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RESUMO 

 

 

Este trabalho tem como finalidade orientar e alertar clínicos e patologistas da 

importância de se ter um controle de qualidade adequado na coleta de amostras, 

pois podem aparecer alterações nos resultados não compatíveis com a clínica do 

paciente, resultantes de uma coleta ou conservação inadequada da amostra 

sanguínea. Mostrando ao leitor as melhores formas de se obter o sangue venoso 

assim como a melhor forma de obtenção e conservação da amostra até a realização 

do exame.  
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ABSTRACT 

 

This study has as purpose to guide and alert the clinician and the clinical pathology 

for the importance of a high quality control of blood sampling, an inadequate 

sampling or preservation of blood may result in appearance of some alterations in the 

results of the required exams, un compatible with the clinical condition of the patient. 

We intend to describe here the technical details of venous blood collection as well as 

the best way to attain and conserve the sample during all period of sample 

processing until accomplishment of the results. 
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1  INTRODUÇÃO 

 

Uma das principais finalidades dos resultados dos exames laboratoriais é 

esclarecer as dúvidas oriundas durante a anamnese e exame físico que surgem a 

partir do raciocínio clínico do médico veterinário. Para que o laboratório clínico possa 

atender, adequadamente, a este propósito, é indispensável que o preparo do 

paciente, a coleta, o transporte e a manipulação dos materiais a serem avaliados 

obedeçam a determinadas regras. 

Antes da coleta de sangue para a realização de exames laboratoriais, é 

importante conhecer, controlar e, se possível, evitar algumas variáveis que possam 

interferir com a exatidão dos resultados. Classicamente, são referidas como 

condições pré-analíticas: variação cronobiológica, gênero, idade, espécie, jejum, 

dieta, uso de fármacos para fins terapêuticos ou não e a aplicação de torniquete. 

Numa abordagem mais ampla, outras condições devem ser consideradas, 

como procedimentos terapêuticos ou diagnósticos, cirurgias, transfusão de sangue e 

infusão de soluções. Alguns aspectos do tubo de coleta utilizado, como o uso de gel 

separador, anticoagulantes e conservantes e características da amostra, como 

hemólise, lipemia e icterícia, também podem ser causa de variação dos resultados. 

Variação Cronobiológica: corresponde às alterações cíclicas da 

concentração de uma determinada variável laboratorial em função do tempo. O ciclo 

de variação pode ser diário, mensal, sazonal, anual etc. Variação circadiana 

acontece, por exemplo, nas concentrações do cortisol no soro, em que as coletas 

realizadas  no período da tarde apresentam resultados com valores mais baixos do 

que os obtidos nas amostras coletadas pela manhã. As alterações hormonais típicas 
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do ciclo estral também podem ser acompanhadas de variações em outras 

substâncias. 

Além das variações circadianas, propriamente ditas, há que se considerar 

variações nas concentrações de algumas substâncias, em razão de alterações do 

meio ambiente. Em dias de temperaturas mais elevadas, por exemplo, a 

concentração sérica das proteínas é mais elevada em amostras colhidas no período 

da tarde, quando comparadas as obtidas pela manhã, em razão da 

hemoconcentração. 

Gênero: além das diferenças hormonais específicas e características de 

cada sexo, alguns outros parâmetros sangüíneos apresentam-se em concentrações 

distintas entre machos e fêmeas, em decorrência das diferenças metabólicas e da 

massa muscular, entre outros fatores. Em geral, os intervalos de referência são 

específicos para cada gênero.  

Idade: alguns parâmetros hematológicos e bioquímicos possuem 

concentração sérica dependente da idade do indivíduo. Esta dependência é 

resultante de diversos fatores, como maturidade funcional dos órgãos e sistemas, 

conteúdo hídrico e massa corporal. Em situações específicas, até os intervalos de 

referência devem considerar essas diferenças. É importante lembrar que as mesmas 

causas de variações pré-analíticas, que afetam os resultados laboratoriais em 

indivíduos jovens, interferem nos resultados dos exames realizados em indivíduos 

idosos, mas a intensidade da variação tende a ser maior neste grupo etário. 

Doenças que são assintomáticas também são mais comuns nos idosos e precisam 

ser consideradas na avaliação da variabilidade dos resultados, ainda que as próprias 

variações biológicas e ambientais não devam ser subestimadas. (SOCIEDADE, 

2005)  
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Espécie: é importante a informação da espécie em estudo, por cada uma 

possuir um valor de referência diferenciado e também uma variação biológica e 

celularidade completamente diferentes na realização do exame e interpretação. 

Vale-se lembrar que para contadores automáticos de hematologia é necessário um 

ajuste para a contagem das células sanguíneas de acordo com a espécie, como por 

exemplo, no caso de caninos e felinos. (AMERICAN, 2008) 

Jejum: habitualmente, é preconizado um período de jejum para a coleta de 

sangue para exames laboratoriais. Em situações pós-prandiais, em geral, causam 

turbidez do soro, o que pode interferir em algumas metodologias. Devem ser 

evitadas coletas de sangue após períodos muito prolongados de jejum, acima de 16 

horas. O período de jejum habitual para a coleta de sangue de rotina é de 8 horas, 

podendo ser reduzido a 4 horas, para a maioria dos exames e, em situações 

especiais, sempre devendo consultar o médico veterinário para possíveis exceções, 

como pacientes diabéticos, filhotes, animais debilitados entre outros. 

Aplicação do torniquete: ao se aplicar o torniquete por um tempo de 1 a 2 

minutos, ocorre aumento da pressão intravascular no território venoso, facilitando a 

saída de líquido e de moléculas pequenas para o espaço intersticial, resultando em 

hemoconcentração relativa. Se o torniquete permanecer por mais tempo, a estase 

venosa fará com que alterações metabólicas, tais como glicólise anaeróbica elevem 

a concentração de lactato, com redução do pH. 

Procedimentos Diagnósticos e/ou Terapêuticos: como outras causas de 

variações dos resultados dos exames laboratoriais, devem ser lembrados alguns 

procedimentos diagnósticos (a administração de contrastes para exames de 

imagem) e alguns procedimentos terapêuticos, como: hemodiálise, diálise peritoneal, 

cirurgias, transfusão sangüínea e infusão de fármacos. 
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Infusão de Fármacos: é importante lembrar que a coleta de sangue deve 

ser realizada sempre em local distante da instalação do cateter. Mesmo realizando a 

coleta em outro local, se possível, deve-se aguardar pelo menos uma hora após o 

final da infusão para a realização da coleta. 

Gel Separador: algumas vezes, o sangue é colhido em tubos contendo uma 

substância gelatinosa com a finalidade de funcionar como barreira física entre as 

hemácias e o plasma ou soro, após a centrifugação. Este gel é um polímero com 

densidade específica de 1,040 contendo um acelerador da coagulação e pode, 

eventualmente, liberar partículas que interferem com eletrodos seletivos e 

membranas de diálise. Em alguns casos, pode causar variação no volume da 

amostra e interferir em determinadas dosagens. 

Considerando que a composição deste gel varia entre os diferentes 

fornecedores, é recomendável consultar o fabricante sobre a existência de estudos 

bem delineados demonstrando ou excluindo possíveis limitações e interferências. 

Este assunto será discutido mais adiante. 

Hemólise: hemólise discreta tem pouco efeito sobre a maioria dos exames, 

mas se for de intensidade significante pode causar aumento na atividade plasmática 

de algumas enzimas. (SOCIEDADE, 2005) 

Em relação aos valores aumentados da concentração de potássio nos casos 

de hemólise deve-se considerar a espécie em estudo, um exemplo clássico é a 

grande concentração que os cavalos têm de potássio em seus eritrócitos, o que não 

ocorre em cães e gatos, não se observando valores muito aumentados nos casos de 

hemólise, com exceções a algumas raças caninas como Akita e Shiba. (MEINKOTH; 

ALLISON, 2007) 
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Lipemia: também pode interferir na realização de exames que usam 

metodologias colorimétricas ou turbidimétricas. A elevação significativa dos níveis de 

triglicérides pode ocorrer apenas no período pós-prandial ou de forma contínua, nos 

pacientes portadores de algumas dislipidemias e faz com que o aspecto do soro ou 

do plasma se altere de límpido para algum grau variado de turbidez, podendo chegar 

a ser leitoso. Uma vez que amostras normais colhidas dentro das especificações de 

jejum apresentam-se sem turvação, a observação de turbidez tem relevância clínica 

e deve ser avaliada e relatada pelo laboratório. Ela pode ser resultado da presença 

de hipertrigliceridemia, ou do aumento nos quilomícrons, nas lipoproteínas (VLDL- 

colesterol), ou de ambos. (SOCIEDADE, 2005) 

 

Figura 1 ï Amostras normais e diferentes graus de icterícia da esquerda para a direita. (LOPES, 
2009) 
 

  

Figura 2 ï Diferentes graus de hemólise e lipemia da esquerda para a direita respectivamente. 
(LOPES, 2009) 
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2  PROCEDIMENTOS PARA A COLETA DE SANGUE 

 

 

O material coletado deve ser identificado na hora ou o mais breve possível. 

Nos sistemas manuais, isto pode ser feito pela colocação, nos tubos de coleta, de 

etiquetas com o nome do animal, a data e horário da coleta e o número seqüencial 

de atendimento. Este número deve constar em todos os documentos, amostras, 

mapas de trabalho, relatórios e laudo final. (SOCIEDADE, 2005) 

Existem processos informatizados simples que geram um número pré-

determinado de etiquetas, de acordo com a quantidade e tipo de exame a serem 

realizados. (AMERICAN, 2008) 

 

Figura 3 ï Modelo informatizado de identificação de amostra com código de barras, podendo ser 
levado diretamente em equipamentos que suportam tubos primários e possuem leitoras de código de 
barras. (LOPES, 2009) 
 

É importante verificar se o animal está em condições adequadas para a 

coleta, especialmente no que se refere ao jejum e ao uso de eventuais medicações. 

Para a maioria dos exames de sangue, é necessário apenas um curto período de 

tempo em jejum, de 3 a 4 horas. Outros requerem cuidados específicos quanto a 

dietas especiais, condições peculiares, como o jejum de 12 horas para a coleta de 

triglicérides, colesterol e seus derivados. (SOCIEDADE, 2005) 

A punção da veia em cães ou em gatos pode ser realizada nas veias 

cefálica, julgular, femoral ou safena lateral. Em cães de grande porte a veia cefálica 
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é a preferida. Nos gatos e nos cães de pequeno porte é freqüentemente indicada a 

veia julgular. Uma amostra de sangue periférico pode ser obtida com o corte 

profundo de uma unha da falange, mas este método freqüentemente não é 

adequado. (KIRK; BISTNER, 1987)  

A contenção adequada do paciente é de importante para que se possa obter 

uma punção venosa bem sucedida, mantendo-o sempre confortável. A área da veia 

deve ser contida sem movimento, a pele firmemente distendida para manter a veia 

fixa, e a pressão exercida na parte proximal do local da punção para ocluir o fluxo 

sanguíneo, seja pelo uso de um torniquete ou uma pressão manual. (KIRK; 

BISTNER, 1987)  

Para a coleta de sangue sugere-se que seja realizada a tricotomia na região 

adjacente a área em que será realizada a punção ou apenas os pêlos podem ser 

separados ou afastados do local. É necessário que a pele seja limpa e a aplicação 

de um anti-séptico eficaz com uma gaze contendo solução de álcool isopropílico ou 

etílico 70%. Permitir a secagem da área por 30 segundos, para evitar hemólise da 

amostra, e também a sensação de ardência quando for puncionado. Não assoprar, 

não abanar e não colocar nada no local. Não tocar novamente na região após a anti-

sepsia. (KIRK; BISTNER, 1987) 

Recomenda-se a indicação de dois métodos para a punção venosa: o 

sistema a vácuo ou utilizando uma seringa e agulha. (KIRK; BISTNER, 1987) 

2.1  Coleta de sangue pelo sistema a vácuo 

 

Para o sistema a vácuo é utilizado uma agulha e um acoplador para o tubo, 

e tem como vantagens e desvantagens: 

Å a facilidade no manuseio ® um destes pontos, pois o tubo para coleta de 

sangue a vácuo tem, em seu interior, o espaço morto calibrado proporcional ao 
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volume de sangue em sua etiqueta externa, o que significa que, quando o sangue 

parar de fluir para dentro do tubo, o operador terá a certeza de que o volume de 

sangue correto foi colhido. A quantidade de anticoagulante/ativador de coágulo 

proporcional ao volume de sangue a ser coletado, proporcionando, ao final da 

coleta, uma amostra de qualidade para ser processada ou analisada. 

Å o conforto ao paciente ® essencial, pois com uma ¼nica pun­«o venosa 

pode-se, rapidamente, colher vários tubos, e a quantidade obtida ser o adequado 

para a realização de todos os exames solicitados pelo médico veterinário. 

Å garantia da qualidade nos resultados dos exames, fator este relevante e 

primordial em um laboratório, incluído aqueles exames em que a condição de 

anaerobiose é importante, a exemplo da determinação da fração ionizada do cálcio. 

Å seguran­a do profissional de sa¼de e do paciente, uma vez que a coleta a 

vácuo é um sistema fechado de coleta de sangue; ao puncionar a veia do paciente, 

o sangue flui diretamente para o tubo de coleta a vácuo. Isto proporciona ao 

operador maior segurança, pois não há necessidade do manuseio da amostra de 

sangue. (SOCIEDADE, 2005) 

Å N«o pode ser usado em veias de pequeno calibre, pois a parede da veia se 

colaba e as amostras não são obtidas. (KIRK; BISTNER, 1987)  

Å Custo mais elevado. (SOCIEDADE, 2005) 

 

   

Figura 4 ï Adaptadores, agulhas e escalpes da esquerda para a direita respectivamente, são 

materiais utilizados para coleta de sangue pelo sistema a vácuo. (SOCIEDADE, 2005) 
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Figura 5 ï Sistema acoplado para coleta de sangue a vácuo. (SOCIEDADE, 2005) 

 

2.2  Coleta de sangue com seringa e agulha 

 

O sistema de seringa e agulha tem como vantagens e desvantagens: 

Å Pode ser utilizada para qualquer calibre de veia, desde que utilizada uma 

pressão negativa adequada na seringa 

Å Custo mais baixo (SOCIEDADE, 2005) 

Å Materiais facilmente acessíveis em clínicas, hospitais e laboratórios. (KIRK; 

BISTNER, 1987) 

Å Na etapa de transfer°ncia do sangue para o tubo pode se alterar a 

proporção sangue/aditivo 

Å Maior cuidado e aten­«o do operador pelo maior contato com material 

biológico (SOCIEDADE, 2005). 

Na maioria dos casos recomenda-se que a introdução da agulha seja 

realizada na pele adjacente a veia. A agulha é então avançada para puncionar a 

veia de lado. (KIRK; BISTNER, 1987) 
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Figura 6 ï Material necessário para coleta de sangue utilizando seringas e agulhas estéril, em cima 
material para assepsia da pele e torniquete, no meio diversos tipos de tubos e tamanhos diferentes, e 
abaixo da esquerda para a direita seringa de 1, 3, 5 e 10 ml e agulhas 13x4,5 (marrom), 20x5,5 
(roxa), 25x7 (cinza), 25x8 (verde) e 30x7 (cinza) mm que podem ser utilizadas dependendo do calibre 
da veia  e da quantidade de sangue a ser coletado, além de luvas e gaze para auxiliá-lo na coleta. 
(LOPES, 2009) 
 

Um fluxo inadequado na seringa pode ser causado pela sucção em excesso, 

que colapsa a veia; oclusão parcial da agulha; falha circulatória; formação de 

hematoma; ou puncionando a parede da veia sem que haja a penetração para o 

interior do lúmen. (KIRK; BISTNER, 1987) 

 

 

Punção Venosa Adequada 
 
     O ângulo oblíquo de 30° da agulha em relação 
à pele do paciente foi respeitado, agulha penetrou 
centralmente na veia e o bisel da agulha foi 
inserido voltado para cima. 
     Deve-se tomar cuidado quando o sangue não 
for obtido logo na primeira punção, para evitar 
complicações. 
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Interrupção do Fluxo Sanguíneo 
 
     O bisel está encostado na parede superior da 
veia.  
     O ideal é inclinar um pouco para cima e avançar 
um pouco com a agulha, permitindo a passagem do 
fluxo sangüíneo para dentro da agulha. 
 
 

 

 

Interrupção do Fluxo Sanguíneo 
 
     Neste caso a parte posterior da agulha está 
encostada na parede da veia. 
     Deve-se então retroceder um pouco com a 
agulha e girar sutilmente o adaptador ou seringa 
para permitir a retomada do fluxo sangüíneo. 

 

 

A Agulha Transfixou a Veia 
 

     Neste caso deve-se retroceder um pouco a 
agulha, observando a retomada do fluxo. 

 

 

O Bisel de Agulha Penetrou Parcialmente a 
Veia do Paciente 

     É eminente a formação de hematoma neste 
caso. Vemos o extravasamento de sangue abaixo 
da pele. 
     Para evitar que seja feita uma segunda punção, 
deve-se introduzir um pouco mais a agulha na pele 
do paciente, após o término da coleta, fazer 
compressa com gelo. 

 

 

Processo de Estenose Venosa 
 

     Retirar ou afrouxar o torniquete para permitir o 
restabelecimento da circulação. 
     Retroceder um pouco a agulha para permitir que 
o fluxo sangüíneo desobstrua. 
     Utilizar a marca guia do adaptador de coleta de 
sangue a vácuo. Ela serve como orientação, 
quando no meio de uma punção sem fluxo, e o tubo 
já inserido no sistema de coleta a vácuo, o 
flebotomista necessite desobstruir a veia colabada, 
retrocedendo um pouco o tubo. O tubo perderá o 
vácuo, caso este retrocesso seja após a marca 
guia. 

Figura 7 ï Problemas encontrados durante uma punção venosa e possíveis soluções. (SOCIEDADE, 
2005)  
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2.3  PUNÇÃO VENOSA EM CÃES 

 

 

Para realizar a contenção física de um cão para a punção da veia cefálica, 

coloque-o sobre a mesa em decúbito esternal. Caso seja para puncionar a veia do 

lado direito, o assistente deve permanecer no lado esquerdo do cão, colocando o 

seu braço esquerdo sob a mandíbula próximo ao plano nasal do paciente, para 

imobilizar a cabeça e o pescoço, abraçando-o, e segurando o membro torácico 

direito na região distal à articulação do cotovelo. O polegar gira a veia lateralmente 

enquanto a mão imobiliza o membro parcialmente distendido. É importante manter o 

cão pressionando sobre a mesa, caso ocorra reação. A pessoa destinada a realizar 

a punção procura mobilizar o membro na altura dos metacarpos e, assim, inicia-se a 

punção da pele na parte medial da veia, um pouco abaixo do carpo (KIRK; 

BISTNER, 1987). 

 

Figura 8 ï Punção venosa da veia cefálica em um canino da raça bulldog inglês, observar o local da 
punção e correta contenção do animal. (LOPES, 2009) 
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Para a punção da veia safena lateral, o animal deve ser contido em decúbito 

lateral. O assistente deve mobilizar o membro torácico que se encontra ventralmente 

na posição mencionada (pressão para baixo) e, concomitantemente, realizar a 

contenção da região cervical sobre a mesa ou superfície com o antebraço do 

operador ou assistente, realizando uma pressão. O membro pélvico que se encontra 

na posição dorsal deve ser mobilizado, segurando-se a região acima da articulação 

fêmur-tíbio-patelar e mantendo-o em extensão. A veia pode não ser facilmente 

visualizada em alguns animais, a menos que os pêlos sejam cortados; também a 

veia pode apresentar mobilidade, o que pode causar dificuldade na introdução da 

agulha (KIRK; BISTNER, 1987). 

 

Figura 9 ï Coleta da veia safena lateral realizada em um canino da raça rottweiler, com o uso de 
torniquete e tricotomia da região para facilitar a visualização, nota-se também a tranqüilidade do 
animal na posição (decúbito lateral), não necessitando de uma contenção mais firme. (LOPES, 2009) 
 

A veia jugular é a mais utilizada e o posicionamento correto é importante 

para o sucesso do procedimento desde que a veia seja facilmente visualizada, 

especialmente para os filhotes de cães e gatos. Raças pequenas ou filhotes de 
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cães, com os pés pendendo livremente, são imobilizadas pelo assistente, que 

posiciona o seu braço direito debaixo da região esternal do cão e o coloca próximo 

ao seu lado. A mão direita mobiliza uma ou ambos os membros torácicos do animal 

na região das articulações úmero-carpo radial. A mão esquerda do assistente é 

utilizada para erguer o queixo do cão para cima e para trás, estendendo-se assim o 

pescoço. Realizando-se o movimento de rotação discreto, as veias serão 

visualizadas mais facilmente. A pessoa ou indivíduo encarregado de realizar a 

punção posiciona o seu polegar da mão esquerda no sulco da jugular na entrada do 

tórax. A mão direita manipula a seringa para fazer a punção. Cães de porte grande 

são contidos em decúbito lateral sobre a mesa, com o pescoço em extensão dorsal. 

(KIRK; BISTNER, 1987) 

  

Figura 10 ï Coleta da veia jugular em cães, o da esquerda da raça maltês e o da direita da raça 
yorkshire, o bom posicionamento do ajudante e conforto do animal são essenciais para uma boa 
visualização e sucesso na coleta. (LOPES, 2009) 

 

Em um estudo foi realizado a coleta de sangue venoso em cães das veias 

cefálica e jugular, não foram observada diferença significante nas contagens 

hematológicas, e nas mensurações de alanina aminotransferase (A.L.T. ou T.G.P.), 

fosfatase alcalina (F.A. ou ALP), proteína total, albumina, frutosamina, sódio e 
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cloreto, enquanto que as dosagens de creatinina e potássio tiveram um ligeiro 

aumento dos valores quando coletados da veia jugular. (JENSEN et al., 1994) 

A punção arterial também pode ser utilizada, mas de acordo com um estudo 

onde se realizou algumas determinações hematológicas, hemostáticas e também 

avaliação de parâmetros inflamatórios, foi demonstrado que nem sempre os valores 

não eram os mesmos os quais rotineiramente são citados como valores de 

refer°ncias e tidos como m®todos ñgold standardò ou ñpadr«o ouroò para aquele 

exame. Neste estudo foi coletado sangue da jugular e da artéria ulnar (pedal dorsal), 

e foram analisados os seguintes parâmetros: hemograma (eritrócitos, hemoglobina, 

hematócrito, plaquetas, leucócitos totais e seus diferenciais), fibrinogênio, tempo de 

trombina (TP), tempo de trombloplastina parcial ativada (TTPA), tempo de trombina 

(TT), antitrombina (AT), Proteína C-reativa (CRP ou PCR), fator VIII, proteína C. Não 

houve diferenças estatísticas nas contagens de neutrófilos e monócitos, na 

mensuração de TP, TTPA, AT, proteína ï C, fator VIII e proteína C-reativa. Enquanto 

que na contagem de leucócitos, linfócitos, eritrócitos e plaquetas e na dosagem de 

hemoglobina, hematócrito, TT e fibrinogênio houve uma diferença estatística 

importante. (PALSGAARD-VAN LUE et al., 2007) 

 

 

2.4  PUNÇÃO VENOSA EM FELINOS 

 

A punção da veia jugular no gato adulto e filhote são realizados de maneira 

semelhante aquela usualmente preconizada em cães. Uma gaiola de contenção ou 

outros materiais mais acessíveis ao proprietário como uma sacola ou um cesto de 

madeira, parecem ser mais eficientes na contenção do gato e para a proteção do 
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operador. Com a imobilização inicial dos membros torácicos com o uso de 

bandagem ou fitas, como também dos membros pélvicos, torna as punções 

jugulares um procedimento mais fácil. (KIRK; BISTNER, 1987) 

 

Figura 11 ï Punção da veia jugular em um felino da raça S.R.D. com o animal em decúbito lateral, 
onde se tem uma boa contenção do animal e uma segurança maior ao operador. (LOPES, 2009) 
 

 
Figura 12 ï Punção da veia jugular em um felino da raça S.R.D. com o animal em estação, pode-se 
utilizar esta técnica em animais mais tranqüilos onde não há necessidade de uma contenção mais 
firme e também utilizada em animais com dificuldades respiratórias que se incomodam ao serem 
colocados em decúbito. (LOPES, 2009) 
 

A punção da veia femoral do gato é uma maneira eficaz de se obter sangue 

ou administrar medicamentos. Por causa da falta de uma camada de subcutâneo, 
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entretanto, esta veia é muito móvel, e após a punção, quase sempre, desenvolve 

hematoma. O gato debilitado ou calmo pode ser contido em decúbito lateral; os 

pêlos da região da face medial da região femoral podem ser cortados ou apenas 

separados ou afastados próximo a veia e, assim, a punção é realizada com o 

mínimo de contenção. Pode-se também envolver o gato com uma toalha e somente 

manter os membros pélvicos expostos externamente. (KIRK; BISTNER, 1987) 

 

Figura 13 ï Punção da veia femural em um felino da raça persa, muito usado em felinos que não 
deixam ter uma correta imobilização do pescoço ou na qual possuem focinho curto, dificultando a 
contenção da cabeça do animal para uma boa visualização da veia jugular. (LOPES, 2009) 
 

Pequenas quantidades de sangue podem ser colhidas facilmente da veia 

marginal da orelha. Deve-se proceder a limpeza da área da pele com um diâmetro 

aproximado de um e meio centímetro na margem dorsal medial da orelha, sobre a 

veia. Passe o álcool sobre a pele e aplique a pressão na base da orelha para que 

ocorra o engurgitamento das veias. Cubra a pele com uma fina camada de vaselina, 

o que faz com que o sangue jorre em grandes gotas sobre pele após a punção 

venosa. Incise a veia com uma lâmina de bisturi. O sangue pode ser aspirado 
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diretamente da superfície da pele por meio de uma pipeta. A hemorragia cessa 

rapidamente com uma pressão digital delicada (hemostasia). (KIRK; BISTNER, 

1987) 

 

2.5  OUTROS MÉTODOS DE COLETA 

 

Outro método de coleta muito utilizado em cães e gatos seria a punção de 

vasos capilares através de uma pequena perfuração na pele, utilizado em aparelhos 

bioquímicos portáteis como a dosagem de glicose e lactato. Em um estudo foi 

avaliado a diferença de resultados dos valores de glicose obtidos entre amostras 

coletadas de punção venosa pela jugular ou cefálica e comparada com a punção 

capilar de vasos na pele da orelha de gatos saudáveis e diabéticos; os resultados 

indicaram que, para os felinos saudáveis não houve diferenças estatísticas entre os 

dois métodos de coleta, mas para os animais diabéticos houve uma diferença 

estatística, mas sem causar uma diferença clinica importante. (THOMPSON et al., 

2002). Outro autor comparou os resultados de lactato de amostras obtidas pela 

punção venosa via jugular com aqueles obtidos de capilares da pele, e os resultados 

foram diferentes estatisticamente, revelando um coeficiente de variação de 0,58 

quando as determinações de lactato eram realizados em amostras oriundas de  

locais diferentes de coleta. Portanto, para cada tipo de coleta deve-se, obter um 

valor de referência diferente, independente da técnica laboratorial utilizada. 

(FERASIN; NGUYENBA, 2008) 
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3  TUBOS PARA COLETA DE SANGUE 
 
 
 

Tabela 1 - CÓDIGOS ALFA E CÓDIGOS DE CORES RECOMENDADOS 
PARA IDENTIFICAÇÃO DOS ADITIVOS  (SOCIEDADE, 2005) 

ADITIVOS 
CÓDIGO 

ALFA 
CÓDIGOS DE CORES 

EXAMES MAIS 
COMUNS 

EDTA Sal dipotássico 
           Sal tripotássico 
           Sal dissódico 

K2 E 
K3 E 
N2 E 

Lilás 
Lilás 
Lilás 

Hemograma  
Plaquetas 

EDTA Sal dipotássico 
com gel separador 

K2 E Branca translúcida Biologia molecular 

Citrato Trissódico 9:1 9NC Azul claro Testes de Coagulação 

Citrato Trissódico 4:1 4NC Preta 
Velocidade de 
Hemossedimentação 

Fluoreto/Oxalato FX Cinza Glicose 

Fluoreto/EDTA FE Cinza Glicose 

Fluoreto/Heparina FH Verde Glicose 

Heparina de Lítio LH Verde 
Exames bioquímicos em 
geral, gasometria (seringa 
pré heparinizada) 

Heparina de Sódio NH Verde 
Exames bioquímicos em 
geral 

Citrato Fosfato 
Dextrose Adenina 

CPDA Amarela Preservação de células 

Siliconizado Z Vermelha 
Exames sorológicos e 
bioquímicos em geral 

Ativador de coágulo e 
gel separador 

Ativador de 
coágulo 

Amarela 

Exames sorológicos, 
bioquímicos em geral, 
drogas terapêuticas e 
hormônios 

 
 
 

 

 
Figura 14 ï Tubos para coleta de sangue a vácuo, podendo também ser utilizado para coletas de 

sangue com seringa. (SOCIEDADE, 2005) 
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3.1  CONCENTRAÇÃO E VOLUME DOS ANTICOAGULANTES 

 

 

A norma ISO 6710.2 especifica as concentrações dos anticoagulantes, 

molaridade e proporção em relação à quantidade de sangue aspirada pelos tubos. 

Å Sais ácidos etilenodiaminotetracéticos (EDTA) [CH2N(CH2COOH2)]2 

As concentrações dos sais dipotássico, tripotássico e dissódico devem estar 

dentro do intervalo de 1,2 mg a 2,0 mg de EDTA anidro por 1,0 mL de sangue. 

Å Citrato trissódico (Na3C6H5O7 .2H2O) 

As concentrações de solução de citrato trissódico devem estar dentro do 

intervalo de 0,1 mol/L a 0,136 mol/L, com uma tolerância permitida de ± 10%. Alguns 

estudos revelam que o tubo de citrato não deve ter volume de aspiração parcial, 

para evitar a agregação plaquetária ativada pelo espaço livre no tubo. 

O tubo de citrato deve ser produzido para que aspire uma solução de 9:1, ou 

seja, 9 partes de sangue adicionadas a 1 parte de solução de citrato (4:1). 

O tubo para VHS (Velocidade de Hemossedimentação), pelo método 

Westergreen, deve aspirar 4 partes de sangue adicionadas a 1 parte de citrato 

trissódico. 

Å Fluoreto/Oxalato 

As concentrações de oxalato de potássio mono-hidratado devem estar 

dentro do intervalo de 1,0 mg a 3,0 mg, e de 2,0 mg a 4,0 mg de fluoreto de sódio 

por mL de sangue. 

Å Fluoreto/EDTA 

As concentrações de EDTA devem estar dentro do intervalo de 1,2 a 2,0 mg 

de EDTA, e de 2,0 a 4,0 mg de fluoreto de sódio por mL de sangue. 
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Å Fluoreto/Heparina 

As concentrações de heparina devem estar dentro do intervalo de 12 a 30 UI 

(Unidade Internacional) de heparina, e de 2,0 a 4,0 mg de fluoreto de sódio por mL 

de sangue. 

Å Heparina de S·dio e Heparina de L²tio 

As concentrações dos anticoagulantes acima devem estar dentro de um 

intervalo de 12 a 30 UI (Unidade Internacional) por mL de sangue. 

Å Citrato (C)/ Fosfatase (P)/Dextrose (D) /Adenosina (A) - (CPDA) 

A formulação deste aditivo deve ser: 

Ácido cítrico anidro................................................................................. 2,99 g 

Citrato trissódico (dehidratado) .............................................................. 26,3 g 

Fosfato de sódio monobásico (mono-hidratado) [NaH2PO4H2O]......... 2,22 g 

Dextrose (mono-hidratada)..................................................................... 31,9 g 

Adenina [C5H5N5]................................................................................ 0,275 g 

Água em quantidade suficiente para formar ..................................... 1.000 mL 

Devem ser adicionadas 6 partes de sangue para 1 parte de CPDA, com uma 

tolerância de ± 10%. (SOCIEDADE, 2005) 

 

Tubo de tampa lilás (roxo, lavanda) 

 

O tubo de tampa lilás contém o anticoagulante ácido 

etilenodiaminotetracético (EDTA). É utilizado para coleta de sangue destinado a 

exames hematológicos. O anticoagulante EDTA preserva melhor o volume celular e 

as características morfológicas das células nos esfregaços corados e para se utilizar 

em analisadores hematológicos automatizados. A preparação líquida de sal 
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tripotássico é a forma mais usada de EDTA. As formas em pó não são 

recomendadas por serem mais difíceis de misturar com o sangue adicionado ao 

tubo. (THRALL, 2007) 

   

Tubo de tampa verde 

 

O tubo de tampa verde contém heparina. Esse anticoagulante é utilizado 

para alguns testes bioquímicos especiais, principalmente aqueles que requerem 

sangue total e podem ser influenciados por outros anticoagulantes químicos. 

(THRALL, 2007) 

 

Tubo de tampa azul 

 

O tubo de tampa azul contém citrato de sódio. É utilizado para determinação 

bioquímica de substancias ou fatores relacionados aos mecanismos de coagulação. 

(THRALL, 2007) 

Para realização de testes de coagulação o plasma deverá ser separado em 

no máximo 30 minutos e o exame realizado em até 4 horas após a coleta, caso o 

exame seja realizado em um laboratório de apoio ou realizado em outro dia o 

plasma deve ser imediatamente congelado, embora existam alguns estudos que a 

dosagem de TP e TTP em caninos e humanos o plasma pode ser estocado por 48 

horas em refrigeração ou temperatura ambiente. (MEINKOTH; ALLISON, 2007) 
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Tubo de tampa cinza 

 

O tubo de tampa cinza contém fluoreto de sódio, que não é um 

anticoagulante, ele inibe enzimas que participam da via glicolítica, impedindo a 

metabolização da glicose pelos eritrócitos durante o período de transporte até o 

laboratório. (THRALL, 2007) 

 

Tubo de tampa amarela ou vermelha 

 

Os tubos podem ou não conter ativador de coágulo em sua composição, e 

são destinados à obtenção de soro na amostra, para análises bioquímicas e 

sorologias e não contém anticoagulante. (SOCIEDADE, 2005) 

Alguns contêm um gel que separa a fração de células compactadas daquela 

fração do soro quando a amostra é centrifugada. É indicado em situações que se 

deseja fazer a centrifugação no local de coleta e o transporte para o laboratório sem 

a transferência do soro para outro tubo, ou em situações de maquinas 

automatizadas que já utilizam o próprio tubo para a realização dos exames. O gel 

separa fisicamente as células e o soro, evitando que se ocorra metabolismo entre as 

células e o soro. (THRALL, 2007) 

Para a obtenção de soro, o sangue é colhido em tubo sem anticoagulante e 

deixado coagular por um período de 30 a 60 minutos, à temperatura ambiente. 

Quando o tubo contiver gel separador, e/ou com ativador da coagulação, a espera 

pode ser de 30 a 45 minutos. Após este tempo, o tubo é centrifugado e a parte 

líquida, correspondente ao soro, é separada. O plasma é obtido pela centrifugação 
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do sangue total anticoagulado. Quando for necessário o uso de sangue total ou 

plasma, são utilizados anticoagulantes específicos, dependendo do exame a ser 

realizado. Para alguns exames, além do anticoagulante, pode ser necessária a 

adição de um conservante. Cada uma destas frações do sangue se constitui na 

matriz ideal para a realização de exames específicos. Assim, por exemplo, para o 

hemograma, é utilizado sangue total, anticoagulado pela adição de ácido 

etilenodiaminotetracético - EDTA; a dosagem de glicose é realizada no plasma 

obtido pela adição de EDTA e fluoreto de sódio e, para a dosagem de creatinina 

utiliza-se, em geral, soro. (SOCIEDADE, 2005) 

O plasma de alguns anticoagulantes pode ser usado para a mensuração de 

alguns exames bioquímicos ou variáveis bioquímicas, é sempre importante consultar 

os fabricantes dos reagentes utilizados em seu laboratório para a possível realização 

dos exames, ou consultar o laboratório de apoio ou que será enviado o material para 

possíveis interferências com a substância adicionada. (CERON et al., 2004) 

Em um estudo foi realizado as dosagens em cães de albumina, ácidos 

biliares, colesterol, creatinina, frutosamina, glicose, fósforo, bilirrubina total, cálcio 

total, proteína total, triglicérides, uréia, acetilcolinesterase, alaninoaminotransferase 

(A.L.T. ou T.G.P.), amilase, fosfatase alcalina (FA), aspartatoaminotransferase 

(A.S.T. ou T.G.O.), butilcolinesterase, creatinino fosfoquinase (C.K.), gama-glutamil 

tranferase (GGT), lipase, cálcio ionizado, sódio, potássio e cloretos em amostras de 

soro sanguíneo, plasma de EDTA K3, plasma obtido em heparina de lítio, plasma 

obtido em citrato de sódio e plasma obtido no fluoreto de sódio mais oxalato 

dipotássico. (CERON et al., 2004) 

Para os resultados do soro sanguíneo e o plasma obtido em heparina de 

lítio, todas as avaliações bioquímicas apresentaram resultados aceitáveis, com 
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exceção do aumento da albumina e diminuição do potássio, cálcio ionizado e 

acetilcolinesterase. (CERON et al., 2004).      

No plasma obtido do frasco com EDTA apresentaram uma diminuição de 

albumina, ácidos biliares, frutosamina, cálcio ionizado, sódio, fosfatase alcalina e 

acetilcolinesterase, e um aumento significativo de potássio, comparados com o soro 

sanguíneo. (CERON et al., 2004) 

Nos resultados obtidos do plasma obtido com citrato de sódio houve bons 

resultados nas dosagens de ALT, AST, CK e GGT, um aumento nos valores de 

sódio e creatinina, e uma diminuição em todas as outras dosagens.  Todos os 

exames bioquímicos apresentaram uma diminuição de aproximadamente 10 a 15%, 

provavelmente decorrentes da diluição da amostra com o anticoagulante. (CERON 

et al., 2004) 

Foi observada hemólise evidente no plasma obtido com o uso de fluoreto de 

sódio em todas as amostras, mas em relação à determinação de ácidos biliares, 

foram constatados bons resultados avaliados estatisticamente, como também para 

as variáveis, triglicérides, uréia, ALT, AST e CK, quanto ao sódio e potássio 

ocorreram aumento dos valores, e uma significante diminuição de todos os outros 

testes em estudo. (CERON et al., 2004). 

Em outro trabalho foi pesquisada em felinos a possível influência da 

ocorrência de um aumento de plaquetas e de leucócitos, como também dos valores 

de potássio e, ainda, em relação à estabilidade da mesma em temperatura ambiente 

(17° C).  Também ficou comprovado que no plasma obtido de sangue com heparina 

de lítio, os valores de potássio também se encontram abaixo dos valores observados 

no soro, e que a amostra sanguínea em contato com o soro aumenta 

circunstancialmente os resultados de potássio após 48 horas em temperatura 
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ambiente. Nenhum dos animais no estudo apresentava leucocitose e trombocitose, 

mas em literatura relata que quando há estas alterações hematológicas ocorre in 

vitro o aumento da concentração de potássio durante a formação do coágulo nestas 

condições, durante a obtenção de soro, fato não encontrado quando se usa o 

plasma obtido com heparina de lítio para a dosagem (GUNN-MOORE et al., 2006). 

Para caninos foi testada a possibilidade de ocorrer diferença entre a dosagem de 

potássio em soro e no sangue total, utlizando-se o sistema REFLOTRON® de 

bioquímica seca; não foi encontrada nenhuma diferença nos dois métodos de 

determinação, apenas os valores observados foram discretamente superiores 

naqueles animais que apresentavam valor maior de hematócrito, mas sem 

importância estatística. (TRUMEL et al., 2003) 

Outro método de coleta de mensuração foi realizado em um estudo com 

felinos, sendo coletado de uma única punção venosa amostras para a obtenção de 

soro e uma alíquota para uma seringa contendo heparina de lítio. As mensurações 

foram realizadas em um aparelho de íon seletivo utilizando-se a técnica  

potenciométricas, sendo dosados os íons cloreto, sódio, potássio e cálcio ionizado 

nas amostras de soro sanguíneo e  sangue total com heparina de lítio como 

anticoagulante. Para as mensurações de sódio e cloreto não houve uma alteração 

estatística, exceto nas dosagens de cálcio ionizado e potássio. Na mensuração de 

cálcio ionizado ocorreu uma diminuição média de 3,7% no soro em relação ao 

sangue total, diferentemente do potássio que apresentou em média um aumento de 

11,9% no soro comparados com o sangue total. (GIOVANINNI L.H., 2007)   

Para a dosagem de magnésio, um importante íon mensurado no controle de 

várias doenças, foi recentemente desenvolvido um método de mensuração mais 

preciso, que seria a sua fração livre, assim como a fração do cálcio ionizado. Em 
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uma pesquisa foi validado e analisado a estabilidade da amostra em felinos em um 

aparelho chamado CRT8 de íon seletivo. Para a coleta e conservação da amostra 

foram mantidas as melhores condições de anaerobiose possíveis. Para as amostras 

conservadas em temperatura ambiente (20° C) a amostra apresentou uma 

estabilidade de no máximo 24 horas, para as amostras mantidas sobre refrigeração 

(4°C) houve uma estabilidade em até 72 horas, e para as amostras congeladas  

(-20°C) a estabilidade também foi de 72 horas, apresentando um pequeno aumento 

após uma semana até a quarta semana, não significante estatisticamente; e um 

aumento intenso ou marcante após a oitava semana. Também não houve nenhuma 

diferença em tubos coletados sem aditivo com tubos contendo ativador de coágulo 

mais gel separador de soro. Valor de referência para este trabalho foi de 0,47 a 0,63 

mmol/L (n = 40) para felinos. (GILROY et al., 2005) 

 

 

4  DEFINIÇÃO DE ESTABILIDADE DA AMOSTRA 

 

 

As amostras, para serem representativas, devem ter sua composição e 

integridade mantidas durante as fases pré-analíticas de coleta, manuseio, transporte 

e eventual armazenagem. A estabilidade de uma amostra sangüínea é definida pela 

capacidade de seus elementos se manterem nos valores iniciais, dentro de limites 

aceitáveis de variação, por um determinado período de tempo. Portanto, a medida 

da instabilidade pode ser definida como sendo a diferença absoluta (variação dos 

valores inicial e final, expressa na unidade em que o determinado parâmetro é 

medido); como um quociente (razão entre o valor obtido após um determinado 
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tempo e o valor obtido no momento em que a amostra foi coletada), ou ainda como 

uma porcentagem de desvio. 

A estabilidade pré-analítica depende de vários fatores, incluindo-se 

temperatura, manuseio correto da amostra e tempo, sendo este o fator que causa 

maior impacto. A estabilidade de uma amostra pode ser muito comprometida na 

presença de distúrbios específicos. O tempo máximo de estabilidade de uma 

amostra deve ser o que permite 95% de estabilidade de seus componentes. 

(SOCIEDADE, 2005) 

Quando for realizar uma coleta no EDTA o ideal é se realizar um esfregaço 

sanguíneo com o sangue sem anticoagulante ou logo após a coleta quando não 

possível, para se prevenir de alguns artefatos que o EDTA pode causar nos 

leucócitos. Alguns casos podem ser citados como a degeneração de linfoblastos e a 

dificuldade de se visualizar o hemoparasita Mycoplasma haemofelis 

(Hemobartonella felis). (MEINKOTH; ALLISON, 2007) 

Em geral, os tempos referidos de armazenagem das amostras primárias 

consideram os seguintes limites para a temperatura: ambiente de 18 a 22° C, 

refrigeradas de 2 a 8° C e congeladas, abaixo de 20° C negativos. (SOCIEDADE, 

2005) 

Para a conservação do EDTA a temperatura ambiente, mais ou menos a 

20°C, foi pesquisada em um trabalho a estabilidade de amostras de cães num 

período de 24 e 48 horas, onde os resultados dos eritrócitos e hemoglobina 

permaneceram estáveis, enquanto que houve uma diferença entre os valores de 

leucócitos e plaquetas, o que houve um aumento significativo foi do VCM onde se 

encontrou uma média de 3 fL para 24 horas e 7fL para 48 horas (MEDAILLE et al., 

2006). Em relação às plaquetas em um estudo comparando o EDTA e o citrato de 
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sódio em cães, o EDTA mostrou-se mais eficiente que o citrato em relação à 

formação de agregados plaquetários e ao aparecimento de macroplaquetas, e ainda 

que após 24 horas o aparecimento dos mesmos é menos freqüente quando o 

sangue é mantido a temperatura ambiente (25º C) do que em temperaturas mais 

baixas (4° C), mas nos dois métodos a porcentagem de macroplaquetas foi 

aumentada (MYLONAKIS et al., 2008). E outro autor também testou a eficácia dos 

dois tipos de anticoagulantes em cães com neoplasias, o resultado foi o mesmo 

obtido anteriormente onde o sangue com citrato forneceu valores diferentes para 

volume plaquetário médio (VPM), concentração plaquetária média (CPM) e também 

um número maior de agregados plaquetários, fora também resultados mais baixos 

nos outros valores hematológicos provavelmente obtidos pela diluição do sangue 

com o anticoagulante, pois a relação anticoagulante/sangue é diferente no EDTA e 

citrato, mas em contrapartida os resultados de distribuição plaquetária (PDW) e 

contador automático de agregados plaquetários (APCC) não tiveram alterações 

estatísticas significativas (STOKOL; ERB, 2007). Alguns cães apresentam 

psedotrombocitopenia causada in vitro pelo anticoagulante, onde a plaqueta do 

indivíduo pode se agregar a um determinado tipo de anticoagulante seja ele o citrato 

ou o EDTA, alguns casos em cães já foram descritos com o uso do EDTA como 

anticoagulante, onde a grande quantidade de agregados plaquetários dificulta a 

contagem manual e automática das plaquetas, resultando em uma falsa 

trombocitopenia. Para confirmar estes casos pode se usar outro tipo de 

anticoagulante ou uma visualização de grande quantidade de agregados 

plaquetários no esfregaço sanguíneo obtidos de uma coleta venosa correta e menos 

traumática possível. (WILLS; WARDROP, 2008)   
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Para a dosagem de fenobarbital, quando for utilizar tubos com ativador de 

coágulo o soro tem que ser separado o mais rápido possível, em um estudo em cães 

as determinações do fenobarbital foram comparadas de soros obtidos com o uso de   

tubos com ativador de coágulo mais gel separador e de outro sem nenhum aditivo e 

as mensurações foram realizadas em 24, 48, 72, 96, 120, 144 e 168 horas após a 

coleta. Para tubos contendo o ativador de coágulo houve um decréscimo de 20% do 

valor quando este foi mantido a temperatura ambiente (20 a 22° C) e um decréscimo 

de 11 % quando colocado em refrigeração (10° C) em um período de 96 horas pós-

coleta. Outro experimento também foi realizado, o sangue, logo após a coleta, foi 

colocado em um o tubo e imediatamente separado no local de coleta, e em outro 

tubo o sangue foi transferido para um tubo contendo gel separador, e ambas as 

amostras de soro enviadas por correio para o laboratório; os resultados obtidos 

demonstraram que  as amostras em contato com o gel tiveram uma diminuição de 

11,1 % em relação à amostra colhida em frasco sem anticoagulante, e amostra 

separada e enviada pelo correio teve um decréscimo de 0,5 % em relação ao outro 

tubo. O importante, portanto é determinar a concentração do fenobarbital no soro o 

mais rápido possível após a coleta quando da utilização destes tubos, e quando isso 

não for possível, realizar a separação do soro imediatamente. (BOOTHE et al., 

1996) 

Para a determinação da concentração de cálcio ionizado é necessário muito 

cuidado segundo os dados da literatura. Em um estudo foi coletado de cães 

amostras de sangue para a dosagem de cálcio ionizado e pH, tanto de uma amostra 

anaeróbia quanto uma aeróbia e a mensuração realizada após 10 minutos; não foi 

observada  diferença estatística dos valores obtidos na dosagem da fração iônica do 

cálcio de amostras oriundas desses  dois métodos de coleta. Também o sangue 
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total e o plasma foram estocados em temperatura ambiente, e o plasma armazenado 

sob refrigeração (4° C); para todas as dosagens os valores obtidos foram mais 

baixos, havendo uma perda muito grande de cálcio ionizado para o sangue total 

conservado em temperatura ambiente, portanto ocorrendo uma perda de 

aproximadamente 7,2% em condições de estocagem do sangue ou plasma. 

(BRENNAN et al., 2006)  

Na prática, recomenda-se a regra de que quando não houver especificação 

de tratamento especial para o acondicionamento ou transporte do material, este 

poderá ser deslocado para postos ou outras unidades em caixa de isopor com gelo 

reciclável, apoiado por flocos de isopor ou papel jornal. Assim, pode-se assegurar 

maior conservação das amostras em temperatura adequada e estas serem 

transportadas e recebidas pelo laboratório ainda em condições para análise. 

A condição de congelamento recomenda o uso de gelo seco no transporte 

ou o chamado ñtransporte picol®ò (congelar previamente o soro, colocar §gua em um 

frasco plástico, colocar o tubo congelado dentro desse frasco, levar ao freezer por 

24 horas. Envolver o pote em dois gelos recicláveis no momento do transporte). É 

importante lembrar que a recomenda­«o do ñtransporte picol®ò somente se aplica 

em regiões onde a utilização do gelo seco não está disponível e para transporte 

entre pequenas distâncias (postos de coleta, regiões circunvizinhas etc.) não sendo 

aplicável no transporte aéreo. 

Durante o processo de estocagem, os constituintes do sangue podem sofrer 

alterações que incluem adsorção no vidro ou tubo plástico, desnaturação da 

proteína, bem como atividades metabólicas celulares que continuam a ocorrer. 

Mesmo amostras congeladas são passíveis de alterações em certos constituintes 

metabólicos ou celulares. Congelar e descongelar amostra são, particularmente, 
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uma condição importante a ser considerada. Assim, amostras de plasma ou soro 

congeladas e descongeladas têm rupturas de algumas estruturas moleculares, 

sobretudo as moléculas de grandes proteínas. Congelamentos lentos também 

causam a degradação de alguns componentes. 

 

 

5  TRANSPORTE DE AMOSTRA COMO FATOR DE 

INTERFERÊNCIA PRÉ-ANALÍTICA 

 

 

Uma vez coletada e identificada adequadamente, a amostra deverá ser 

encaminhada para o setor de processamento, que poderá estar na mesma estrutura 

física onde foi realizada a coleta, ou afastado a distâncias variadas. 

Há diversas maneiras de transportar amostras entre unidades de um mesmo 

laboratório, entre unidades diferentes na mesma cidade ou até mesmo para o 

exterior. Em geral, o tempo de transporte é curto quando o laboratório está próximo 

e não apresenta grandes dificuldades, desde que as amostras sejam 

acondicionadas em maletas que ofereçam garantias de biossegurança no 

transporte. 

O processamento inicial da amostra inclui etapas que vão desde a coleta até 

a realização do exame, compreendendo em três fases distintas: pré-centrifugação, 

centrifugação e pós centrifugação. 

Quando os exames não forem realizados logo após a coleta, as amostras 

devem ser processadas até o ponto em que possam aguardar as dosagens, em 

condições para que não haja interferência significativa em seus constituintes. 
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O tempo entre a coleta e centrifugação do sangue não deve exceder uma 

hora; amostras colhidas com anticoagulante, nas quais o exame será realizado em 

sangue total, devem ser mantidas refrigeradas até o procedimento, em temperatura 

de 2 a 8° C. Plasma, soro e sangue total podem ser usados para a realização de 

alguns exames, embora os constituintes estejam distribuídos em concentrações 

diferentes entre estas matrizes. Assim, resultados no sangue total são diferentes 

daqueles obtidos no plasma ou soro, em função da distribuição de água nas 

hemácias; um determinado volume de plasma ou de soro contém 93% de água, 

enquanto o mesmo volume de sangue total possui apenas 81% de água. 

(SOCIEDADE, 2005) 

 

 

5.1  CONSIDERAÇÕES SOBRE HEMÓLISE 

 

 

Hemólise tem sido definida como a liberação dos constituintes intracelulares 

para o plasma ou soro, quando ocorre a ruptura das células do sangue; estes 

componentes podem interferir nos resultados das dosagens de alguns analitos. Ela é 

geralmente reconhecida pela aparência avermelhada do soro ou plasma, após a 

centrifugação ou sedimentação, causada pela hemoglobina liberada quando da 

ruptura dos eritrócitos. Desse modo, a interferência pode ocorrer mesmo em baixas 

concentrações de hemoglobina liberada (invisíveis a olho nu). 

No entanto, a hemólise nem sempre se refere à ruptura de hemácias; fatores 

interferentes podem também ser originados da lise de plaquetas e granulócitos, que 
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pode ocorrer, por exemplo, quando o sangue é armazenado em baixa temperatura, 

mas não em temperatura de congelamento. 

5.1.1 Boas práticas pré-coleta para prevenção da hemólise 

 

Å Antes de iniciar a punção, deixar o álcool usado na anti-sepsia secar. 

Å Evitar usar agulhas de menor calibre; usar este tipo de material somente 

quando a veia do paciente for fina, ou em casos especiais. 

Å Evitar colher sangue de área com hematoma ou equimose. 

Å Em coletas a vácuo, puncionar a veia do paciente com o bisel voltado para 

cima. Perfurar a veia com a agulha em um ângulo oblíquo de inserção de 30 graus 

ou menos. Este procedimento visa prevenir o choque direto do sangue na parede do 

tubo, que pode hemolisar a amostra, e também evita o refluxo do sangue do tubo 

para a veia do paciente. 

Å Recomenda-se, em coletas de sangue a vácuo, aguardar o sangue parar 

de fluir para dentro do tubo, antes de trocá-lo por outro, assegurando a devida 

proporção sangue/anticoagulante. Observar que, tubos com menor volume de 

aspiração (pediátricos), têm menor quantidade de vácuo, portanto o sangue flui 

lentamente para dentro deste tubo. 

Å Em coletas com seringa e agulha, verificar se a agulha está bem adaptada 

à seringa para evitar a formação de espuma. 

Å Não puxar o êmbolo da seringa com muita força. 

Å Ainda em coletas com seringa, descartar a agulha, passar o sangue 

deslizando cuidadosamente pela parede do tubo, cuidando para que não haja 

contaminação do bico da seringa com o anticoagulante ou ativador de coágulo 

contido no tubo. 
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Å Não executar o procedimento de espetar a agulha no tubo, para 

transferência do sangue da seringa para o tubo, porque pode ocorrer à criação de 

uma pressão positiva, o que provoca, além da hemólise, o deslocamento da rolha do 

tubo, levando à quebra da probe de equipamentos na área analítica. 

Å Tubos com volume insuficiente ou com excesso de sangue, alteram a 

proporção correta de sangue/aditivo, podendo levar a hemólise e resultados 

incorretos. 

5.1.2  Boas práticas pós-coleta para prevenção da hemólise 

 

Å Homogeneizar a amostra suavemente por inversão de 5 a 10 vezes, não 

movimentar bruscamente o tubo. 

Å Não deixar o sangue em contato direto com gelo, quando o analito a ser 

dosado necessitar desta conservação. 

Å Embalar e transportar o material de acordo com a Vigilância Sanitária local, 

instruções de uso do fabricante de tubos e do fabricante do teste diagnóstico a ser 

analisado. 

Å Usar, de preferência, um tubo primário e evitar a transferência de um tubo 

para outro. 

Å O material coletado não deve ficar exposto a temperaturas muito elevadas 

ou mesmo exposição direta à luz, para evitar hemólise e/ou degradação. 

Å Não deixar o sangue armazenado por muito tempo refrigerado, antes de 

fazer os exames. Verificar as recomendações do fabricante dos insumos para a 

realização do teste. 

Å Não centrifugar a amostra de sangue em tubo, para obtenção de soro, 

antes do término da retração do coágulo, pois a formação do coágulo ainda não está 

completa, podendo levar à ruptura celular. 
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Å Quando utilizar um tubo primário (com gel separador), a separação do soro 

deve ser efetuada dentro de, no mínimo, 30 minutos e, no máximo, 2 horas após a 

coleta, evitandoïse, assim, resultados incorretos. 

Å Não usar o freio da centrífuga com o intuito de interromper subitamente a 

centrifugação dos tubos, esta brusca interrupção pode provocar hemólise. 

(SOCIEDADE, 2005) 

 

 

6  RECOMENDAÇÕES PARA OS TEMPOS DE RETRAÇÃO DO 

COÁGULO 

 

 

Os tempos recomendados baseiam-se em processos normais de 

coagulação. Animais portadores de coagulopatias ou submetidos à terapia com 

anticoagulantes requerem um tempo maior para esta etapa da fase pré-analítica. 

Å Tubos coletados com volume de sangue inferior ao preconizado alteram a 

relação sangue/ativador de coágulo, resultando na formação de fibrina. 

Å O intervalo necess§rio para a retra­«o do co§gulo deve ser respeitado 

antes da centrifugação, para evitar a potencial formação de fibrina. (SOCIEDADE, 

2005) 

 
 
 
 

Tabela 2 - Tempos Mínimos de Retração de Coágulo Recomendados Antes da Centrifugação 

TIPOS (Tubos para obtenção de soro) TEMPO DE COAGULAÇÃO (Minutos) 

Sem ativador de coágulo (tampa vermelha) 60 

Com ativador de coágulo (tampa vermelha) 30 

Com gel separador e ativador de coágulo (tampa amarela) 30 
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6.1  CENTRIFUGAÇÃO DOS TUBOS DE COLETA 

 

Balancear os tubos para minimizar o risco de quebra. Os tubos devem ser 

agrupados de acordo com o tipo, por exemplo: tubos com o mesmo volume de 

aspiração, tubos de tamanhos iguais, tubos de vidro com tubos de vidro, tubos com 

o mesmo tipo de tampa ou rolha de proteção, tubos com gel com outros do mesmo 

tipo, e tubos de plástico com tubos de plástico. 

A RCF (Força Centrífuga Relativa) refere-se à regulagem da aceleração da 

centrífuga (rpm), usando-se qualquer uma das seguintes equações: 

- RPM = ὙὅὊ  ρπ ρȟς  ὶ 

Onde ñrò, expressa em cm, ® a dist©ncia radial do centro do rotor da 

centrífuga à base do tubo (raio). (SOCIEDADE, 2005) 

 
Tabela 3 - Aceleração e Tempo de Centrifugação * 

TUBOS RCF (g) TEMPO (min) 

Tubos de vidro com gel separador e ativador de coágulo 1000 ï 1300 10 

Tubos de plástico com gel separador e ativador de coágulo 
1300 ï 2000 
2000 ï 3000 

10 
4 a 5 

Tubos com gel separador e anticoagulante 1000 ï 1300 10 

Todos os tubos sem gel Ò 1300 10 

Tubos de citrato ** 1500 15 

* Valores referentes aos tubos BD Vacutainer® 
RCF = Força Centrífuga Relativa , g = gravidade 
** Tubos de citrato devem ser centrifugados a uma velocidade e tempo para consistentemente 
produzir o plasma pobre em plaquetas (contagem de plaquetas < 10.000/mL) de acordo com normas 
do NCCLS  
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O abaixo relaciona os raios do braço da centrífuga (em centímetros) com a velocidade necessária, 
para se obter a for­a ñgò adequada:  
 

Tabela 4 - Cálculo de RPM 
RAIO (cm) 

 
Rcf 

(g) 

7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 

900 3391 3172 2991 2837 2705 2590 2488 2398 2317 2243 2176 2115 2058 2006 1958 1913 1871 1831 1794 

950 3484 3259 3073 2915 2779 2661 2557 2464 2380 2305 2236 2173 2115 2061 2012 1965 1922 1882 1844 

1000 3575 3344 3153 2991 2852 2730 2623 2528 2442 2364 2294 2229 2170 2115 2064 2016 1972 1931 1892 

1050 3663 3426 3230 3065 2922 2798 2688 2590 2502 2423 2350 2284 2223 2167 2115 2066 2021 1978 1938 

1100 3749 3507 3306 3137 2991 2863 2751 2651 2561 2480 2406 2338 2276 2218 2165 2118 2068 2025 1964 

1150 3833 3586 3381 3207 3058 2926 2813 2711 2619 2536 2460 2391 2327 2268 2213 2162 2115 2070 2028 

1200 3916 3663 3453 3276 3124 2991 2873 2769 2675 2590 2513 2442 2377 2317 2261 2209 2160 2115 2072 

1250 3997 3738 3525 3344 3188 3052 2933 2826 2730 2643 2565 2492 2426 2364 2307 2254 2205 2158 2115 

1300 4076 3812 3594 3410 3251 3113 2991 2882 2794 2696 2615 2542 2474 2411 2353 2299 2248 2201 2157 

1350 4153 3885 3663 3475 3313 3172 3048 2937 2837 2747 2665 2590 2521 2457 2398 2343 2291 2243 2196 

1400 4230 3958 3730 3539 3374 3230 3104 2991 2889 2798 2714 2638 2567 2502 2442 2386 2333 2284 2238 

1500 4378 4095 3861 3663 3492 3344 3213 3096 2991 2896 2809 2730 2657 2590 2528 2470 2415 2364 2317 

1600 4522 4230 3988 3783 3607 3453 3318 3197 3089 2991 2901 2820 2744 2675 2811 2551 2494 2442 2393 

1700 4661 4360 4110 3899 3718 3560 3420 3296 3184 3083 2991 2906 2829 2757 2691 2629 2571 2517 2466 

1800 4796 4486 4230 4013 3826 3663 3519 3391 3276 3172 3077 2991 2911 2837 2769 2705 2646 2590 2538 

1900 4927 4609 4345 4122 3931 3763 3616 3484 3366 3259 3162 3073 2991 2915 2845 2779 2718 2661 2607 

2000 5055 4729 4458 4230 4033 3861 3710 3675 3453 3344 3244 3153 3068 2991 2919 2852 2789 2730 2675 

2100 5160 4646 4568 4334 4132 3956 3801 3663 3539 3426 3324 3230 3144 3065 2991 2912 2656 2796 2741 

2200 5302 4960 4676 4436 4230 4049 3891 3749 3622 3502 3402 3306 3218 3137 3061 2991 2925 2863 2806 

2300 5421 5071 4781 4536 4325 4140 3978 3883 3703 3586 3479 3381 3291 3207 3130 3058 2991 2928 2869 

2400 5538 5180 4884 4633 4418 4230 4064 3916 3783 3663 3554 3453 3361 3276 3197 3124 3055 2991 2930 

2500 5652 5267 4965 4729 4509 4317 4147 3997 3661 3738 3627 3525 3431 3344 3263 3168 3116 3052 2991 

2600 5764 5392 5083 4822 4598 4402 4230 4076 3937 3812 3699 3594 3499 3410 3328 3251 3180 3113 3050 

2700 5874 5494 5180 4914 4686 4486 4310 4153 4013 3885 3769 3663 3565 3475 3391 3313 3240 3172 3108 

2800 5981 5595 5275 5004 4772 4568 4389 4230 4086 3956 3838 3730 3631 3539 3453 3374 3300 3230 3165 

2900 6087 5694 5369 5093 4856 4649 4467 4304 4158 4026 3906 3796 3695 3601 3515 3434 3358 3288 3221 

 

Exemplo de como usar o quadro acima: Suponha que o fabricante dos produtos para coleta de 
sangue a v§cuo recomende que a centrifuga­«o do tubo seja feita a 1.300 g. Para transformar ñgò em 
ñrpmò devemos medir o raio da centrífuga usada pelo laboratório. O raio é medido em centímetros, 
usando-se uma régua comum. Esta medida se dá, do ponto central da centrífuga de ângulo móvel até 
o fundo do tubo (base da ca­apa). O valor em ñrpmò ® o ponto de intersecção das duas medidas (g e 
raio) no quadro acima. 
Ex. raio da centrífuga = 15 cm 
Velocidade de centrifugação = 1300 g = 2794 rpm. (SOCIEDADE, 2005) 
 

 

7  Recomendação da Seqüência dos Tubos a Vácuo na Coleta de 

Sangue Venoso 

 

Existe uma possibilidade pequena de contaminação com aditivos de um tubo 

para outro, durante a troca de tubos, no momento da coleta de sangue. Por isso, foi 
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estabelecida pela NCCLS (National Committee for clinical Laboratory Standards) 

uma ordem de coleta. 

Esta contaminação pode ocorrer numa coleta de sangue venoso quando: 

Å Na coleta de sangue a v§cuo, o sangue do paciente entra no tubo e se 

mistura ao ativador de coágulo ou anticoagulante, podendo contaminar a agulha 

distal, (recoberta pela manga de borracha da agulha de coleta múltipla de sangue a 

vácuo), quando a mesma penetra a rolha do tubo. 

Na coleta com seringa e agulha, pelo contato da ponta da seringa com o 

anticoagulante ou ativador de coágulo na parede do tubo, quando da transferência 

do sangue dentro do tubo. 

 

Figura 15 ï Contaminação do bico da seringa durante a transferência de sangue para o tubo. 
(SOCIEDADE, 2005) 

 

7.1  Seqüência adequada de coleta de sangue em tubos plásticos  

 

1 Frascos para hemocultura. 

2 Tubos com citrato (tampa azul claro). 

3 Tubos para soro com Ativador de Coágulo, com ou sem Gel Separador 

(tampa vermelha ou amarela). 



51 
 

 

4 Tubos com Heparina com ou sem Gel Separador de plasma (tampa 

verde). 

5 Tubos com EDTA (tampa roxa). 

6 Tubos com fluoreto (tampa cinza). 

 

7.2  Seqüência de coleta para tubos de vidro de coleta de sangue 

 

1 Frascos para hemocultura. 

2 Tubos para soro vidro siliconizados (tampa vermelha). 

3 Tubos com citrato (tampa azul claro). 

4 Tubos para soro com Ativador de Coágulo com Gel Separador (tampa 

amarela). 

5 Tubos com Heparina com ou sem Gel Separador de plasma (tampa 

verde). 

6 Tubos com EDTA (tampa roxa). 

7 Tubos com fluoreto (tampa cinza). (SOCIEDADE, 2005) 
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8  HOMOGENEIZAÇÃO PARA TUBOS DE COLETA DE SANGUE 

 

 

A homogeneização deve ser feita por inversão, como mostra a tabela a 

seguir: 

 

Tabela 5 - Quadro Representativo do Número de Inversão dos Tubos Após a Coleta 

GRUPO DE ANTICOAGULANTES/ADITIVOS NÚMERO DE INVERSÕES 

Tubos com Gel Separador 
Tubos com gel e ativador de coágulo 
Tubos com gel e heparina 

 
5 a 8 vezes 
8 a 10 vezes 

Tubos sem Aditivos 
Tubos siliconizados 

 
Não é necessário homogenizar 

Tubos com Aditivos para Obtenção de Soro 
Partículas ativadoras de coágulo tampa vermelha ou amarela 

 
5 a 8 vezes 

Tubos Sangue Total/Plasma 
EDTA K2 ou EDTA K3 
Citrato (coagulação) 
Citrato (VHS) 
Fluoreto de Sódio/EDTA Na2 (glicose) 
Heparina 
Ácido cítrico citrato dextrose (ACD) 

 
8 a 10 vezes 
5 a 8 vezes 
5 a 8 vezes 
8 a 10 vezes 
8 a 10 vezes 
8 a 10 vezes 

Tubos Elementos de Traço 
EDTA ou heparina 
Com ativador de coágulo para obtenção de soro 

 
8 a 10 vezes 
5 a 8 vezes 

 
 

 

Figura 16 ï Uma inversão é contada a partir do momento que o tubo é invertido para baixo e 
retornado a sua posição original, como exemplificado nesta figura. (SOCIEDADE, 2005) 
 

Não se devem homogeneizar tubos de citrato vigorosamente, sob o risco de 

ativação plaquetária e interferência nos testes de coagulação. Quando utilizar tubos 



53 
 

 

de citrato para coleta de sangue a vácuo com aspiração parcial, uma falsa 

trombocitopenia pode ser observada. Este fenômeno pode ocorrer pela ativação 

plaquet§ria causada pelo ñespa­o mortoò entre o sangue coletado e a rolha destes 

tubos. 

A falha na homogeneização adequada do sangue em tubo com 

anticoagulante precipita a formação de micro coágulos. (SOCIEDADE, 2005) 

 

 

9  CUIDADOS PARA UMA PUNÇÃO VENOSA BEM SUCEDIDA 

 

 

É essencial que se realize a punção com o mínimo de trauma possível para 

prevenir a integridade da veia. (KIRK; BISTNER, 1987) 

Para se obter uma punção de sucesso, vários fatores devem ser 

observados, antes de iniciar o procedimento. 

Ao observar o acesso venoso do paciente, escolher materiais compatíveis, 

por exemplo, paciente com acesso venoso difícil, valer-se do uso de agulhas de 

menor calibre ou escalpes e tubos de menor volume. 

Å Sempre puncionar a veia do paciente com o bisel voltado para cima. 

Å Respeitar a angulação de 30o (ângulo oblíquo), em relação ao contato da 

pele do animal. 

Å Respeitar a propor­«o sangue/aditivo no tubo (SOCIEDADE, 2005) 

Ao preencher tubos de EDTA com menos volume do que a quantidade de 

anticoagulante descrito ocorre uma redução aparente do hematócrito e CHCM, 

presente na tabela 6 (MEINKOTH; ALLISON, 2007) :  
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Tabela 6 - Efeito do EDTA K3 nos Parâmetros Celulares Vermelhos 

 Volume de amostra em um tubo para 
4 ml de sangue 

 

Parâmetros 4 ml 1 ml 0,5 ml Diferença (0,5 ml) 

Hematócrito (%) 56,3 52,8 51,9 7,8 % 

Hemácias (milhões/mm³) 7,61 7,30 7,36 3,2 % 

Hemoglobina (g/dL) 18,3 17,8 17,7 3,2 % 

VCM (fL) 74 72,3 70,5 4,7 % 

CHCM (g/dL) 32,5 33,7 34,2 5,2 % 

 

Outro exemplo que foi pesquisado e apresenta uma relação entre 

quantidade de amostra e tamanho do tubo, demonstrou que quanto menos 

quantidade de soro que se coloca no tubo, tanto para cães e gatos, pode influenciar 

negativamente o resultado da concentração de dióxido de carbono (TCO2). O estudo 

foi realizado em cães e gatos, para os caninos foi coletado sangue e distribuídos nos 

tubos como mostra a tabela abaixo juntamente com os valores médios encontrados, 

(JAMES et al., 1997):  

 

 

Tabela 7 ï Volume de amostra X resultado TCO2 em caninos 

Amostras Resultado de TCO2 

10 ml de sangue em tubo para 10 ml 19,56 ± 1,89 

3 ml de sangue em tubo para 10 ml 17,53 ± 1,28 

1 ml de sangue em tubo para 10 ml 15,85 ± 1,33 

3 ml de sangue em tubo para 3 ml 19,16 ± 1,89 

 

Para os felinos foi realizado o mesmo procedimento: 

 

Tabela 8 ï Volume de amostra X resultado TCO2 em felinos 

Amostras Resultado de TCO2 

3 ml de sangue em tubo para 3 ml 15,78 ± 1,11 

2 ml de sangue em tubo para 3 ml 15,33 ± 1,14 

1 ml de sangue em tubo para 3 ml 14,32 ± 1,34 

3 ml de sangue em tubo para 10 ml 14,96 ± 1,02 

 

Pode-se notar que quanto menos quantidade de soro colocada em um 

volume específico para aquele tubo, o resultado obtido foi inferior ao coletado de 

forma correta. Neste mesmo estudo comprovou-se que a concentração de TCO2 
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mensurada em 4 e 24 horas após a coleta, observou-se que  houve um decréscimo 

nos valores de significância estatística importante. (JAMES et al., 1997) 

Para a coleta de íons e gasometria existem comercialmente seringas com 

quantidades balanceadas de heparina, onde se é importante a heparinização das 

seringas para as realizações destes exames, como descrito por outros autores 

(HOPPER et al., 2005), se esta quantidade de anticoagulante (heparina) for utilizada 

em excesso pode causar uma diluição na amostra e causar uma falsa interpretação 

por um problema pré-analitico, principalmente na dosagem do cálcio ionizado, 

cloretos e lactato, e mais brandos na dosagem de PCO2, bicarbonato, potássio e 

sódio. Em outro estudo o cálcio ionizado foi comparado em três condições de coleta: 

(1) uma seringa não contendo nenhum tipo de anticoagulante, (2) outra com 

heparina de lítio e cálcio balanceado (40 UI/ml) e (3) outra previamente heparinizada 

com heparina sódica (150 UI/ml). Para as amostras coletadas em seringa sem 

anticoagulante e com heparina de lítio e cálcio balanceados, não ocorreu nenhuma 

diferença estatística em relação aos valores das variáveis da gasometria, mas nas 

amostras coletadas em seringas previamente heparinizada com heparina sódica, 

houve uma diminuição importante, corroborando com os dados reportados no 

trabalho anterior. (TAPPIN et al., 2008) 
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10  COLETAS EM CONDIÇÕES PARTICULARES OU ESPECÍFICAS 

 

 

10.1  Coleta de sangue via cateter de infusão 

 

A coleta de sangue através de cateteres de infusão não é recomendada. 

Nas situações em que este tipo de coleta for imprescindível, há necessidade de 

cuidados especiais e o procedimento deve ser realizado por profissional experiente e 

habilitado. 

Além disto, a composição da amostra pode ser profundamente 

comprometida pelos fluidos infundidos e, portanto, podem ser obtidos resultados 

incorretos dos exames laboratoriais realizados. 

Nos casos em que for imprescindível esta forma de coleta, devem-se tomar 

alguns cuidados, tais como: 

Å Obter o consentimento do m®dico veterin§rio solicitante. 

Å O operador deve ser minuciosamente treinado e deve respeitar 

rigorosamente as normas padronizadas pela instituição. 

Å Comunicar ao laborat·rio que foi realizada uma coleta através de um 

cateter de infusão e anotar no pedido a substância que está sendo infundida (soro 

fisiológico, glicose, dextran, medicamentos etc.). Tudo isto porque, é possível haver 

influência do local da coleta sobre a composição do plasma/soro e, 

conseqüentemente, no resultado obtido. (SOCIEDADE, 2005) 
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10.2  Coleta de sangue via cateter de infusão com heparina 

 

 

Uma consideração importante deve ser feita quanto à coleta de sangue para 

testes de coagulação, onde um cateter preservado com heparina é utilizado, devido 

à importante interferência nos resultados dos exames que este tipo de coleta pode 

reproduzir. Devido a estes problemas, sempre que possível este tipo de coleta deve 

ser evitado. 

Caso contrário, é recomendado descartar 5,0 mL de sangue, ou seis vezes o 

volume do cateter, antes da coleta. O primeiro sangue coletado após este 

procedimento deve ser usado para pesquisa não hemostasiológica (em tubo para 

soro), e o sangue subseqüente obtido (em tubo de citrato), usado apenas para 

determinar substâncias insensíveis à heparina: tempo de protrombina, fibrinogênio 

segundo Clauss, anti trombina III, monômero de fibrina. Para métodos heparino-

dependentes, (tempo de trombina, tempo de tromboplastina parcial ativado), deve 

ser colhido um segundo tubo de citrato. É importante rapidez na coleta do cateter 

para evitar coagulação. 

10.2.1  Passo a passo para coleta de sangue por cateter de infusão 

 

Ao iniciar o procedimento de coleta de cateter com infusão intravenoso: 

1 Deve-se tomar todo cuidado para assegurar que o fluxo de infusão foi 

completamente descontinuado. 

2 Fazer anti-sepsia correta. 
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3 Enxaguar a cânula com solução salina isotônica com volume proporcional 

ao tamanho do cateter. Os primeiros 5,0 mL de sangue devem ser descartados 

antes que a amostra de sangue seja coletada. 

4 Este procedimento deve ser feito somente por pessoal capacitado e, de 

preferência, em ambiente hospitalar com prévio consentimento do médico veterinário 

solicitante. 

5 Conectar o adaptador de coleta a vácuo ou a seringa ao cateter e proceder 

à coleta. 

6 Coletar o sangue. 

7 Retirar o adaptador ou a seringa. 

8 Fazer a anti-sepsia do cateter onde foi conectado o adaptador ou seringa. 

9 Procedimentos para reinício de infusão no animal devem ser realizados 

por profissional habilitado. (SOCIEDADE, 2005) 

Em um estudo foi coletado de um cateter instalado na veia jugular de cães, 

para a dosagem de tempo de trombina (TP), tempo de tromboplastina parcial ativada 

(TTPA), produto da degradação da fibrina e fibrinogênio em cinco períodos 

diferentes (0, 2 horas, 8 horas, 24 horas e 48 horas) após a fixação, e comparado 

com uma punção venosa. As amostras antes de serem obtidas através do cateter foi 

realizado uma limpeza do cateter com 3 ml de solução salina fisiológica não 

heparinizada (0,9% NaCl), e depois aspirado 3,0 ml de sangue para descarte e 

depois obtida à amostra, logo após a coleta o cateter foi lavado com 3,0 ml de 

solução salina heparinizada (4 UI/ml de heparina em solução a 0,9% NaCl) , e feita à 

manutenção a cada 6 horas. Para todas as dosagens descritas acima não houve 

nenhuma alteração significativa em um período de 48 horas após a instalação do 

cateter (MILLIS et al., 1995). Outro estudo foi colocado cateter na veia jugular ou 
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safena lateral, e mensurado o TP, TTPA e fibrinogênio num período de 24 horas, a 

única diferença é que se usou 0,5 ml de solução salina fisiológica para a limpeza do 

cateter, e também não houve nenhuma alteração significativa nos resultados obtidos 

(MAECKELBERGH; ACIERNO, 2008). Sendo citado também à mesma ocorrência 

em felinos. (KILLINGSWORTH et al., 1985). 

 

 

11  COLETA DE SANGUE EM OUTROS TIPOS DE ACESSOS 

 

11.1  MEDULA ÓSSEA 

 

 

Para alguns testes bioquímicos a utilização de soro obtido através da 

medula óssea não possui variação quando comparadas com o soro obtido através 

de punção venosa. Em um estudo, com felinos saudáveis, as dosagens de uréia, 

creatinina, colesterol, proteína total, albumina, sódio, cloretos e fósforo não tiveram 

alterações significativas quando comparadas do soro obtido da punção da medula 

óssea e punção venosa, enquanto que as dosagens de glicose, alanina 

aminotransferase (A.L.T. ou T.G.P.), fosfatase alcalina (ALP ou FA), potássio e 

cálcio tiveram alterações significantes quando comparadas os métodos diferentes de 

coleta. (DHEIN; BARBEE, 1995) 
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11.2  ACESSO VASCULAR COM IMPLANTES SUBCUTÂNEOS EM FELINOS 

 

 

Implantes subcutâneos podem ser utilizados em felinos para a doação de 

sangue, facilitando a coleta e evitando o estresse, e também não sendo necessária 

a sedação e/ou anestesia do mesmo. Não há alterações hematológicas tanto na 

contagem quanto na morfologia celular quando coletados destes acessos. 

(MORRISON et al., 2007) 

 

 

12  COLETA DE SANGUE PARA ALGUNS EXAMES ESPECÍFICOS 

 

 

12.1 HEMOCULTURA 
 

 

Para a realização de hemocultura faz-se a coleta e a transferência de 

sangue para frascos específicos, contendo meios de cultura próprios para o 

crescimento de microrganismos aeróbios e/ou anaeróbios. A qualidade da coleta de 

sangue é fator limitante, tanto para a positividade dos frascos, quanto para a 

agilidade dos resultados. 

Ao se coletar na ascensão da temperatura, há chance de se obter maior 

número de bactérias ou fungos, do que no pico febril. A coleta não deve ser 

realizada no descendente da curva térmica. 
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12.1.1  Quantidade de frascos, volume de sangue e intervalo entre as coletas 

 

O número de frascos e o intervalo entre as coletas são fundamentalmente 

determinados pela clínica do paciente e não pelo laboratório. Em animais maiores, 2 

ou 3 amostras de hemocultura, e em filhotes, 2 amostras de hemocultura, seria o 

número ideal, sendo a partir de punções de locais diferentes. 

De uma maneira geral deve-se colher 20,0 mL de sangue por hemocultura, 

ou seja, uma hemocultura de um animal maior requer 8 a 10 mL/frasco aeróbio e 8 a 

10 mL/frasco anaeróbio e, hemocultura de pequenos animais e felinos requer 1 a 3 

mL/frasco. Em filhotes recomenda-se coletar 0,5 a 1 mL de sangue por punção 

venosa e inocular em frasco pediátrico, de acordo com recomendações dos 

fabricantes, pois o volume de sangue requerido pode variar consideravelmente. 

O volume coletado é diretamente proporcional à probabilidade de o 

laboratório isolar a bactéria ou o fungo. Cada mililitro de sangue a mais coletado 

aumenta a positividade em média 3%. Portanto, salvo casos específicos, é 

importante que se colha o maior volume permitido pelo frasco. 

12.1.2  Anti-sepsia 

 

Não existe anti-séptico instantâneo, portanto devemos cumprir alguns 

passos para obter a amostra de sangue sem contaminar a amostra. Pode-se 

trabalhar com a seguinte metodologia: 

Å realizar a tricotomia total do local da coleta 

Å limpar com §lcool iodado 1% 

Å deixar secar 

Å retirar o excesso de iodo com §lcool 70% 

Å deixar secar 
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Å executar a punção. 

Pode-se, também usar PVPi (Solução Tópica de Iodopovidona a 10 %) como 

anti-séptico, em substituição ao álcool iodado. Em pacientes alérgicos ao iodo, pode 

ser utilizado somente o álcool 70% ou clorexidina. 

A necessidade de esperar secar o local da punção baseia-se no fato de que 

as bactérias são mortas por desidratação. Nunca assoprar ou abanar o local da 

punção para agilizar o processo. A mesma rotina deve ser realizada na tampa do 

frasco contendo meio de cultura. 

Atualmente, está contra-indicada a troca de agulha após a punção do 

paciente, pois se a anti-sepsia for correta, não há aumento da contaminação dos 

frascos, mas podendo ser realizada. 

A coleta de hemocultura, usando escalpe e adaptador para coleta de sangue 

a vácuo, torna este procedimento seguro e contribui para a redução da 

contaminação da amostra. A coleta deve também ser realizada em ambiente 

fechado, sem corrente de ar. 

12.1.3  Passo a passo para a coleta de hemocultura 

 

1 Lavar e secar as mãos cuidadosamente. 

2 Colocar o torniquete e selecionar o local da punção. 

3 Realizar a tricotomia total com aparelhos para barbear. 

4 Remover os selos da tampa dos frascos de hemocultura já identificados 

com nome do paciente, data e hora da coleta e número da amostra. Fazer uma anti-

sepsia prévia nas tampas, com álcool 70%. 

5 Limpar centralmente o local de punção com gaze ou algodão e álcool 70% 

(etílico ou isopropílico). 
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6 Depois limpar, com gaze ou algodão (estéreis) em movimento circular, do 

centro para a periferia, com uma solução 1 a 10% de iodo-povidine, (0,1 a 1% de 

iodo) ou clorexidina alcoólica (0,5%). 

7 Permitir a secagem da área, para que o anti-séptico tenha efeito local. 

8 Remover o iodo ou clorexidina da pele com gaze ou algodão (estéreis) 

com álcool 70%. 

9 Esperar o local secar. Não assoprar, não abanar e não colocar nada no 

local. Aguardar de 30 segundos a 2 minutos. 

10 Depois de limpar, não mais tocar o local. 

11 Calçar luvas estéreis. 

12 Puncionar a veia do paciente. 

13 Em caso de coleta com escalpe para coleta de sangue a vácuo, observar 

a quantidade de sangue que está fluindo para dentro do frasco de hemocultura, 

deixando sempre o frasco na posição vertical e abaixo do local da punção, 

permitindo assim uma coleta fechada, sem necessidade de manuseio e minimizando 

os riscos de contaminação da amostra. 

14 Em caso de coleta com seringa e agulha, transferir o sangue 

imediatamente para o frasco de hemocultura. 

15 Exercer pressão no local até cessar o sangramento. 

16 Após a coleta, o frasco deve ser encaminhado imediatamente para o 

laboratório, ou mantido a 37°C. 

Em caso de dificuldade de punção venosa, em que não se consiga acessar  

veia, e tenha que fazer nova punção, recomenda-se que todo o procedimento de 

anti-sepsia seja refeito. (SOCIEDADE, 2005) 

 




