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常用实验大小鼠采血方法及其对
实验动物福利的影响
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(中国医科大学实验动物部,沈阳　 110122)

　 　 【摘要】 　 近些年大量的文献对实验大小鼠采血方法进行了比较研究,以探究出最适合的采血方法,从而获得

高质量的血液样本。 本文主要介绍了几种实验大小鼠常用的采血方法,及不同采血方法对动物福利的影响,为选

择最适的采血方法提供相关的理论依据,提高实验效率,降低实验影响。
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Comparison and analysis of blood sampling methods from rats and mice
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　 　 【Abstract】　 Recently, many studies have compared different methods for blood collection from experimental rats and
mice to determine the most suitable method to obtain high-quality blood samples. This review introduces several blood
collection methods commonly used in rats and mice, and their effects on animal welfare. This will provide a theoretical basis
for selecting the most suitable method of blood collection to improve experimental efficiency and reduce the impact on
experimental results.
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　 　 实验大小鼠的使用在哺乳动物实验中约为

75%左右 [1] ,主要应用于药代动力学、毒理学、行
为学、遗传学以及肿瘤学等领域,对实验大小鼠

进行血液采集是实验操作过程中重要的实验操

作,不同的采血方法对动物组织损伤程度、采血

间隔及采血量要求等各不相同;那么选择适合的

采血方法,获得高质量的血液样本,是获得良好

动物实验数据的基础。 本文主要介绍几种大小

鼠常用的采血方法,对采血量的确定、采血频率

的选择及不同采血方法对动物福利的影响进行

阐述,为实验者在操作过程中选择合适的采血方

法提供依据。

1　 常用的采血方法

依据采血位点不同实验大小鼠常用的采血方

法可分为鼠尾采血、眼眶采血、颈静脉采血、隐静脉

采血、面部采血、心脏采血和腹主动脉采血;下面分

别对不同的采血方法要点及应用进行介绍。



1. 1　 鼠尾采血

鼠尾采血主要包括尾尖采血、鼠尾刺血和尾静

脉穿刺采血,适用于少量多次采血。 尾尖采血又称

剪尾采血,一般可采集血量:大鼠 0. 3~0. 5 mL,小鼠

0. 1~ 0. 2 mL;剪尾长度:小鼠不超过 1 mm,大鼠不

超过 2 mm,最长剪尾长度均不超过 5 mm;所采集血

液为动静脉混合血,不适用于老龄鼠[2]。 鼠尾刺血

常用于大鼠,一般可采集血量 0. 01~0. 05 mL。 尾静

脉穿刺采血可采集血量:小鼠 0. 1 ~ 0. 15 mL,大鼠

0. 1~2 mL;常规方法选择使用注射器采血,操作时

应注意抽拉速度,避免因为抽拉过快致使血管内呈

负压,阻止血液流出,为此实验人员将原有的注射

式采血针进行改进,即选用真空采血管进行血液采

集[3],有效的避免了使用注射器抽取血液因抽拉不

均匀而产生的风险。
从动物福利角度出发鼠尾采血应优先选择用

于需血量较少的连续多次采血,如血常规或血糖的

动态监测等[4]。
1. 2　 眼眶采血

眼眶采血是大小鼠常用的采血方法,采血量一

般大鼠 0. 4~0. 6 mL,小鼠 0. 2~0. 3 mL,适于多次重

复采血。 采血后需要一段的组织修复时间,一般同

一眼眶重复采血至少需要 10 d 的组织修复过程,否
则会对采血量产生一定的影响[5]。 大鼠眼眶采血

常规方法即选用毛细玻璃管进行内眦取血,采血时

选择使用无菌的毛细玻璃管,可以有效降低眼周感

染和眼部损伤,同时也应保证毛细管周围的平滑度

从而将眼损伤降至最低[6]。 一些文献表明眼眶的

多次取血会引起组织学改变,使动物临床表现异

常,出现不适[7],从而对动物的昼夜节律性有一定

的潜在影响,甚至最终导致动物死亡[2]。 然而也有

研究显示重复进行眼眶采血对动物的昼夜节律性

没有影响[8],可用于进行眼眶组织的长期研究[9]。
眼眶采血因其风险性,英国实验动物“3R”国际

中心(简称 NC3RS) [10]建议眼眶采血应用于终末期

实验的采血,或动物处于全麻状态下,且无其他可

替代方法,并提供合理的科学依据。
1. 3　 颈静脉采血

颈静脉采血一般可采集血量为大鼠 2 ~ 2. 5
mL,小鼠 0. 3~0. 5 mL。 颈静脉采血一般无需麻醉,
直接从穿刺点进针采集血液[11],但是此种方法要求

操作者技术娴熟,而且由于动物未麻醉和相应的器

械固定,动物容易挣扎,增加进针难度,易使动物产

生应激反应造成皮下出血;对此杨萍等人[12] 选择麻

醉后使用一次性真空采血管进行采血,该方法操作

简捷、创伤小、采血量大,;但是多次大量采血时,由
于动物长时间处于麻醉状态,易损坏动物神经系

统,且一次性真空采血导管不适宜重复使用,此时

套管技术的应用大大弥补了重复采血多次进针的

不足,最大限度的降低了动物的痛苦以及不适感,
通过此种方法可连续采集到血液样本 0. 25 mL[13];
同时 可以对大鼠血流动力学数据进行实时的检测,
有效的应用于啮齿动物脓毒血症的模型中[14]。

颈静脉采血所采集的血液质量较高,单次采血

一次可采集全身循环血量的 15%,常应用于药代动

力学研究,尤其颈静脉套管技术的不断应用,为连

续多次采血提供了便利。
1. 4　 隐静脉采血

隐静脉采血常用于大小鼠的少量血液采集,单
次采血的安全采血量为动物体重的 0. 5%,间隔一

天多次采血采血量为动物体重的 0. 05%,隐静脉采

血无需麻醉,待动物固定后,后腿外侧区域剃毛后

暴露采血点,采血针刺入采血点,即可获得血液样

本;隐静脉采血常用于药代动力学研究,以及生化

指标和血液计数的检测等[15];由于在穿刺部位形成

的痂可在后期轻轻擦掉,因此可从原来的穿刺点连

续取样[16]。
隐静脉采血操作简单,因其静脉位置表浅,穿

刺准确性较高,操作过程无需麻醉,消除了麻醉剂

对实验结果的影响,有文献研究表明隐静脉采血可

作为眼眶采血的替代方法用于相关实验研究[17]。
1. 5　 面部静脉采血

面部静脉采血主要适用于成年小鼠,一般可采

集血量约 0. 2~0. 5 mL,常用采血位点为面静脉和颞

浅静脉[18],面部采血一般无需麻醉,待动物固定,确
定采血点后采血针迅速刺入,获得血液样本; 面部

采血可通过对面颊两侧分别采血进行重复采血,所
得血样为动静脉混合血。 相较于面静脉而言颞浅

静脉的应用较少,因其靠近内耳,血液采集时若操

作不当会损害内耳,对动物造成不可避免的压力和

疼痛[19];面部取血一般不适用于与血凝相关的实验

研究[20],因为会有不可控的出血过多产生,小鼠可

能面临低血容量和死亡的风险[21]。
因此面部取血的主要采血位点是面静脉,其采

血量较大,且操作过程无需麻醉,操作方法简便快

捷,对动物损伤较小,但因其有不可控的出血过多

19中国比较医学杂志 2019 年 1 月第 29 卷第 1 期　 Chin J Comp Med, January 2019,Vol. 29,No. 1



产生,所以应避免应用于与血凝相关的实验研究。
1. 6　 心脏采血

心脏采血为无菌采血,采血量大,可采集血量

大鼠 1~1. 5 mL,小鼠 0. 5~0. 8 mL;此方法需在麻醉

状态下进行,操作时,选择胸部左侧心脏博动最强

处进针,缓慢回抽针筒可见血液流入针管,避免气

体进入心脏研究发现不同性别的小鼠心脏采血后

白细胞计数差异有显著性,雌性小鼠白细胞计数最

低,提示在白细胞计数和分化的研究中,动物性别

和采 血 部 位 应 保 持 一 致, 确 保 实 验 数 据 的 准

确性[22]。
心脏采血所采血液为循环血液,由于其会给动

物带来潜在的痛感,引起心包出血以及心包填塞

等,故常用于实验终末期的动物采血[1];心脏采血

中的右心室采血所得结果具有代表性,较优于其它

的终末采血方法[23]。
1. 7　 腹主动脉采血

适用于大、小鼠实验终末期采血,可采集血量

大鼠 1. 0 ~ 2. 0 mL,小鼠 0. 8 ~ 1. 2 mL;李学娟等

人[24]通过动物麻醉固定后,解剖暴露腹主动脉的方

式采集血液,此过程耗时 30 ~ 60 s。 李研等人[25] 将

采血针进行了改良,采用真空采血管进行采血,本
法较传统的腹主动脉采血法有“方便、快捷、准确、
不易凝血、不易溶血”等优点。

腹主动脉采血法取血量大、不易溶血,适用于

多项目检测,不损伤器官不会出现因操作不当造成

气栓与瘀血等,有利于病理组织学检查,但操作比

较复杂,技术性较强,应注意掌握适宜的麻醉深度,
防止心跳骤停、减少出血、及大鼠躁动[26]。

综上所述,结合不同采血方法的特点,总结见

表 1。

2　 采血方法的选择

不同的采血方法采血量不同,且对动物福利的

影响也不相同,因此我们应结合实验要求选择最适

合的采血方法。
2. 1　 采血量的选择

实验大鼠的循环血容量一般约为 58~70 mL / kg,
小鼠的循环血容量一般约为 63~80 mL / kg[1],动物的

采血量一般与被采血动物的体重、采血频率以及采血

前是否给予补液有关系,且同种动物不同采血位点的

采血量一般也不相同。 每 2~4 周可以采集血量为循

环血容量的 10%,每 7 d 可以采集循环血容量的

7. 5%,每 24 h 可以采集循环血容量的 1%[27]。
2. 2　 采血方法的选择对实验动物福利的影响

实验中应考虑不同的采血方法对动物福利的

影响,在满足“3R”原则的同时,应选择对动物的疼

痛、组织损伤及压力最小的采血方法,实验过程中

与压力相关的福利指标通常指血清或血浆中的皮

质酮水平、血糖值、生长激素或泌乳素、心率、血压

以及行为学等,依据不同的实验目的可以对血液样

本进行相应的福利指标检测[28]。
近些年大量文献针对不同采血方法对动物福

利的影响进行了研究,Tsai 等人[29] 比较了大小鼠常

用的五种采血方法对 BALB / cO1aHsd 小鼠动物福利

指标的影响,结果显示在无麻醉少量采血时应选择

眼眶采血,因其对动物的压力最小,颈静脉和面部

静脉的采血方法对动物的压力最大,隐静脉对动物

的损害最持久;Aasland 等人[30] 将隐静脉和尾静脉

两种采血方法进行比较,结果显示尾静脉采血尤其

多次采血相较于隐静脉会对动物造成更多的压力;
Shirasaki 等人[11]比较颈静脉穿刺和尾静脉切割两

种采血方法,结果显示尾静脉切割相较于颈静脉穿

刺会更易产生溶血,两种方法对动物产生的压力相

似,因此颈静脉采血更适用血液变量等相关研究中

的多次连续的大量采血;Holmberg 等人[31]研究眼眶

采血和面部采血对血友病小鼠的血液质量和动物

福利影响,结果显示面部采血后 FVIII 小鼠会有失

血过多产生,而眼眶采血仅引起了小鼠的轻微出

血,且无临床致盲现象,对动物的压力较小,因此眼

眶采血相较于面部采血更适用于凝血功能的检测。
综上可见,隐静脉相较于尾静脉更适合多次少

量的采血,颈静脉采血适合于多次连续的大容量采

血,面部静脉采血由于其采血后出血的不可控性,
故不适宜应用于与凝血功能相关的实验研究,但其

可用于无麻醉下多次采血的其他实验研究。

3　 小结

不同实验所需要检测的参数指标不同,应该根

据自身的实验性质(是否涉及凝血功能等)选择合

适的采血方法,避免因为选择不当致使动物出血过

多,发生致盲,组织损伤等损害;选择适合的采血方

法,明确实验中所需血样的特点,确定最适采血位

点及采血频率,熟练的掌握各种采血方法的操作技

能,从而获得良好的实验数据,最大程度的降低了

对实验结果的影响。
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表 1　 实验大小鼠常用采血方法比较
Table 1　 Common methods of blood collection from rats and mice

项目
Items

眼眶采血
Retrobulbar plexus
blood sampling

鼠尾采血
Lateral tail vein
blood sampling

颈静脉采血
Jugular vein

blood sampling

面部采血
Facial vein

blood sampling

适应条件
Adaptive conditions

重复采血;中到大量
采血;保存生命

Repeated sampling; medium
to large volume; keeping alive

重复采血;采血量少;
保存生命

Repeated sampling; little
volume; keeping alive

中到大量采血;
保存动物生命

Medium to large volume;
keeping alive

重复采血;中到大量
采血;保存生命

Repeated sampling; medium
to large volume; keeping alive

适宜动物
Adaptive animals

大鼠、小鼠
Rats, mice

大鼠、小鼠
Rats, mice

大鼠
Rats

小鼠
Mice

采血量
Volumes

大鼠 Rats
0.4 ~ 0.6 mL
小鼠 Mice

0.2 ~ 0.3 mL

大鼠 Rats
0.3 ~ 0.5 mL
小鼠 Mice

0.1 ~ 0.2 mL

大鼠 Rats
2.0 ~ 2.5 mL
小鼠 Mice

0.3 ~ 0.5 mL

小鼠 Mice
0.2 ~ 0.5 mL

是否麻醉
Anaesthesia or not

是
Yes

否
No

否∗
No

否
No

血液清洁度
Cleanliness of blood

污染少
Less pollution

污染少
Less pollution

污染少,清洁度高
Less pollution, high cleaning degree

污染少
Less pollution

血液类型
Blood type

静脉血
Venous blood

动脉血 / 静脉血 / 混合血
Arterial blood / Venous
blood / Mixed blood

静脉血
Venous blood

混合血
Mixed blood

项目
Items

心脏采血
Cardiac puncture
blood sampling

腹主动脉采血
Abdominal aortic
blood sampling

隐静脉采血
Saphenous vein
blood sampling

适应条件
Adaptive conditions

大量采血;无需保存
动物生命

Large volume; no need
to keep alive

大量采血;无需保存
动物生命

Large volume; no need
to keep alive

重复少量采血;
保存生命

Repeated sampling; little
volume; keeping alive

适宜动物
Adaptive animals

大鼠、小鼠
Rats, mice

大鼠、小鼠
Rats, mice

大鼠、小鼠
Rats, mice

采血量
Volumes

小鼠 Mice
0.5 ~ 0.8 mL
大鼠 Rats

1.0 ~ 1.8 mL

小鼠 Mice
0.8 ~ 1.2 mL
大鼠 Rats

1.0 ~ 2.0 mL

大鼠 Rats
0.5 ~ 0.6 mL
小鼠 Mice

0.02 ~ 0.10 mL

是否麻醉
Anaesthetizing or not

是
Yes

是
Yes

否
No

血液清洁度
Cleanliness of blood

清洁度高
High cleaning degree

污染少
Less pollution

污染少
Less pollution

血液类型
Blood type

动脉血 / 静脉血
Arterial blood / Venous blood

动脉血
Arterial blood

静脉血
Venous blood

注:∗表示颈静脉套管技术除外,套管技术需在麻醉的情况下进行。
Note. ∗Except for the jugular cannula, which should be performed under anesthesia.
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