le reazioni di paura e stress nel momento in cui iniziano ad essere utilizzati nelle procedure. 

Si dovrebbe approfondire il ruolo degli arricchimenti sensoriali per il pollame. L’implementazione dei 

programmi di arricchimento dovrebbe comprendere la sfera degli stimoli visivi, uditivi e olfattivi a cui gli 

animali vengono sottoposti. Ciò viene suggerito anche dalle linee guida della Federation of Animal Science 

Societies (FASS) «Guide for the Care and Use of Agricultural Animals in Research and Teaching» (2010), in 

cui si sottolinea l’importante effetto che la varietà di questi stimoli ha nel ridurre le reazioni da paura negli 

animali sottoposti a procedure o trasferiti in ambienti nuovi. 

Si ricorre, anche se non regolarmente, ad arricchimenti alimentari fornendo al pollame verdure fresche a 

foglia lavate in acqua e disinfettante a base di cloro in soluzione al 2% e asciugate. La somministrazione dei 

vegetali freschi avviene 2-3 volte a settimana con la loro rimozione a fine giornata se non interamente 

consumati.  

Gli animali stabulati negli isolatori hanno a disposizione posatoi e un bagno di sabbia o segatura, la presenza 

dei conspecifici e la manipolazione da parte del personale addetto alla cura degli animali sono parte integrante 

del programma di arricchimento. Viene inoltre utilizzato una bottiglia in plastica trasparente contenente una 

miscela di granaglie, appesa mediante un filo in corrispondenza della lettiera in segatura, dotata di un piccolo 
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foro nella parte inferiore, che in seguito al becchettamento esplorativo degli animali rilascia un saltuariamente 

un seme offrendo allo stesso tempo un arricchimento ambientale ed alimentare. Si dovrebbe approfondire 

soprattutto per questi soggetti che non possono usufruire di un ambiente complesso né di arricchimenti 

alimentari i benefici dell’utilizzo di arricchimenti sensoriali. 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Sui polli stabulati ogni tre mesi viene eseguito l’esame microbiologico per Salmonella spp. e Campylobacter 

spp. dalle feci della lettiera; ogni 12 mesi l’esame sierologico e virologico per reovirus e bronchite infettiva su 

5-10 animali in seguito a prelievo terminale oppure da 2 animali per gabbia. 

 

Quotidianamente lo stato di salute dei polli viene verificato dal personale addetto alla cura degli stessi che 

segnalano al Veterinario designato i soggetti con sintomi clinici evidenti non giustificati dalla prova 

sperimentale a cui sono sottoposti e i soggetti arruolati nelle prove sperimentali che hanno raggiunto lo 

humane end-point stabilito per quello specifico studio.  

Un esame clinico più approfondito viene svolto settimanalmente dal veterinario stesso per verificare che gli 

animali non presentino sintomi clinici riconducibili a pox virus aviare o ad altre infezioni non previste dai 

protocolli sperimentali. Devono essere monitorate morbilità, mortalità e consumo di alimento degli animali 

sani per poter individuare rapidamente eventuali deviazioni dalla norma. 

Qualora la mortalità dei soggetti non sottoposti a infezioni sperimentali abbia un incremento dello 0.1% a 

settimana deve essere effettuata immediatamente la necroscopia su tutte le carcasse disponibili e deve essere 

formulata una diagnosi attraverso esami istopatologici, virologici, batteriologici o parassitologici.  

Il debeccaggio è una pratica che dovrebbe essere ridotta il più possibile migliorando le condizioni 

ambientali in cui gli animali sono stabulati. Esso è tuttavia inevitabile per gli animali stabulati all’interno degli 

isolatori. Attualmente viene praticato su soggetti di 8-10 giorni effettuando un taglio a forbice 3-4 mm di 

distanza dalle narici. La procedura dovrebbe essere sostituita con l’utilizzo dell’IRBT (Infrared Beak 

Treatment) che è ad oggi considerata la tecnica meno invasiva e dolorosa per eseguire tale pratica. 

Per quanto riguarda l’insorgenza di comportamenti anomali indicativi di uno stato di scarso benessere degli 

animali, gli operatori devono segnalare la presenza di continuo becchettare a vuoto su oggetti o altri 

componenti del gruppo, di autolesioni o una stereotipia motoria definita pacing (tipico andamento del passo). 

 

Manipolazione e contenimento 
 

La manipolazione degli animali deve avvenire il prima possibile, idealmente già nelle prime ventiquattro 

ore di vita. Deve essere effettuata costantemente soprattutto nei soggetti in giovane età per ridurre la naturale 
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paura che l’uomo suscita in questi animali in quanto loro predatore. Di seguito è illustrata la tecnica di 

contenimento per effettuare i prelievi di sangue dalla vena brachiale. 

 

 

 

 

Contenimento del pollame (www.medipoint.com). 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

L’anestesia negli uccelli dovrebbe essere preferibilmente gassosa con l’utilizzo di isoflurano o sevofluorano. 

L’IZSVe ad oggi non dispone di attrezzature atte ad effettuare l’anestesia gassosa: per questo si ricorre 

all’anestesia iniettabile con 0,1 ml/kg di Zoletil.  

Almeno dieci minuti prima di effettuare il prelievo di sangue dalla vena brachiale nei polli donatori, si 

applica lidocaina pomata sulla parte interessata. 

 

Trasporto 
 

Gli animali vengono trasferiti utilizzando appositi contenitori lavati e disinfettati. 

 

Acclimatamento 
 

I pulcini nascono presso lo stabulario dell’IZSVe e, una volta asciutti, sono trasferiti alla nascita negli 

isolatori con i conspecifici con i quali formeranno un gruppo stabile, il quale verrà arruolato nella specifica 

sperimentazione o prova diagnostica una volta raggiunta l’età prevista dal protocollo a cui il gruppo è stato 

assegnato.  
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Alimentazione 
 

Il cibo va somministrato in base alla specie e all’età degli animali in ogni mangiatoia con il fine di dare 

mangime ad libitum.  

Si utilizza il mangime di prima fase per i volatili da un giorno ad un mese di vita: mangime completo di 

grana fine; si utilizza il mangime di seconda fase per i volatili di età superiore ad un mese: mangime completo 

pellettato più grosso. Come arricchimento ambientale, ai volatili stabulati nell’edificio H viene aggiunta alla 

razione giornaliera una quantità di granaglia mista costituita da mais, orzo, frumento. 

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua fornita attraverso le campane e gli abbeveratoi automatici proviene dall’acquedotto locale ed è a 

disposizione degli animali a volontà. Il buon funzionamento degli abbeveratoi è controllato due volte al giorno 

all’inizio e alla fine del turno di lavoro. Essi sono anche dotati di un temporizzatore, onde evitare spandimenti 

d’acqua incontrollati. 

Gli abbeveratoi a campana sono puliti a giorni alterni o ogni qualvolta risultino imbrattati da feci o 

mangime. Il beccuccio degli abbeveratoi automatici  controllato nel suo funzionamento a giorni alterni mentre 

le canalizzazioni vengono pulite e disinfettate a conclusione di ogni sperimentazione. 

 

Identificazione degli animali 
 

L’identificazione dei singoli soggetti, se necessario, viene effettuata utilizzando anelli applicati alle zampe  

 

Soppressione 
 

La soppressione degli animali avviene utilizzando un’overdose di anestetico. Si ricorre inizialmente a 

sedazione somministrando una miscela di ketamina e xilazina i.m. rispettivamente 5-10 mg/kg e 1-2 mg/kg. 

In alternativa, si può utilizzare Zoletil 100 (15 mg/kg i.v.) seguito, in entrambi i casi, da overdose dello stesso 

o dalla somministrazione di Tanax alla dose di 0,15 ml/kg.  
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8. TACCHINO (Meleagris gallopavo) 

 
I tacchini utilizzati a fini scientifici in IZSVe sono soggetti ibridi forniti da aziende commerciali. 

 

Ambiente di stabulazione 
 

Gli ambienti destinati alla stabulazione dei tacchini sono situati presso il piano terra dell’Edificio C della 

sede centrale di Legnaro. L’Edificio C dispone di due stanze nelle quali sono installati isolatori adibiti alle 

attività sperimentali. 

In tabella viene indicata la densità di stabulazione di tacchini in base al peso accasabili secondo quanto stabilito 

nella tabella 8.1 - Pollame domestico - dell’Allegato III del D. L.vo 26/2014: 

 

Peso Tacchini 

(Linea pesante 

femmine) 

300-600 

g 

600-

1000 g 

1-4 kg 4-8 kg 8-12 kg 12-16 kg 

Isolatore Montair 

1900 

(190 x 80 cm) 1,52 mq 

9 5 4-5 3-4 3 2 

 

Qualora le condizione di stabulazione all’interno di un isolatore siano essere sfavorevoli a causa delle grandi 

dimensioni degli animali in prova, il Veterinario designato può autorizzare l’inizio delle prove con un periodo 

di acclimatamento più breve. 

 

Box edificio H Superfic

ie mq 

<300 g 300-

600 g 

600-

1000 g 

1-4 

kg 

4-8 kg 8-12 kg 12-16 kg 

Tacchini 

domestici 

4,2750 32 25 14 12 10 8 7 

 

Negli isolatori gli animali si muovono su pavimento grigliato a maglia stretta in grado di garantire sostegno 

adeguato alle 3 unghie anteriori di ciascun arto inferiore. Se si introducono soggetti di peso superiore a 1,5 kg 

è necessario inserire una superficie continua sul pavimento dell’isolatore per garantire un appoggio adeguato 

agli animali. Inoltre deve essere sempre presente una zona a pavimento pieno in corrispondenza della 

mangiatoia. 
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Si utilizzano mangiatoie a campana, almeno 2 per isolatore. Gli abbeveratoi sono a campana, almeno 2 se 

il numero di animali stabulati supera le 10 unità. Nei casi in cui sono presenti abbeveratoi automatici si 

garantiscono tre abbeveratoi ogni 25 animali. 

L’IZSVe dovrà comunque valutare l’eventualità di un adeguamento dei locali con l’obiettivo di abbandonare 

l’uso degli isolatori almeno per quanto riguarda l’allevamento e la fase pre-infezione e ricorrere all’uso degli 

stessi solo quando la tipologia di agente eziologico coinvolto nella sperimentazione lo rende assolutamente 

necessario. 

 

Età (settimane) Femmine (°C) Maschi (°C) 

1 33-31 33-31 

2 28,9 28,9 

3 27,8 27,8 

4 25,5 25,5 

5 23,3 23,3 

6 21,1 21,1 

7 20 19,4 

8 18,9 17,8 

9 18,3 17,2 

10 18,3 16,7 

11 18,3 16,7 

12 17,8 16,7 

13 17,8 15,5 

14 17,8 15,5 

15 e oltre 16,7 14,4 

 

Linee guida per la gestione delle temperature di stabulazione per l’allevamento dei tacchini (Hybrid, Commercial 

Management Guide). 

 

Il fotoperiodo è in generale di 12 ore luce e 12 ore buio. E’ disponibile nelle stanze di stabulazione un sistema 

di spegnimento automatico della luce, oltre alla possibilità di gestire in modo automatizzato eventuali schemi 

di esposizione alternativi. Non si dispone tuttavia di un sistema di spegnimento delle luci graduale. La presenza 

di finestre, che sono fonte di luce naturale, contribuisce ad un più graduale passaggio luce/buio anche se 

possono contribuire a modificare il fotoperiodo. L’intensità luminosa nei locali di stabulazione è di circa 200 
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lux, anche se, per la conformazione degli isolatori, è verosimile che gli animali abbiamo a disposizione tra i 50 

e i 100 lux. Idealmente l’ambiente di stabulazione dovrebbe essere strutturato con aree a diversa luminosità. 

Tuttavia, l’impatto di questo aspetto è limitato dato che gli animali sono stabulati in isolatori 

È’ garantita una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB.  

 

Arricchimenti 
 

Gli arricchimenti messi a disposizione dei tacchini comprendono prevalentemente arricchimenti 

ambientali, arricchimenti che favoriscono l’attività degli animali ed arricchimenti sociali e nutrizionali. Questi 

permettono ai tacchini di espletare il loro naturale comportamento esplorativo basato sul becchettare per 

rapportarsi con nuovi oggetti, impegnano fisicamente e mentalmente gli animali, aumentandone il livello di 

attività e, quindi, riducendone l’aggressività intraspecifica.  

Il programma di arricchimento per il pollame è in costante implementazione, tuttavia la difficoltà principale 

è rappresentata dalla stabulazione negli isolatori che riduce di molto le possibilità di impiego degli 

arricchimenti comunemente utilizzati per gli animali stabulati a terra. In generale, i tacchini dovrebbero 

beneficiare di balle di paglia, piani inclinati, pedane e tavole in compensato (120 x 30 cm, una ogni 20 m2 di 

spazio a terra, con 25 cm di catena metallica appesa a 5 cm dal piano nel mezzo della tavola). Essi fungono da 

barriere visive e costituiscono dei rifugi per sottrarsi ad eventuali aggressioni. Inoltre, dovrebbero essere 

presenti posatoi in legno (almeno 40 cm/tacchino, 5 x 7.5cm – altezza x profondità -) preferibilmente di diverso 

diametro e posti a diverse altezze. Il diametro deve permettere al tacchino di fare presa con le estremità distali 

degli arti inferiori sul posatoio. Inoltre, dovrebbero avere a disposizione un’area con pietrisco e sabbia per il 

bagno di sabbia. Infine si possono utilizzare arricchimenti alimentari costituiti da vegetali freschi 

(specialmente brassicaceae). 

Negli isolatori i tacchini possono beneficiare dell’utilizzo di un posatoio e un bagno di sabbia o segatura. La 

presenza dei conspecifici e la manipolazione da parte del personale addetto alla cura degli animali sono parte 

integrante del programma di arricchimento. Si dovrebbero approfondire i benefici derivanti da un utilizzo di 

arricchimenti sensoriali, soprattutto per questi soggetti che non possono usufruire di un ambiente complesso 

né di arricchimenti alimentari. Viene inoltre utilizzato una bottiglia in plastica trasparente contenente una 

miscela di granaglie, appesa mediante un filo in corrispondenza della lettiera in segatura, dotata di un piccolo 

foro nella parte inferiore, che in seguito al becchettamento esplorativo degli animali rilascia un saltuariamente 

un seme offrendo allo stesso tempo un arricchimento ambientale ed alimentare. 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

I tacchini stabulati presso lo stabilimento utilizzatore dell’IZSVe sono consegnati dall’allevamento 

commerciale fornitore, scortati dai documenti sanitari e di trasporto previsti dalla normativa vigente. Gli 

animali, in funzione del tipo di utilizzo, sono alloggiati nei box o introdotti negli isolatori e dopo 10 giorni di 

acclimatamento sono arruolati nelle sperimentazioni.  
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Quotidianamente lo stato di salute dei tacchini viene verificato dal personale addetto alla cura degli stessi 

il quale segnala al Veterinario designato i soggetti con sintomi clinici evidenti non giustificati dalla prova 

sperimentale a cui sono sottoposti e i soggetti arruolati nelle prove sperimentali che hanno raggiunto lo 

humane end-point stabilito per quello specifico studio.  

 

I tacchini possono manifestare i comportamenti stereotipati che si riscontrano in generale nel pollame, 

come il becchettare ossessivo a vuoto e il pacing. Altro tipica anomalia comportamentale è l’eccessiva 

aggressività che si traduce in gravi lesioni su alcuni soggetti, fino a fenomeni di cannibalismo. Preening e 

displacement activity possono essere pattern comportamentali assolutamente normali, così come espressione 

di stati di frustrazione e disagio dell’animale. L’intensità, la frequenza con cui queste attività vengono svolte e 

la contemporanea presenza di altri indicatori di scarso benessere permettono di orientare il giudizio 

dell’osservatore. 

Un esame clinico più approfondito viene svolto settimanalmente dal veterinario stesso per verificare che gli 

animali non presentino sintomi clinici riconducibili ad infezioni non previste dai protocolli sperimentali. 

Devono essere monitorate morbilità, mortalità e consumo di alimento degli animali sani per poter individuare 

rapidamente eventuali deviazioni dalla norma. 

Qualora la mortalità dei soggetti non sottoposti a infezioni sperimentali abbia un incremento significativo, 

deve essere effettuata immediatamente la necroscopia su tutte le carcasse disponibili e deve essere formulata 

una diagnosi attraverso esami istopatologici, virologici, batteriologici o parassitologici.  

 

Manipolazione e contenimento 
 

La manipolazione degli animali deve avvenire il prima possibile e deve essere effettuata costantemente 

soprattutto nei soggetti in giovane età per ridurre la naturale paura che l’uomo suscita in questi animali in 

quanto loro predatore. Tutte le manualità devono essere eseguite secondo le istruzioni operative fornite al 

personale addetto dal veterinario designato. 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

L’anestesia negli uccelli dovrebbe essere preferibilmente gassosa con l’utilizzo di isoflurano o sevofluorano. 

Ad oggi, non disponendo di attrezzature atte ad effettuare l’anestesia gassosa, si ricorre se necessario ad 

anestesia iniettabile: 20 mg/kg ketamina + 2 mg/kg xilazina i.m. L’effetto anestetico può essere rapidamente 

antagonizzato somministrando 0,1 mg/kg di yohimbine i.v. Un altro protocollo anestetico applicabile prevede 

la somministrazione di Zoletil alla dose di 0,1 ml/kg. 

Gli animali adulti sono sottoposti ad una notte di digiuno per svuotare il tratto superiore dell’apparato 

gastroenterico ed evitare il soffocamento dovuto al rigurgito di alimento. 
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Durante l’anestesia e nella fase di risveglio la temperatura deve essere monitorata, gli animali devono essere 

mantenuti nel loro range di temperatura corporea ottimale (40,6°C – 41,7 °C) utilizzando preferibilmente 

tappetini riscaldati con acqua calda e lampade riscaldanti. 

 

Trasporto 
 

I tacchini provengono da aziende certificate che eseguono il trasporto su mezzi autorizzati e secondo quanto 

previsto dal Regolamento n. 1/2005/EU. 

 

Acclimatamento 
 

Gli animali sono ricevuti dal personale dello stabulario e verificati per l’idoneità alla sperimentazione a cui 

sono destinati dal ricercatore entro poche ore dall’arrivo. Vengono verificati i documenti di trasporto e i 

certificati sanitari. Gli animali introdotti nello stabulario sono immediatamente stabulati negli isolatori. Si 

effettua un periodo di osservazione di 10 giorni nell’arco dei quali gli animali si adattano alle nuove condizioni 

di stabulazione e si verifica il loro stato di salute. In quest’arco di tempo, il Veterinario designato può ritenere 

opportuno effettuare eventuali accertamenti diagnostici. 

 

Alimentazione 
 

I tacchini vengono alimentati con mangime ad uso zootecnico adeguato all’età degli animali.  

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua fornita attraverso le campane e gli abbeveratoi automatici proviene dall’acquedotto locale ed è a 

disposizione degli animali a volontà. Per ogni gruppo di animali sono presenti almeno due punti di accesso 

all’acqua. I beccucci sono disposti sempre in numero di uno ogni 10 tacchini mentre le campane sono in 

numero di una ogni 28 animali. Il buon funzionamento degli abbeveratoi è controllato due volte al giorno, 

all’inizio e alla fine del turno di lavoro. Essi sono anche dotati di un temporizzatore onde evitare spandimenti 

d’acqua incontrollati. 

Gli abbeveratoi a campana sono puliti a giorni alterni o ogni qualvolta risultino imbrattati da feci o 

mangime. Il beccuccio degli abbeveratoi automatici è controllato nel suo funzionamento a giorni alterni mentre 

le canalizzazioni vengono pulite e disinfettate a conclusione di ogni sperimentazione. 
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Identificazione degli animali 
 

L’identificazione dei singoli soggetti, se necessario, viene effettuata applicando gli anelli alla zampa. 

 

Soppressione 
 

La soppressione degli animali avviene utilizzando un’overdose di anestetico. Si ricorre inizialmente a 

sedazione somministrando una miscela di ketamina e xilazinai.m. rispettivamente 5-10 mg/kg e 1-2 mg/kg. 

In alternativa, si può utilizzare Zoletil 100 (15 mg/kg i.v.) seguito, in entrambi i casi, da overdose dello 

stesso o da farmaco eutanasico. 
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9. QUAGLIA (Coturnix spp.) 
 

Le quaglie utilizzate a fini sperimentali in IZSVe provengono da allevamenti commerciali. Gli animali sono 

generalmente giovani adulti (5 settimane d’età). 

 

Ambiente di stabulazione 
 

Gli ambienti destinati alla stabulazione delle quaglie sono situati presso il piano terra dell’Edificio C della 

sede centrale di Legnaro. L’Edificio C dispone di due stanze nelle quali sono installati isolatori adibiti alle 

attività sperimentali. Le quaglie dal momento del loro arrivo vengono alloggiate negli isolatori. 

Nella tabella si riportano la superficie minima dell’alloggiamento, lo spazio a terra che deve essere a 

disposizione di ogni soggetto in funzione della classe di peso e lo spazio alla mangiatoia. 

 

Peso 

corporeo 

(g) 

Dimensione 

minima 

dell’alloggiamento 

(m2) 

Superficie 

minima per 

quaglia 

(m2) 

Altezza 

minima 

(cm) 

Lunghezza 

minima 

mangiatoia per 

quaglia 

(cm) 

Fino a 150 1,00 0,10 20 4 

Oltre 150 1,00 0,15 30 4 

 

Negli isolatori gli animali si muovono su pavimento grigliato a maglia stretta in grado di garantire sostegno 

adeguato alle unghie anteriori di ciascun arto inferiore. Inoltre, deve essere sempre presente una zona a 

pavimento pieno in corrispondenza della mangiatoia.  

Si utilizzano mangiatoie a campana, almeno 2 per isolatore. Gli abbeveratoi sono a campana, almeno 2 se 

il numero di animali stabulati supera le 10 unità.  

La disponibilità di acqua e cibo viene verificata quotidianamente dagli stabularisti. La pulizia degli isolatori 

avviene solo a conclusione della sperimentazione. In generale tali sperimentazioni hanno una durata non 

superiore alle 3-4 settimane. 

La temperatura degli isolatori deve essere settata in funzione dell’età e del peso degli animali: i soggetti 

adulti dovrebbero essere mantenuti a 18-26°C.  
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L’umidità ambientale dovrebbe oscillare tra il 50% e il 60%. L’umidità relativa all’interno degli isolatori non 

è rilevabile. L’umidità viene mantenuta nei range stabiliti, bilanciandola con il numero di ricambi aria/ora (60 

m3/ora e gli 80m3/ora).  

Il fotoperiodo è in generale di 12 ore luce e 12 ore buio. E’ disponibile nelle stanze di stabulazione un sistema 

di spegnimento automatico della luce, oltre alla possibilità di gestire in modo automatizzato eventuali schemi 

di esposizione alternativi. Non si dispone tuttavia di un sistema di spegnimento delle luci graduale. La presenza 

di finestre, che sono fonte di luce naturale, contribuisce ad un più graduale passaggio luce/buio anche se 

possono contribuire a modificare il fotoperiodo. L’intensità luminosa nei locali di stabulazione è di circa 200 

lux, anche se, per la conformazione degli isolatori, è verosimile che gli animali abbiamo a disposizione tra i 50 

e i 100 lux. Idealmente l’ambiente di stabulazione dovrebbe essere strutturato con aree a diversa luminosità. 

Tuttavia, l’impatto di questo aspetto è limitato dato che gli animali sono stabulati in isolatoriÈ garantita una 

rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB. Gli ambienti sono insonorizzati. Non si dispone di informazioni 

specifiche circa la presenza di ultrasuoni o di vibrazioni continue nell’ambiente di stabulazione. Sarebbe 

auspicabile poter effettuare degli approfondimenti relativamente a questi parametri ambientali. 

 

Arricchimenti 
 

Dato che le quaglie sono stabulate all’interno degli isolatori non è possibile fornire loro l’abbondante 

substrato di lettiera di cui avrebbero bisogno per espletare alcuni comportamenti tipici della specie. Negli 

isolatori viene messa a loro disposizione una cassettina in cui effettuare il bagno di sabbia o segatura. Inoltre, 

si introducono oggetti colorati che fungono da giocattoli e distraggono gli animali dal mettere in atto 

comportamenti aggressivi verso i conspecifici. 

Gli arricchimenti nutrizionali sono estremamente importanti per questa specie onnivora che trascorre 

molto tempo nel becchettare alla ricerca di semi, piccoli ragni e vermi. Vengono, quindi, messi a disposizione 

all’interno dell’isolatore cubi di erba medica disidratata e semi oleosi in stick che gli animali possono 

becchettare. 

L’arricchimento sociale è garantito dalla stabulazione in gruppi armoniosi e dalla presenza del personale 

che interagisce quotidianamente con gli animali. Essi dovrebbero essere manipolati fin dai primi giorni di vita 

in allevamento per ridurne le reazioni di paura e stress nel momento in cui iniziano ad essere utilizzati nelle 

procedure. Non sempre i fornitori sono in grado di garantire animali abituati ad essere manipolati per cui gli 

uccelli dovrebbero essere gradualmente sottoposti a contatti positivi con la specie umana per ridurne stress e 

paura. 

Viene inoltre utilizzato una bottiglia in plastica trasparente contenente una miscela di granaglie, appesa 

mediante un filo in corrispondenza della lettiera in segatura, dotata di un piccolo foro nella parte inferiore, che 

in seguito al becchettamento esplorativo degli animali rilascia un saltuariamente un seme offrendo allo stesso 

tempo un arricchimento ambientale ed alimentare. Si dovrebbe approfondire il ruolo degli arricchimenti 

sensoriali anche per le quaglie. È dimostrato che l’utilizzo di un sottofondo musicale o di stimoli uditivi 
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derivanti dalle conversazioni umane riduce lo stress e la paura degli animali nel momento in cui gli operatori 

accedono ai locali di stabulazione e svolgono le attività di routine. 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Gli animali introdotti nello stabulario sono soggetti adulti provenienti da allevamenti con uno stato 

sanitario noto. Essi sono accompagnati da un certificato sanitario che ne attesta lo stato di salute. 

Quotidianamente lo stato di salute delle quaglie viene verificato dal personale addetto alla cura degli stessi 

che segnala al Veterinario designato i soggetti con sintomi clinici evidenti non giustificati dalla prova 

sperimentale a cui sono sottoposti e i soggetti arruolati nelle prove sperimentali che hanno raggiunto lo 

humane end-point stabilito per quello specifico studio.  

Un esame clinico più approfondito viene svolto settimanalmente dal veterinario stesso per verificare che gli 

animali non presentino sintomi clinici riconducibili a infezioni non previste dai protocolli sperimentali. 

Devono essere monitorate morbilità, mortalità e consumo di alimento degli animali sani per poter individuare 

rapidamente eventuali deviazioni dalla norma. 

Qualora la mortalità dei soggetti non sottoposti a infezioni sperimentali arrivi al 5% deve essere effettuata 

immediatamente la necroscopia su tutte le carcasse disponibili e deve essere formulata una diagnosi attraverso 

esami istopatologici, virologici, batteriologici o parassitologici.  

Nelle quaglie si possono riscontrare alcuni comportamenti anomali che devono essere segnalati al 

Veterinario designato in quanto indicativi di carenti condizioni di benessere del gruppo: 

 la comparsa di cannibalismo; 

 lo strapparsi reciprocamente le penne; 

 la comparsa di lesioni sulla testa dovute ai ripetuti salti contro le pareti o il soffitto della gabbia o 

dell’isolatore; 

 i movimenti a vuoto che mimano il bagno di sabbia; 

 stati di agitazione o irrequietezza pre-deposizione nelle femmina.  

 

Manipolazione e contenimento 
 

Le quaglie sono animali di piccole dimensioni che devono essere manipolate con delicatezza onde evitare 

traumatismi agli arti e alle ali dovuti a brusche reazioni e tentativi di fuga dell’animale. Gli operatori 

dovrebbero indossare sempre abbigliamento con colori familiari agli animali.  

Quando vengono manipolate, le quaglie devono essere afferrate mantenendo le ali adese al busto e gli arti 

liberi di muoversi onde evitare fratture ossee. 
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Per migliorare l’interazione con l’uomo si possono offrire loro larve di insetti come premio (larve di 

scarafaggio) a conclusione della manipolazione. 

Tutte le procedure devono essere effettuate secondo le istruzioni operative concordate con il responsabile 

del benessere animale e il veterinario designato. 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

L’anestesia nelle quaglie dovrebbe essere preferibilmente gassosa con l’utilizzo di isofluorano o 

sevofluorano. Non disponendo ad oggi di attrezzature atte ad effettuare l’anestesia gassosa si ricorre se 

necessario ad anestesia iniettabile: 20 mg/kg ketamina + 2 mg/kg xilazina i.m. L’effetto anestetico può essere 

rapidamente antagonizzato somministrando 0.1 mg/kg di yohimbine i.v. In alternativa si può utilizzare il 

seguente protocollo: 1,5-2 mg/kg ketamina associata a 60-85 μg/kg di medetomidina i.m. per ottenere un 

adeguato effetto analgesico nel caso in cui la procedura sia invasiva.  

Gli animali adulti sono sottoposti ad una notte di digiuno per svuotare il tratto superiore dell’apparato 

gastroenterico ed evitare il soffocamento dovuto al rigurgito di alimento. Durante l’anestesia e nella fase di 

risveglio la temperatura deve essere monitorata, gli animali devono essere mantenuti nel loro range di 

temperatura corporea ottimale (40,6°C – 41,7 °C) utilizzando preferibilmente tappetini riscaldati con acqua 

calda e lampade riscaldanti. 

In caso di interventi che richiedano un’analgesia più profonda si ricorre all’uso di oppioidi quali il 

butorfanolo 0,02 mg/kg i.m. Quando si effettuano tamponi tracheali, cloacali, instillazioni intranasali o 

prelievi ematici si ricorre, se la procedura lo richiede, ad un anestetico locale in forma di pomata da applicare 

sulla parte interessata. 

 

Trasporto 
 

Le quaglie sono trasportate su mezzi autorizzati secondo quanto previsto dal Regolamento n. 1/2005. Le 

gabbie da trasporto sono dotate di lettiera in truciolo e aperture laterali e sul coperchio per permettere 

un’adeguata ventilazione. Il trasporto non ha in genere durata superiore alla 4 ore in quanto, trattandosi di 

animali provenienti da allevamenti commerciali, i fornitori dell’IZSVe vengono scelti anche in funzione della 

loro vicinanza alla sede centrale di Legnaro, in modo da ridurre al minimo lo stress derivante dal trasporto. 

Inoltre, i mezzi utilizzati devono garantire il mantenimento di temperatura e umidità adeguate al confort 

termico degli animali.  

 

Acclimatamento 
 



87 

 

Gli animali sono ricevuti dal Veterinario designato. Vengono verificati i documenti di trasporto e i certificati 

sanitari forniti dall’allevatore. 

Gli animali introdotti nello stabulario sono immediatamente stabulati negli isolatori. Si effettua un periodo 

di osservazione di 10 giorni nell’arco dei quali gli animali si adattano alle nuove condizioni di stabulazione e si 

verifica il loro stato di salute. In quest’arco di tempo il Veterinario designato può ritenere opportuno effettuare 

eventuali accertamenti diagnostici. 

 

Alimentazione 
 

Le quaglie vengono alimentate con mangime ad uso zootecnico adeguato all’età degli animali.  

 

In natura le quaglie sono onnivore, hanno una dieta composta da semi, insetti, piccoli ragni. La dieta fornita 

è sotto forma di mangime pellettato. Può essere ulteriormente arricchita con miscele di semi oleosi, alfa alfa 

cubes messi a disposizione sul pavimento degli isolatori. 

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua fornita attraverso le campane e gli abbeveratoi automatici proviene dall’acquedotto locale ed è a 

disposizione degli animali ad libitum. Gli abbeveratoi sono dotati di un temporizzatore onde evitare 

spandimenti d’acqua incontrollati.  

Il buon funzionamento degli abbeveratoi è controllato due volte al giorno, all’inizio e alla fine del turno di 

lavoro. Gli abbeveratoi a campana sono puliti a giorni alterni o ogni qualvolta risultino imbrattati da feci o 

mangime.  

 

Identificazione degli animali 
 

L’identificazione dei singoli soggetti, se necessario, viene effettuata utilizzando anelli che vengono applicati 

alle zampe  

 

Soppressione 
 

. 

La soppressione degli animali avviene utilizzando un’overdose di anestetico. Si ricorre inizialmente a 

sedazione somministrando una miscela di ketamina e xilazina i.m. rispettivamente 5-10 mg/kg e 1-2 mg/kg. 



88 

 

In alternativa, si può utilizzare Zoletil 100 (15 mg/kg i.v.) seguito, in entrambi i casi, da overdose dello 

stesso o da farmaco eutanasico. 
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10. ANATRA (Anas plathyrhynchos) 
 

Le anatre utilizzate a fini scientifici presso l’IZSVe sono soggetti forniti da aziende commerciali. 

 

Ambiente di stabulazione 
 

Gli ambienti destinati alla stabulazione di anatre sono situati presso il piano terra dell’Edificio C della sede 

centrale di Legnaro. L’edificio C dispone di due stanze nelle quali sono installati isolatori adibiti alle attività 

sperimentali. 

Lo spazio disponibile per animale dovrebbe rispettate i requisiti minimi di cui al D.Lgs. 26/2014 (vedi 

tabella).  

 

Peso  

corporeo  

(g) 

Dimensione 

minima 

dell’alloggiamento 

(m2) 

Superficie 

minima per 

anatra 

(m2) 

Altezza 

minima 

(cm) 

Lunghezza minima 

mangiatoia per 

anatra 

(cm) 

fino a 300 2.00 0.10 50 10 

> 300 fino a 

1.200 
2.00 0.20 50 10 

> 1.200 fino a 

3.500 
2.00 0.25 200 15 

0ltre i 3.500 2.00 0.50 200 15 

 

Se per motivi scientifici queste misure minime non possono essere rispettate è possibile, dopo attenta 

valutazione da parte del veterinario designato e del responsabile del benessere, stabulare gli animali in 

ambienti più piccoli dotati di arricchimenti adeguati con superficie minima al suolo di 0,75 m2. 

Negli isolatori gli animali si muovono su pavimento grigliato a maglia stretta in grado di garantire sostegno 

adeguato. Se si introducono soggetti di età inferiore a 21 giorni è opportuno inserire una rete a maglia più fitta 

sul pavimento dell’isolatore per garantire un appoggio adeguato agli animali. Inoltre deve essere sempre 

presente una zona a pavimento pieno in corrispondenza della mangiatoia. 

Si utilizzano mangiatoie a tramoggia, almeno 2 per isolatore. Gli abbeveratoi sono provvisti di tazza, almeno 

2 se il numero di animali stabulati supera le 10 unità. Nel caso di abbeveratoi automatici se ne garantiscono 

tre ogni 25 animali. 
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L’IZSVe dovrà comunque valutare l’eventualità di un adeguamento dei locali con l’obiettivo di abbandonare 

l’uso degli isolatori almeno per quanto riguarda l’allevamento e la fase pre-infezione e ricorrere all’uso degli 

stessi solo quando la tipologia di agente eziologico coinvolto nella sperimentazione lo rende assolutamente 

necessario. 

I parametri ambientali sono di importanza cruciale per il benessere degli avicoli. La temperatura degli 

isolatori deve essere settata in funzione dell’età e del peso degli animali: i pulcini vengono mantenuti a 30°C 

utilizzando lampade riscaldanti qualora sia necessario per la prima settimana di vita, successivamente la 

temperatura viene gradualmente ridotta secondo la tabella seguente. La temperatura viene rilevata 

quotidianamente dagli operatori in quanto gli isolatori non sono dotati di un sistema di registrazione 

automatico. La temperatura degli ambienti di stabulazione viene invece registrata attraverso sistema TAC 

Vista. 

L’umidità ambientale dovrebbe oscillare tra il 50% e il 70%. L’umidità relativa all’interno degli isolatori non 

è rilevabile, essa viene mantenuta nei range stabiliti bilanciandola con il numero di ricambi aria/ora; il 

parametro viene impostato tra i 60 m3/ora e gli 80 m3/ora. Questo permette di mantenere una qualità dell’aria 

adeguata con livelli ammoniacali stimati al di sotto dei 10 ppm e anidride carbonica al di sotto dei 50 ppm.  

 

Età (giorni) (°C) 

1 30 

7 27 

14 23 

21 19 

28 15 

35 13 

42 13 

49 13 

 

Linee guida per la gestione delle temperature di stabulazione per l’allevamento delle anatre  

(https://ahdc.vet.cornell.edu/Sects/duck/housing.cfm) 

 

Il fotoperiodo è in generale di 12 ore luce e 12 ore buio. E’ disponibile nelle stanze di stabulazione un sistema 

di spegnimento automatico della luce, oltre alla possibilità di gestire in modo automatizzato eventuali schemi 

di esposizione alternativi. Non si dispone tuttavia di un sistema di spegnimento delle luci graduale. La presenza 

di finestre, che sono fonte di luce naturale, contribuisce ad un più graduale passaggio luce/buio anche se 

possono contribuire a modificare il fotoperiodo. L’intensità luminosa nei locali di stabulazione è di circa 200 

lux, anche se, per la conformazione degli isolatori, è verosimile che gli animali abbiamo a disposizione tra i 50 
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e i 100 lux. Idealmente l’ambiente di stabulazione dovrebbe essere strutturato con aree a diversa luminosità. 

Tuttavia, l’impatto di questo aspetto è limitato dato che gli animali sono stabulati in isolatori. 

È’ garantita una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB. Gli ambienti sono insonorizzati, tuttavia si 

dovrebbero effettuare rilevazioni circa la reale rumorosità di tali ambienti e l’eventuale presenza di ultrasuoni. 

 

Arricchimenti 
 

Gli arricchimenti messi a disposizione delle anatre comprendono prevalentemente arricchimenti 

ambientali, arricchimenti che favoriscono l’attività degli animali ed arricchimenti sociali e nutrizionali. Questi 

permettono alle anatre di espletare il loro naturale comportamento esplorativo basato sul becchettare per 

rapportarsi con nuovi oggetti, impegnano fisicamente e mentalmente gli animali, aumentandone il livello di 

attività e quindi riducendone l’aggressività intraspecifica.  

Il programma di arricchimento per il pollame è in costante implementazione, tuttavia la difficoltà principale 

è rappresentata dalla stabulazione negli isolatori che riduce di molto le possibilità di impiego degli 

arricchimenti comunemente utilizzati per gli animali stabulati a terra. In generale le anatre dovrebbero 

beneficiare di lettiera in paglia e segatura, pedane e rastrelliere. Dovrebbero inoltre disporre di una vasca con 

acqua. Negli isolatori le anatre possono beneficiare di un’area con segatura e di una pedana inclinata. La 

presenza dei conspecifici e la manipolazione da parte del personale addetto alla cura degli animali sono parte 

integrante del programma di arricchimento. Infine, si possono utilizzare arricchimenti alimentari costituiti da 

vegetali freschi. Viene inoltre utilizzato una bottiglia in plastica trasparente contenente una miscela di 

granaglie, appesa mediante un filo in corrispondenza della lettiera in segatura, dotata di un piccolo foro nella 

parte inferiore, che in seguito al becchettamento esplorativo degli animali rilascia un saltuariamente un seme 

offrendo allo stesso tempo un arricchimento ambientale ed alimentare. 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Le anatre stabulate presso lo stabilimento utilizzatore dell’IZSVe sono consegnati dall’allevamento 

commerciale fornitore scortati dai documenti sanitari e di trasporto previsti dalla normativa vigente. Gli 

animali, in funzione del tipo di utilizzo, sono alloggiati nei box o introdotti negli isolatori e dopo 5-10 giorni di 

acclimatamento sono arruolati nelle sperimentazioni. 

Quotidianamente lo stato di salute delle anatre viene verificato dal personale addetto alla cura degli stessi 

che segnalano al veterinario responsabile della cura degli animali i soggetti con sintomi clinici evidenti non 

giustificati dalla prova sperimentale a cui sono sottoposti e i soggetti arruolati nelle prove sperimentali che 

hanno raggiunto lo humane end-point stabilito per quello specifico studio.  
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Le anatre possono manifestare i comportamenti stereotipati che si riscontrano in generale nel pollame 

come il becchettare ossessivo a vuoto e il pacing. Altro tipica anomalia comportamentale è l’eccessiva 

aggressività che si traduce in gravi lesioni su alcuni soggetti fino a fenomeni di cannibalismo. Preening 

(lisciarsi le penne col becco) e displacement activity possono essere pattern comportamentali assolutamente 

normali così come espressione di stati di frustrazione e disagio dell’animale. L’intensità, la frequenza con cui 

queste attività vengono svolte e la contemporanea presenza di altri indicatori di scarso benessere permettono 

di orientare il giudizio dell’osservatore. 

Un esame clinico più approfondito viene svolto settimanalmente dal veterinario stesso per verificare che gli 

animali non presentino sintomi clinici riconducibili ad infezioni non previste dai protocolli sperimentali. 

Devono essere monitorate morbilità, mortalità e consumo di alimento degli animali sani per poter individuare 

rapidamente eventuali deviazioni dalla norma. 

Qualora la mortalità dei soggetti non sottoposti a infezioni sperimentali abbia un incremento dello 

0.1%/settimana, deve essere effettuata immediatamente la necroscopia su tutte le carcasse disponibili e deve 

essere formulata una diagnosi attraverso esami istopatologici, virologici, batteriologici o parassitologici.  

 

Manipolazione e contenimento 
 

La manipolazione degli animali deve avvenire il prima possibile e deve essere effettuata costantemente 

soprattutto nei soggetti in giovane età per ridurre la naturale paura che l’uomo suscita in questi animali in 

quanto loro predatore. Tutte le manualità devono essere eseguite secondo le istruzioni operative fornite al 

personale addetto dal veterinario responsabile della cura degli animali. 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

L’anestesia negli uccelli dovrebbe essere preferibilmente gassosa con l’utilizzo di isoflurano o sevofluorano. 

Non potendo eseguire l’anestesia gassosa nel contesto di sperimentazioni con agenti infettivi, se necessario, si 

ricorre ad anestesia iniettabile: 20 mg/kg ketamina + 2 mg/kg xilazina i.m. L’effetto anestetico può essere 

rapidamente antagonizzato somministrando 0,1 mg/kg di yohimbina i.v.. In alternativa l’anestesia può essere 

ottenuta mediante la somministrazione di 0,1 ml/kg i.m. di Zoletil 100. 

Gli animali adulti sono sottoposti ad una notte di digiuno per svuotare il tratto superiore dell’apparato 

gastroenterico ed evitare il soffocamento dovuto al rigurgito di alimento. 

Durante l’anestesia e nella fase di risveglio la temperatura deve essere monitorata, gli animali devono essere 

mantenuti nel loro range di temperatura corporea ottimale (T media 42,2°C, min 38 - max 43) utilizzando 

preferibilmente tappetini riscaldati con acqua calda e lampade riscaldanti. 
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Trasporto 
 

Le anatre provengono da aziende certificate che eseguono il trasporto su mezzi autorizzati secondo quanto 

previsto dal Regolamento (EU) n. 1/2005. 

 

Acclimatamento 
 

Gli animali sono ricevuti dal veterinario responsabile della cura degli stessi. Vengono verificati i documenti 

di trasporto e i certificati sanitari. Gli animali introdotti nello stabulario sono immediatamente stabulati negli 

isolatori. Si effettua un periodo di osservazione di 5-10 giorni nell’arco dei quali gli animali si adattano alle 

nuove condizioni di stabulazione e si verifica il loro stato di salute. In quest’arco di tempo, il veterinario addetto 

alla cura degli animali può ritenere opportuno effettuare eventuali accertamenti diagnostici. 

 

Alimentazione 
 

Le anatre vengono alimentate con mangime ad uso zootecnico adeguato all’età degli animali.  

 

Acqua di abbeverata 
 

L’acqua fornita attraverso le campane e gli abbeveratoi automatici proviene dall’acquedotto locale ed è a 

disposizione degli animali a volontà. Per ogni gruppo di animali sono presenti almeno due punti di accesso 

all’acqua. I beccucci sono disposti sempre in numero di uno ogni 10 anatre mentre le campane sono in numero 

di una ogni 28 animali. Il buon funzionamento degli abbeveratoi è controllato due volte al giorno, all’inizio e 

alla fine del turno di lavoro. Essi sono anche dotati di un temporizzatore onde evitare spandimenti d’acqua 

incontrollati. 

Gli abbeveratoi a campana sono puliti ogni qualvolta risultino imbrattati da feci o mangime. Il beccuccio 

degli abbeveratoi automatici è controllato nel suo funzionamento a giorni alterni mentre le canalizzazioni 

vengono pulite e disinfettate a conclusione di ogni sperimentazione. 

 

Identificazione degli animali 
 

L’identificazione dei singoli soggetti, se necessaria, viene effettuata utilizzando anelli identificativi che 

vengono applicati alle zampe.  
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Soppressione 
 

La soppressione degli animali avviene utilizzando un’overdose di anestetico. Si ricorre inizialmente a 

sedazione somministrando una miscela di ketamina e xilazina i.m. rispettivamente 5-10 mg/kg e 1-2 mg/kg. 

In alternativa, si può utilizzare Zoletil 100 (15 mg/kg i.v.) seguito, in entrambi i casi, da overdose dello stesso 

o da farmaco eutanasico.  
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11. PICCIONE (Columba livia) 
 

I piccioni utilizzati a fini scientifici presso l’IZSVe sono soggetti forniti da aziende commerciali. 

 

Ambiente di stabulazione 
 

Gli ambienti destinati alla stabulazione di piccioni sono situati presso il piano terra dell’edificio C della sede 

centrale di Legnaro. L’edificio C dispone di due stanze nelle quali sono installati isolatori adibiti alle attività 

sperimentali. 

Lo spazio disponibile per animale dovrebbe rispettate i requisiti minimi di cui al D. Lgs. 26/2014 (vedi 

tabella). Gli alloggiamenti devono essere lunghi e stretti (ad esempio 2 m x 1 m) e non quadrati, per permettere 

agli uccelli di effettuare brevi voli. 

 

Dimensione 

del gruppo 

Dimensione 

minima 

dell’alloggiamento 

(m2) 

Altezza 

minima 

(cm) 

Lunghezza 

minima 

mangiatoia per 

uccello 

(cm) 

Lunghezza 

minima posatoio 

per uccello 

(cm) 

fino a 6 2 200 5 30 

da 7 a 12 3 200 5 30 

per ogni uccello 

in più oltre a 12 
0,15  5 30 

 

Se per motivi scientifici queste misure minime non possono essere rispettate è possibile, dopo attenta 

valutazione da parte del veterinario designato e del responsabile del benessere, stabulare gli animali in 

ambienti più piccoli dotati di arricchimenti adeguati, in funzione anche della durata della sperimentazione. 

Negli isolatori gli animali si muovono su pavimento grigliato a maglia stretta in grado di garantire sostegno 

adeguato. Se si introducono soggetti di giovane età è opportuno inserire una rete a maglia più fitta sul 

pavimento dell’isolatore per garantire un appoggio adeguato agli animali. Inoltre deve essere sempre presente 

una zona a pavimento pieno in corrispondenza della mangiatoia coperta di sabbia. 

Si utilizzano mangiatoie a tramoggia, almeno 2 per isolatore. Gli abbeveratoi sono a tazza in plastica o in 

acciaio inox collegati ad un serbatoio centrale. Devono avere una profondità di 3 – 4 cm poiché il piccione, a 

differenza degli altri volatili, non ingerisce i liquidi per gravità ma per aspirazione. 
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L’IZSVe dovrà comunque valutare l’eventualità di un adeguamento dei locali con l’obiettivo di abbandonare 

l’uso degli isolatori almeno per quanto riguarda l’allevamento e la fase pre-infezione e ricorrere all’uso degli 

stessi solo quando la tipologia di agente eziologico coinvolto nella sperimentazione lo rende assolutamente 

necessario. 

I parametri ambientali sono di importanza cruciale per il benessere degli uccelli. La temperatura degli 

isolatori deve essere settata in funzione dell’età e del peso degli animali: la temperatura ottimale è di 16 – 18°C 

e, in generale, non deve essere superiore ai 28°C. La temperatura viene rilevata quotidianamente dagli 

operatori in quanto gli isolatori non sono dotati di un sistema di registrazione automatico. La temperatura 

degli ambienti di stabulazione viene invece registrata attraverso sistema TAC Vista. 

L’umidità ambientale dovrebbe oscillare tra il 50% e il 70%. L’umidità relativa all’interno degli isolatori non 

è rilevabile, essa viene mantenuta nei range stabiliti bilanciandola con il numero di ricambi aria/ora; il 

parametro viene impostato tra i 60 m3/ora e gli 80 m3/ora. Questo permette di mantenere una qualità dell’aria 

adeguata con livelli ammoniacali stimati al di sotto dei 10 ppm e anidride carbonica al di sotto dei 50 ppm.  

Il fotoperiodo è in generale di 12 ore luce e 12 ore buio. E’ disponibile nelle stanze di stabulazione un sistema 

di spegnimento automatico della luce, oltre alla possibilità di gestire in modo automatizzato eventuali schemi 

di esposizione alternativi. Non si dispone tuttavia di un sistema di spegnimento delle luci graduale. La presenza 

di finestre, che sono fonte di luce naturale, contribuisce ad un più graduale passaggio luce/buio anche se 

possono contribuire a modificare il fotoperiodo. L’intensità luminosa nei locali di stabulazione è di circa 200 

lux, anche se, per la conformazione degli isolatori, è verosimile che gli animali abbiamo a disposizione tra i 50 

e i 100 lux. Idealmente l’ambiente di stabulazione dovrebbe essere strutturato con aree a diversa luminosità. 

Tuttavia, l’impatto di questo aspetto è limitato dato che gli animali sono stabulati in isolatori. 

 

È’ garantita una rumorosità ambientale inferiore agli 85 dB. Gli ambienti sono insonorizzati, tuttavia si 

dovrebbero effettuare rilevazioni circa la reale rumorosità di tali ambienti e l’eventuale presenza di ultrasuoni. 

 

Arricchimenti 
 

Gli arricchimenti messi a disposizione delle piccioni comprendono prevalentemente arricchimenti 

ambientali, arricchimenti che favoriscono l’attività degli animali ed arricchimenti sociali e nutrizionali. Questi 

permettono ai piccioni di espletare il loro naturale comportamento esplorativo basato sul becchettare per 

rapportarsi con nuovi oggetti, impegnano fisicamente e mentalmente gli animali, aumentandone il livello di 

attività e quindi riducendone l’aggressività intraspecifica.  

Il programma di arricchimento per gli uccelli è in costante implementazione, tuttavia la difficoltà principale 

è rappresentata dalla stabulazione negli isolatori che riduce di molto le possibilità di impiego degli 

arricchimenti comunemente utilizzati per gli animali stabulati a terra. In generale i piccioni dovrebbero 

beneficiare di paglia o fieno e posatoi (almeno 30 cm/soggetto). Il diametro deve permettere al piccione di 
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stazionare con le estremità distali degli arti inferiori sul posatoio. Infine si possono utilizzare arricchimenti 

alimentari costituiti da vegetali freschi. La presenza dei conspecifici e la manipolazione da parte del personale 

addetto alla cura degli animali sono parte integrante del programma di arricchimento.  

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere 
animale 
 

I piccioni stabulati presso lo stabilimento utilizzatore dell’IZSVe sono consegnati dall’allevamento 

commerciale fornitore scortati dai documenti sanitari e di trasporto previsti dalla normativa vigente. Gli 

animali, in funzione del tipo di utilizzo, sono alloggiati nei box o introdotti negli isolatori e dopo 10 giorni di 

acclimatamento sono arruolati nelle sperimentazioni. 

Quotidianamente lo stato di salute dei piccioni viene verificato dal personale addetto alla cura degli stessi 

che segnalano al veterinario responsabile della cura degli animali i soggetti con sintomi clinici evidenti non 

giustificati dalla prova sperimentale a cui sono sottoposti e i soggetti arruolati nelle prove sperimentali che 

hanno raggiunto lo humane end-point stabilito per quello specifico studio.  

 

I piccioni possono manifestare i comportamenti stereotipati che si riscontrano in generale nel pollame come 

il becchettare ossessivo a vuoto e il pacing. Altro tipica anomalia comportamentale è l’eccessiva aggressività 

che si traduce in gravi lesioni su alcuni soggetti fino a fenomeni di cannibalismo. Preening e displacement 

activity possono essere pattern comportamentali assolutamente normali così come espressione di stati di 

frustrazione e disagio dell’animale. L’intensità, la frequenza con cui queste attività vengono svolte e la 

contemporanea presenza di altri indicatori di scarso benessere permettono di orientare il giudizio 

dell’osservatore. 

Un esame clinico più approfondito viene svolto settimanalmente dal veterinario stesso per verificare che gli 

animali non presentino sintomi clinici riconducibili ad infezioni non previste dai protocolli sperimentali. 

Devono essere monitorate morbilità, mortalità e consumo di alimento degli animali sani per poter individuare 

rapidamente eventuali deviazioni dalla norma. 

Qualora la mortalità dei soggetti non sottoposti a infezioni sperimentali abbia un incremento dello 

0.1%/settimana, deve essere effettuata immediatamente la necroscopia su tutte le carcasse disponibili e deve 

essere formulata una diagnosi attraverso esami istopatologici, virologici, batteriologici o parassitologici.  

 

Manipolazione e contenimento 
 

La manipolazione degli animali deve avvenire il prima possibile e deve essere effettuata costantemente 

soprattutto nei soggetti in giovane età per ridurre la naturale paura che l’uomo suscita in questi animali in 
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quanto loro predatore. Tutte le manualità devono essere eseguite secondo le istruzioni operative fornite al 

personale addetto dal veterinario responsabile della cura degli animali. 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

L’anestesia negli uccelli dovrebbe essere preferibilmente gassosa con l’utilizzo di isofluorano o 

sevofluorano. Non potendo eseguire l’anestesia gassosa nel contesto di sperimentazioni con agenti infettivi, si 

ricorre, se necessario, ad anestesia iniettabile: 10 mg/kg ketamina + 0,2 mg/kg diazepam i.m.  

Gli animali adulti sono sottoposti ad una notte di digiuno per svuotare il tratto superiore dell’apparato 

gastroenterico ed evitare il soffocamento dovuto al rigurgito di alimento. 

Durante l’anestesia e nella fase di risveglio la temperatura deve essere monitorata, gli animali devono essere 

mantenuti nel loro range di temperatura corporea ottimale (T media 43,5 ±0,5°C) utilizzando preferibilmente 

tappetini riscaldati con acqua calda e lampade riscaldanti. 

 

Trasporto 
 

I piccioni provengono da aziende certificate che eseguono il trasporto su mezzi autorizzati secondo quanto 

previsto dal Regolamento (EU) n. 1/2005. 

 

Acclimatamento 
 

Gli animali sono ricevuti dal veterinario responsabile della cura degli stessi. Vengono verificati i documenti 

di trasporto e i certificati sanitari. Gli animali introdotti nello stabulario sono immediatamente stabulati negli 

isolatori. Si effettua un periodo di osservazione di 10 giorni nell’arco dei quali gli animali si adattano alle nuove 

condizioni di stabulazione e si verifica il loro stato di salute. In quest’arco di tempo, il veterinario addetto alla 

cura degli animali può ritenere opportuno effettuare eventuali accertamenti diagnostici. 

 

Alimentazione 
 

I piccioni vengono alimentati con mangime ad uso zootecnico adeguato all’età degli animali.  
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Acqua di abbeverata 
 

L’acqua fornita attraverso le campane e gli abbeveratoi automatici proviene dall’acquedotto locale ed è a 

disposizione degli animali a volontà. Per ogni gruppo di animali sono presenti almeno due punti di accesso 

all’acqua. I beccucci sono disposti sempre in numero di uno ogni 10 piccioni mentre le campane sono in 

numero di una ogni 28 animali. Il buon funzionamento degli abbeveratoi è controllato due volte al giorno, 

all’inizio e alla fine del turno di lavoro. Essi sono anche dotati di un temporizzatore onde evitare spandimenti 

d’acqua incontrollati. 

Gli abbeveratoi a campana sono puliti ogni qualvolta risultino imbrattati da feci o mangime. Il beccuccio 

degli abbeveratoi automatici è è controllato nel suo funzionamento a giorni alterni mentre le canalizzazioni 

vengono pulite e disinfettate a conclusione di ogni sperimentazione. 

 

Identificazione degli animali 
 

L’identificazione dei singoli soggetti, se necessaria, viene effettuata utilizzando anelli identificativi che 

vengono applicati alle zampe.  

 

Soppressione 
 

La soppressione degli animali avviene utilizzando un’overdose di anestetico. Si ricorre inizialmente a 

sedazione somministrando una miscela di ketamina e xilazina i.m. rispettivamente 5-10 mg/kg e 1-2 mg/kg. 

In alternativa, si può utilizzare Zoletil 100 (15 mg/kg i.v.) seguito, in entrambi i casi, da overdose dello stesso 

o da farmaco eutanasico. 

La CO2 utilizzata nella camera per soppressione, una volta che la stessa è stata completamente riempita, è 

altrettanto efficace, relativamente rapida e indolore. 
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12. SPECIE ITTICHE (Pisces) 
 

Tutte le specie ittiche utilizzate nell’acquario sperimentale IZSVe provengono da allevamenti commerciali.  

La taglia e l’età di utilizzo dipendono dalla finalità della sperimentazione e può variare dalla larva fino 

all’adulto.  

Le diverse specie ittiche hanno requisiti differenti per quanto riguarda i parametri chimico-fisici dell’acqua, 

mentre le pratiche di gestione e manipolazione sono analoghe per tutte le specie. 

 

Ambiente di stabulazione 
 

L’acquario sperimentale IZSVe è ubicato presso l’edificio H della sede centrale di Legnaro. L’acquario è 

costituito da 3 aree così suddivise: 

 

Area 1 - Acclimatamento: n. 3 vasche in vetroresina a parallelepipedo per acquacoltura a circuito 

chiuso/aperto, a seconda delle esigenze – capacità utile 2500 litri. 

Area 2 – Area Marina: n. 12 vasche cilindriche in vetroresina per acquacoltura a circuito chiuso – capacità 

utile di 300 litri. 

Area 3 - Area Dolce: E’ costituita da tre linee di stabulazione a circuito aperto così suddivise: 

 Linea 1: n. 16 vasche cilindriche in vetroresina per acquacoltura – ciascuna di capacità utile 70 litri 

 Linea 2: n. 4 vasche cilindriche in vetroresina per acquacoltura – ciascuna di capacità utile 280 litri 

 Linea 3: n. 4 vasche cilindriche in vetroresina per acquacoltura – ciascuna di capacità utile di 280 litri 

 Ulteriori 2 vasche cilindriche in vetroresina per acquacoltura - ciascuna di capacità utile di 380 litri - sono 

collegate alla linea 2 e 3. 

 

Tutte le suddette vasche possono funzionare sia con acqua dolce (circuito aperto) che con acqua salata (circuito 

chiuso con filtro biologico indipendente), ad eccezione della Linea 1 dell’Area Dolce che può essere rifornita 

solo di acqua dolce a circuito aperto o di acqua salata senza ricircolo.  

I parametri chimico-fisici dell’acqua devono essere costantemente monitorati mediante analisi specifiche. I 

requisiti delle singole specie sono riportati nel paragrafo dedicato. 

La densità all’interno delle singole vasche deve essere adeguata alla taglia degli animali, e comunque mai 

superiore a quanto riportato nella tabella seguente: 

 Volume utile per vasca 

(litri) 
Rapporto massa/volume 

Stabulazione ciclo chiuso 2500 Fino a 25 kg 
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Acqua marina 280-300 Fino a 2,5 kg 

Stabulazione ciclo aperto 

Acqua dolce 

2500 Fino a 25 Kg 

280-300 Fino a 2,5 kg 

380 Fino a 3,5 kg 

70 Fino a 0,5 kg 

Tutti questi aspetti sono descritti in dettaglio nelle istruzioni operative applicate dal personale IZSVe addetto. 

 

Requisiti specifici dei parametri di allevamento per le singole specie 
 

Specie di acqua dolce 

 

Trota iridea (Onchorynchus mykiss) 

 Range di temperatura: 1-20°C 

 Ossigeno disciolto: 7 ppm 

 Fotoperiodo: 10 ore di luce e 14 di buio 

 Ricambio idrico: 300 litri/ora tramite circuito aperto 

 NH4+: ≤0,5 mg/l 

 NO2-: ≤0,5 mg/l 

 

Carpa (Cyprinus carpio) 

 Range di temperatura: 8-25°C 

 Ossigeno disciolto: 6 ppm 

 Fotoperiodo: 10 ore di luce e 14 di buio 

 Ricambio idrico: 300 litri/ora tramite circuito aperto 

 NH4+: ≤0,5 mg/l 

 NO2-: ≤0,5 mg/l 

 

Pesce gatto (Ameiurus melas) 

 Range di temperatura: 10-25°C 

 Ossigeno disciolto: 6 ppm 

 Fotoperiodo: 10 ore di luce e 14 di buio 

 Ricambio idrico: 300 litri/ora tramite circuito aperto 

 NH4+: ≤0,5 mg/l 

 NO2-: ≤0,5 mg/l 
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Specie di acqua salata 

 

Spigola (Dicentrarchus labrax) 

 Range di temperatura: 14-30°C 

 Salinità: 10-38 ppm 

 Ossigeno disciolto: 7 ppm 

 Fotoperiodo: 10 ore di luce e 14 di buio 

 Ricambio idrico: 300 litri/ora tramite circuito chiuso con filtro biologico 

 NH4+: ≤0,5 mg/l 

 NO2-: ≤0,5 mg/l 

 

Orata (Sparus aurata) 

 Range di temperatura: 19-30°C 

 Salinità: 20-38 ppm 

 Ossigeno disciolto: 7 ppm 

 Fotoperiodo: 10 ore di luce e 14 di buio 

 Ricambio idrico: 300 litri/ora tramite circuito chiuso con filtro biologico 

 NH4+: ≤0,5 mg/l 

 NO2-: ≤0,5 mg/l 

 

Programma di monitoraggio dello stato di salute e del benessere animale 
 

Gli animali introdotti nello stabulario sono soggetti provenienti da allevamenti con uno stato sanitario 

noto. Il Veterinario designato che si occupa del benessere animale esegue la visita clinica degli animali e ne 

verifica lo stato di salute. Gli animali acquistati da ditte esterne devono trascorrere un periodo di 

acclimatamento/quarantena di almeno 10 gg prima di essere utilizzati. 

La visita clinica avviene al momento dell’ingresso degli animali in stabulario o comunque entro 24 ore 

dallo scarico e prima del loro utilizzo. 

Durante il periodo di quarantena è necessario prevedere un controllo sanitario (batteriologico, virologico 

e parassitologico) dei pesci da concordare per le modalità operative con il responsabile della sperimentazione. 

Quotidianamente lo stato di salute degli animali viene verificato dal personale addetto alla cura degli stessi 

che segnala al Veterinario designato i soggetti con sintomi clinici evidenti non giustificati dalla prova 

sperimentale a cui sono sottoposti e i soggetti arruolati nelle prove sperimentali che hanno raggiunto lo 

humane end-point stabilito per quello specifico studio.  
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Un esame clinico più approfondito viene svolto settimanalmente dal veterinario stesso o dal responsabile 

degli esperimenti per verificare che gli animali non presentino sintomi clinici riconducibili a infezioni non 

previste dai protocolli sperimentali. Devono essere monitorate morbilità, mortalità e consumo di alimento 

degli animali sani per poter individuare rapidamente eventuali deviazioni dalla norma. 

I segni clinici da evidenziare sono: 

 Anoressia 

 Apatia 

 Ipermelanosi 

 Nuoto erratico 

 Eventuale comparsa di lesioni cutanee 

 

Manipolazione e contenimento 
 

In caso sia necessario manipolare i pesci, è sempre consigliato l’utilizzo di un retino dedicato per la cattura 

dell’animale. Tutte le successive operazioni di manipolazione sono da eseguirsi previa sedazione/anestesia. 

Successivamente, i pesci vanno sempre manipolati indossando i guanti e mantenendo una condizione di 

elevata umidità sia del piano di lavoro che delle mani dell’operatore, evitando il contatto diretto con superfici 

ruvide per non rimuovere lo strato di muco cutaneo. Si deve porre particolare attenzione ad eseguire le 

manualità che prevedono la permanenza del pesce fuori dall’acqua nel più breve tempo possibile. 

 

Gestione del dolore (anestesia/analgesia) 
 

La sedazione dei pesci deve sempre avvenire per immersione. In un secchio contenente acqua della vasca 

di provenienza del pesce viene disciolto l’anestetico (Tricaine, Pharmaq) a diverse concentrazioni, a seconda 

del tipo di sedazione che si vuole ottenere. 

Per ottenere una sedazione da lieve a moderata si utilizzano 30-80 mg/L (30-80 ppm). 

Poiché ogni specie presenta una sensibilità diversa all’anestetico anche in relazione alla taglia, alla salinità 

e alla temperatura dell’acqua, si consiglia di aggiungere gradatamente il farmaco all’acqua ed osservare il 

comportamento dell’animale. Quando il pesce rallenta i movimenti natatori e si rovescia sul dorso, la sedazione 

è avvenuta e può quindi iniziare la manipolazione dell’animale. 

 

Trasporto 
 

Il trasporto dei pesci dagli allevamenti commerciali può avvenire in diversi modi: 

 Tramite trasporto autorizzato fornito dall’allevamento stesso 
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 Tramite mezzo autorizzato dell’IZSVe in vasche dedicate al trasporto, fornite di aria tramite 

compressore a 12 V installato nel veicolo 

 Tramite sacchi in plastica da spedizione (in caso di larve o pochi esemplari di piccola taglia) 

riempiti con adeguata quantità di acqua e O2 in modo da garantire una ossigenazione ottimale durante 

il trasporto. 

È’ buona norma tenere gli animali a digiuno almeno un paio di giorni prima del trasporto o movimentazione. 

 

Acclimatamento 
 

Gli animali sono ricevuti dal Veterinario designato o dal ricercatore responsabile del progetto di ricerca 

in cui sono inseriti. Vengono verificati i documenti di trasporto e i certificati sanitari eventualmente forniti 

dall’allevatore. 

Gli animali introdotti in acquario vengono immediatamente immessi nelle vasche dedicate 

all’acclimatamento che saranno state allestite con i parametri di temperatura e, se necessario, salinità 

dell’acqua più simili possibili quelli presenti nell’allevamento di origine.  Si effettua un periodo di osservazione 

di 10 giorni nell’arco dei quali gli animali si adattano alle nuove condizioni di stabulazione e si verifica il loro 

stato di salute. In quest’arco di tempo il Veterinario designato può ritenere opportuno effettuare eventuali 

accertamenti diagnostici. 

 

Alimentazione 
 

L’alimentazione dei pesci avviene tramite mangime secco (pellet) fornito dall’allevamento d’origine, in 

modo da mantenere il regime alimentare seguito nell’allevamento di provenienza. Il mangime viene distribuito 

manualmente a spaglio più volte al giorno, in modo da garantire una uniforme distribuzione a tutti gli animali 

presenti in vasca. Durante questa operazione, lo stabularista osserva il comportamento degli animali e segnala 

al Veterinario designato o al responsabile dell’esecuzione degli esperimenti eventuali comportamenti anomali 

(scarso interesse al cibo, apatia, anoressia). Il mangime viene somministrato giornalmente secondo la tabella 

fornita dalla ditta produttrice, in modo da seguire le esigenze alimentari dipendenti dalla fase dello sviluppo e 

dalla taglia degli animali. 

 

Identificazione degli animali 
 

L’identificazione dei singoli soggetti, se necessario, viene effettuata utilizzando pit tag che vengono inseriti 

sottocute, in animale sottoposto ad anestesia, generalmente posizionati sul lato sinistro posteriormente alla 

pinna dorsale. 
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Soppressione 
 

La soppressione dei pesci avviene per overdose di anestetico. In un secchio contenente acqua della 

vasca di provenienza degli animali viene disciolto l’anestetico (Tricaine, Pharmaq) alla dose di 300-400 

mg/L (300-800 ppm). Successivamente, i pesci vengono immessi nel secchio e lasciati in immersione per 

almeno 10 minuti dopo la cessazione dei movimenti respiratori per assicurare la morte dell’animale. 
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