
动物实验基本方法 

  

一、动物实验的常用方法 

在医学教学、科研和医学工作中，不论是从事基础医学的还是临床医学、预防医学，

都需要用实验动物来进行各种实验。通过对动物的实验的观察和分析，来研究和解决医学

上存在的许多问题，动物实验方法已成为医学科学研究和教学工作中必不可少的重要手

段。动物实验方法是多种多样的，在医学的各个领域内都有其不同的应用，其中一些基本

方法都是共同性的，如动物的选择、抓取、固定、麻醉、脱毛、给药、采血、采尿、急救、

处死、尸检等，不管是从事何种课题的医学研究都要用这套基本方法，因此，动物实验基

本方法，已成为医学科技工作者必须掌握的一项基本功。 

动物实验按机体水平不同的可分为整体实验和离体实验两种，还可进一步具体地分为

亚细胞、细胞、组织、器官，整体动物和无损伤动物等水平的实验。按动物实验的时间长

短可分为急性实验（2 天以内）、亚急性实验（1～4 周）和慢性实验（2～6 个月或更长时

间甚至整个生命期）。 

动物实验的方法很多，如有生理学的动物实验方法；病理生理学的动物实验方法；药

理学的动物实验方法；病理解剖学、组织学的动物实验方法；微生物学和免疫学的动物实

验方法等等。下面举一些动物实验的常用方法： 

1．复制动物模型法此法是动物实验最基本的方法，是采用人工的方法使动物在一定致

病因素（机械、化学、生物和物理）作用下，造成动物的组织，器官或全身的一定损伤，

复制成与人类疾病相似的动物疾病模型，来研究各种疾病的发生、发展规律及防治方法。 

2．切开、分离法此法是以活体动物为对象的整体实验常用方法。习惯上把在麻醉情况

下，制备一些实验条件（如活体解剖、分离暴露器官、组织或进行一些手术制备等措施）

进行研究者称“急性动物实验”。其优点是比较简便，操作后可以即进行观察，实验条件相

对地较易控制，对要研究的器官，有可能直接观察。但存在着麻醉、手术创造及存活时间

较短等因素，也会对实验结果带来一定的影响。因此采用此法应注意麻醉深度更适中，手

术要轻巧，少出血、减少创伤，并要熟悉手术部位的神经、血管等解剖。 

3．切除和注入提取液法常用于研究内分泌器官的生理和病理病变，如研究切除某一腺

体后看辐射对机体的影响，切除某一腺体后看出现什么症状而推论这种腺体的功能；如蝌

蚪无甲状腺素，如注入甲状腺素，蝌蚪很快变成了蛙。 

4．离体组织器官法离体实验是利用动物的离体组织、器官或生物性致病因子（微生物、

寄生虫等），置于一定的存活条件下（如温度、营养成分、氧气、水、pH 等）进行观察

的一种实验方法。如可利用离体肠管观察药物对肠管动物、吸收、通透性、血流情况等的

影响，并进行作用机理的分析；利用离体胆囊来筛选引起胆囊舒缩的药物；利用大肠杆菌



或其它细菌进行药物敏感性实验。寻找抑制细菌生长的药物，并研究其作用规律，以便为

胆道感染的防治提供线索。动物组织、细胞的培养也常用此种方法。离体实验的优点是方

法比较简单，一般不需要很复杂的仪器设备。实验条件比较容易控制，牵涉的人力较少，

因此常被列为分析性研究的一种手段。不足之处是模拟的存活条件毕竟与整体的实际情况

有较大的出入，其结果也往往与体内的变化有一定距离，因此可以作为整体研究的补充和

参考。 

5．瘘管法用无菌手术方法给动物造成不同的人造瘘管如胃肠道瘘管、膀胱瘘管、唾液

腺瘘管、食道瘘管、胆囊瘘管等。这些瘘管可以收集内脏液体，是生理学消化研究的主要

方法。此种方法是慢性动物实验所常用的方法。慢性动物实验一般是先在无菌操作下制备

好实验模型（瘘管法是其中一种），待动物恢复健康后进行研究。这类研究方法的优点在

于被研究的对象，其机体内外环境已处于较自然的相对平衡状态，条件比较稳定，所得的

结果接近生理情况。但需要事先制备，术后护理，等动物恢复健康后才能从事实验，花费

时间较长，工作量较大，因而在选用上受到一定限制。除了用手术制备的动物实验外，运

用药物或食铒等措施制备病理模型，如诱发各种实验性动物疾病模型的方法也可归为慢性

动物实验。 

6．移植法一般是将动物的器官、组织或细胞进行相互移植的一种方法。如骨髓移植时，

将小鼠 A（供体）的骨髓注入到小鼠 B 的血液中（受体），很快可见脾结节化（脾造血）。

脾结节的数量反应了造血干细胞的多少，由此可以观察干细胞的变化。各小鼠之间的骨髓

移植叫同种骨髓移植，同一品系小鼠内各小鼠之间的骨髓移植叫同系骨髓，小鼠骨髓移植

给大鼠则叫异种骨髓移植。动物各种组织、器官的移植也是实验研究中常用的方法。 

7．生物电、活性观察法对动物体各种生物电用电生理记录仪进行观察记录，如心电、

肌电、脑电等；对动物组织中各种活动物质用生物化学法测定，如各种酶，激素等。 

8．病理解剖学、组织学观察法采用肉眼观察、光镜和电镜检查，来观察、分析动物各

种疾病时病理组织学改变。可从组织学的角度来探讨疾病防治机理，例如通过阑尾组织节

片和肉眼观察，分析口服中药、针刺或局部敷药对有炎症阑尾的影响，阐明不同证型时阑

尾变化的病理学特点以及某些病人用中西医结合非手术治疗后复发的原因。近年来由于电

子显微技术的进展，不仅可以观察到病变时细胞内细胞器等亚细胞结构的变化，而且也可

以运用电子扫描方法对动物器官的微小结构进行完整的表层观察。 

9．免疫学观察法注入抗原使动物致敏，制备各种抗血清，如常选用新西兰或大白耳家

兔制备病原体免疫血清、间接免疫血清、抗补体抗体血清、抗组织免疫血清等。采用免疫

荧光技术、酶标记免疫技术、放射免疫测定技术、免疫电镜技术等对动物免疫后各种免疫

变化进行检查。 

10．其它方法如联体动物法，条件反射法、生物遗传法、放射生物法、药物化学等等。 

动物实验的基本操作技术方法，根据实验顺序分述如下： 

  



二、实验动物的抓取固定方法 

正确的抓取固定动物，是为了不损害动物健康，不影响观察指标，并防止被动物咬伤，

保证实验顺利进行。抓取固定动物的方法依实验内容和动物类而定。抓取固定动物前，必

须对各种动物的一般习性有所了解，抓取固定时既要小心仔细，不能粗暴，又要大胆敏捷，

确实达到正确抓取固定动物的目的。 

（一）小鼠抓取固定方法 

小鼠温顺，一般不会咬人，抓取时先用右手抓取鼠尾提起，置于鼠笼或实验台向后拉，

在其向前爬行时，用左手拇指和食指抓住小鼠的两耳和颈部皮肤（见图 11-1 之一），将鼠

体置于左手心中，把后肢拉直，以无名指按住鼠尾，小指按住后腿即可（图 11-1 之二）。

人经验者直接用左手小指钩起鼠尾，迅速以拇指和食指、中指捏住其耳后颈背部皮肤亦可。

这种在手中固定方式，能进行实验动物的灌胃、皮下、肌肉和腹腔注射以及其他实验操作。

如进行解剖、手术、心脏采血和尾静脉注射时，则需将小鼠作一定形式的固定，解剖手术

和心脏采血等均可使动物先取背卧位（必要时先行麻醉），再用大头针将鼠前后肢依次固

定在腊板上。尾静脉注射时，可用小鼠尾静脉注射架固定（图 11-2），先根据动物大小选

择好合适的固定架，并打开鼠筒盖，手提鼠尾巴，让动物头对准鼠筒口并送入筒内，调节

鼠筒长短合适后，露出尾巴，固定筒盖即可进行尾静脉注射或尾静脉采血等操作。 

 

图 11-1 小鼠的抓取固定方法 



 

图 11-2 小鼠尾静脉注射方法 

（二）大鼠的抓取固定方法 

大鼠的抓取斯基本同小鼠，只不过大鼠比小鼠牙尖性猛，不易用袭击方式抓取，否则

会被咬伤手指，抓取时为避免咬伤，可带上帆布手套。如果进行腹腔、肌肉皮下等注射和

灌胃时，同样可采用左手固定法，只是用拇指和食指捏住鼠耳，余下三指紧捏鼠背皮肤，

置于左掌心中，这样右手即可进行各种实验操作。也可伸开左手之虎口，敏捷地从后，一

把抓住。若做手术或解剖等，则需事先麻醉或处死，然后用细棉线绳活缚腿，背卧位绑在

大鼠固定板上；尾静脉注射时的固定同小鼠（只需将固定架改为大鼠固定盒即可）。 

（三）蛙类的抓取固定方法 

蛙类抓取方法宜用左手将动物背部贴紧手掌固定，以中指、无名指、小指压住其左腹

侧和后肢，拇指和食指分别压住左、右前肢、右手进行操作（图 11-3）。 

 

图 11-3 蛙、蟾蜍抓取固定方法 



在抓取是蟾蜍时，注意勿挤压其两则耳部突起之毒腺，以免毒液射进眼中。 

实验如需长时间观察，可破坏其脑脊髓（观察神经系统反应时不应破坏脑脊髓）或麻

醉后用大头针固定在蛙板上。依实验需要采取俯卧位或仰卧位固定。 

（四）豚鼠的抓取固定方法 

豚鼠较为胆小易惊，不宜强烈刺激和受惊，所以在抓取时，必须稳、准和迅速。一般

抓取方法是：先用手掌迅速扣住鼠背，抓住其肩胛上方，以拇指和食指环握颈部，另一只

手托住臀部（图 11-4）。固定的方式基本同大鼠。 

 

图 11－4 豚鼠的抓取固定方法 

（五）兔的抓取固定方法 

1．抓取：实验家兔多数饲养在笼内，所以抓取较为方便，一般以右手抓住兔颈部的毛

皮提起，然后左手托其臀部或腹部，让其体重重量的大部分集中在左手上（图 11-5），这

样就避免了抓取过程中的动物损伤。不能采用抓双耳或抓提腹部。 

2．固定：一般将家兔的固定分为盒式、台式和马蹄形三种。盒式固定（图 11-6），

适用于兔耳采血、耳血管注射等情况；若做血压测量、呼吸等实验和手术时，则需将兔固

定在兔台上（图 11-7），四肢用粗棉绳活结绑住，拉直四肢，将绳绑在兔台四周的固定木

块上，头以固定夹固定或用一根粗棉绳挑过兔门齿绑在兔台铁柱上；马蹄形固定（图 11-8）

多用于腰背部，尤其是颅脑部位的实验，固定时先剪去两侧眼眶下部的毛皮，暴露颧骨突

起，调节固定器两端钉形金属棒。使其正好嵌在突起下方的凹处，然后在适当的高度固定

金属榛。用马蹄形固定器可使兔取用背卧位和腹卧位，所以是研究中常采用的固定方法。 



 

图 11-5 家兔抓取方法 

1、2、3 均为不正确的抓取方法（1．可损伤两肾，2．可造成皮下出血，3．可伤两耳），

4、5 为正确的抓取方法。颈后部的皮厚可以抓，并用手托兔体。 

 

图 11-6 家兔盒式固定法 

 



图 11-7 家兔台式固定法 

（六）狗的抓取固定方法 

未经训练用于急性实验的狗性凶恶，能咬人，因此进行实验时第一个步骤就是要绑住

狗嘴。驯服的狗绑嘴时可从侧面靠近轻轻抚摸其颈背部皮毛，然后迅速用布带缚住其嘴。

方法是用布带迅速兜住狗的下颌，绕到上颌打一个结，再绕回下颌下打第二结，然后将布

带引至头后颈项部打第三个结，并多系一个活结（以备麻醉后解脱）。注意捆绑松紧度要

适宜（图 11-9），倘若此举不成，应用狗头钳夹住其颈部，将狗按倒在地，再绑其嘴。如

实验需要静脉麻醉时，可先使动物麻醉后再移去狗头钳，解去绑嘴带，把动物放在实验台

上，然后先固定头部，再固定四肢。 

 

图 11-8 家兔马蹄形固定 

 

图 11－9 狗嘴捆绑法 

1．头部固定：固定狗头需用一特制的狗头固定器，狗头固定器为一圆铁圈，圈的中央

有一弓形铁，与棒螺丝相连，下面有一根平直铁闩。操作时先将狗舌拉出，把狗嘴插入固

定器的铁圈内，再用平直铁闩横贯于犬齿后部的上下颌之间，然后向下旋转棒螺丝，使弓

形铁逐渐下压在动物的下颌骨上，把铁柄固定在实验台的铁柱上即可。 

2.四肢固定：如采取仰卧位，四肢固定方法与家兔相同。 

  

三、实验动物编号标记方法 



动物在实验前常常需要作适当的分组，那么就要将其标记使各组加以区别。标记的方

法很多，良好的标记方法应满足标号清晰、耐久、简便、适用的要求。 

常用的标记法有染色、耳缘剪孔、烙印、号牌等方法。 

（一）颜料涂染 

这种标记方法在实验室最常使用，也很方便。使用的颜料一般有 3-5%苦味酸溶（黄），

2%硝酸银（咖啡色）溶液和 0.5%中性品红（红色）等。标记时用毛笔或棉签蘸取上述溶

液，在动物体的不同部位涂上斑点，以示不同号码。编号的原则是：先左后右，从上到下。

一般把涂在左前腿上的计为 1 号，左侧腹部计为 2 号，左后腿为 3 号，头顶部计为 4 号，

腰背部为 5 号，尾基部为 6 号，右前腿为 7 号，右侧腰部为 8 号，右后腿计为 9 号。若动

物编号超过 10 或更大数字时，可使用上述两种不同颜色的溶液，即把一种颜色作为个倍

数，另一种颜色作为十位数，这种交互使用可编到 99 号，假使把红的记为十位数，黄色

记为个位数，那么右后腿黄斑，头顶红斑，则表示是 49 号鼠（图 11-10），其余类推。 

 

图 11-10 颜色被毛涂擦标记法 

（二）烙印法 

用刺数钳在动物耳上刺上号码，然后用棉签蘸着溶在酒精中的黑墨在刺号上加以涂抹，

烙印前最好对烙印部位预先用酒精消毒。 

（三）号牌法 

用金属制的牌号固定于实验动物的耳上，大动物可系于颈上。 

对猴、狗、猫等大动物有时可不做特别标记，只记录它们的外表和毛色即可。 

  



四、实验动物的随机分组方法 

动物实验时，常常需要将选择好的实验动物，按研究需要分成若干个组，分组时为了

避免人为的因素影响常应用随机数字表进行完全随机化的分组。 

1．将实验单位随机分成两组 设有小鼠 14 号，试用随机数字表将其分成两组。先将

小鼠依次编为 1、2、3……14 号，然后任意从随机数字表的某一行某一数字开始抄录 14

个数，编排如下： 

动物编

号  
１ ２ ３ ４ ５ ６ ７ ８ ９ 

１

０ 

１

１ 

１

２ 

１

３ 

１

４ 

随机数

目 

１

６ 

２

２ 

７

７ 

９

４ 

３

９ 

４

９ 

５

４ 

４

３ 

５

４ 

８

２ 

１

７ 

３

７ 

９

３ 

２

３ 

归 组 Ｂ Ｂ Ａ Ｂ Ａ Ａ Ｂ Ａ Ｂ Ｂ Ａ Ａ Ａ Ａ 

现令单数代表 A 组，双数代表 B 组，结果列入 A 组的动物有 8 只，列入 B 组的动物

有 6 只。如要使两组相等，须将 A 组减少一只，划入 B 组。应把哪一只小鼠划入 B 组，

仍可用随机数字表，在上述抄录的 14 个数后面再抄录一个数字为 78，此数以 8 除之，因

为归入 A 组的小鼠有 8 只，故以 8 除，得余数 6。于是把第 6 个 A（即编写为第 12 号的

小鼠）划给 B 组。经过这样调整，两组小鼠的分配如下。 

Ａ组： ３ ５ ６ ８ １１ １３ １４

Ｂ组： １ ２ ４ １２ ７ ９ １０

2．将实验单位随机分成三组 设有动物 15 只，随机等分成 A、B、C 三组。将动物

编号后，按上述方法，从随机数字表抄录 15 个数字，将各数一律以 3 除之，并以余数 1、

2、3 代表 A、B、C，结果归入 A 组的动物 6 只，归入 B 组的动物 4 只，归入 C 组的动物

5 只，即： 

动物号码 １ ２ ３ ４ ５ ６ ７ ８ ９ 
１

０ 

１

１ 

１

２ 

１

３ 

１

４ 

１

５ 

随机数目 
１

８ 

６

２ 

４

０ 

１

９ 

１

２ 

４

０ 

８

３ 

９

５ 

３

４ 

１

９ 

４

４ 

９

１ 

６

９ 

０

３ 

３

０ 

除了后的

余数 
３ ２ １ １ ３ １ ２ ２ １ １ ２ １ ３ ３ ３ 

归 组 Ｃ Ｂ Ａ Ａ Ｃ Ａ Ｂ Ｂ Ａ Ａ Ｂ Ａ Ｃ Ｃ Ｃ 

要使三组的动物数相等，须把原归 A 组的 6 只动物中的 1 只改配到 B 组去。可以随机

数字表继续按斜角线抄录一个数字，得 60，以 6 除之，除尽（相当于余数为 6），就可以

把第六个 A（即 12 号）动物改为 B 组。调整后各组的动物编号如下： 

Ａ组： ３ ４ ６ ９ １０ 

Ｂ组： ２ ７ ８ １１ １２ 



Ｃ组： １ ５ １３ １４ １５ 

  

五、实验动物被毛的去除方法 

动物的被毛常能影响实验操作和结果的观察，因此实验中常需去除或剪短动物的被毛。

除毛的方法有剪毛、拔毛和脱毛三种。 

剪毛：固定动物后，用粗剪刀剪去所需部位的被毛。剪毛时需注意以下几点： 

⑴把剪刀贴紧皮肤剪，不可用手提起被毛，以免剪破皮肤； 

⑵依次剪毛，不要乱剪； 

⑶剪下的毛集中放在一个容器内，勿遗留在手术野和兔台周围，以保证手术野的清洁

和防止注射器等夹毛。 

拔毛：兔耳缘静脉注射或取血时以及给大、小白鼠作尾静脉注射时，需用拇指、食指

将局部被毛拔去，以利操作。 

脱毛：脱毛系指用化学药品脱去动物的被毛，适用于无菌手术野的准备以及观察动物

局部皮肤血液循环和病理变化。 

常用脱毛剂的配方： 

⑴硫化钠 3g、肥皂粉 1g，淀粉 7g，加水适量调成糊状。 

⑵硫化钠 8g、淀粉 7g、糖 4g、甘油 5g、硼砂 1g，加水 75ml。 

⑶硫化钠 8g，溶于 100ml 水中。 

以上脱毛剂配方适用于家兔、大白鼠、小白鼠等小动物的脱毛。 

⑷硫化钠 10g、生石灰 15g，溶于 100ml 水内，此配方适用于狗等大动物的脱毛。 

使用以上各种脱毛剂，都应事先剪短被毛，以节省脱毛剂，并减少对皮肤的刺激反应，

应用时用棉球蘸脱毛剂，在所需局部涂一薄层，2-3 分钟后，用温水洗去脱落的被毛，以

纱布擦干局部，涂一层油脂即可。 

  

六、实验动物给药途径和方法 

在动物实验中，为了观察药物对机能功能、代谢及形态引起的变化，常需将药物注入

动物体内。给药的途径和方法是多种多样的，可根据实验目的、实验动物种类和药物剂型

等情况确定。 

（一）皮下注射 



注射时以左手拇指和食指提起皮肤，将连有 5（1/2）号针头的注射器刺入皮下。皮下

注射部位一般狗、猫多在大腿外侧，豚鼠在后大腿的内侧或小腹部；大白鼠可在侧下腹部。

兔在背部或耳根部注射。蛙可在脊背部淋巴腔注射。 

（二）皮内注射 

皮内注射时需将注射的局部脱去被毛，消毒后，用左手拇指和食指按住皮肤并使之绷

紧，在两指之间，用结核菌素注射器连 4(1/2)细针头，紧贴皮肤表层刺入皮内，然后再向

上挑起并再稍刺入，即可注射药液，此时可见皮肤表面鼓起一白色小皮丘。 

（三）肌肉注射 

肌肉注射应选肌肉发达，无大血管通过的部位，一般多选臀部。注射时垂直迅速刺入

肌肉，回抽针栓如无回血，即可进行注射。给小白鼠、大白鼠等小动物作肌肉注射时，用

左手抓住鼠两耳和头部皮肤，右手取连有 5（1/2）针头的注射器，将针头刺入大腿外侧肌

肉，将药液注入。 

（四）腹腔注射 

用大、小白鼠做实验时，以左手抓住动物，使腹部向上，右手将注射针头于左（或右）

下腹部刺入皮下，使针头向前推 0.5～1.0cm，再以 45 度角穿过腹肌，固定针头，缓缓注

入药液（图 11-11），为避免伤及内脏，可使动物处于头低位，使内脏移向上腹。若实验

动物为家兔，进针部位为下腹部的腹白线离开 1cm 处。 

 

图 11-11 小鼠腹腔注射方法 

（五）静脉注射 

1．兔：兔耳部血管分布清晰。兔耳中央为动物，耳外缘为静脉。内缘静脉深不易固定，

故不用。外缘静脉表浅易固定，常用。先拔去注射部位的被毛，用手指弹动或轻揉兔耳，

使静脉充盈，左手食指和中指夹住静脉的近端，拇指绷紧静脉的远端，无名指及小指垫在



下面，右手持注射器连 6 号针头尽量从静脉的远端刺入，移动拇指于针头上以固定针头，

放开食指和中指，将药液注入（图 11-12），然后拔出针头，用手压迫针眼片刻。 

 

图 11-12 家兔耳缘静脉注射方法 

2．小白鼠和大白鼠：一般采用尾静脉注射，鼠尾静脉有三根，左右两侧及背侧各一根，

左右两侧尾静脉比较容易固定，多采用，背侧一根也可采用，但位置容易固定。操作时先

将动物固定在鼠筒内或扣在烧杯中，使尾巴露出，尾部用 45～50℃的温水浸润半分钟或用

酒精擦拭使血管扩张，并可使表皮角质软化，以左手拇指和食指捏住鼠尾两侧，使静脉充

盈，用中指从下面托起尾巴，以无名指和小指夹住尾巴的末梢，右手持注射器连 4(1/2)号

细针头，使针头与静脉平行（小于 30℃），从尾下四分之一处（约距尾尖 2-3 厘米）处进

针，此处皮薄易于刺入，先缓注少量药液，如无阻力，表示针头已进入静脉，可继续注入。

注射完毕后把尾部向注射侧弯曲以止血。如需反复注射，应尽可能从末端开始，以后向尾

根部方向移动注射（图 11-13）。 

 

图 11-13 小鼠尾静脉注射方法 

3．狗：狗静脉注射多选前肢内侧皮下头静脉（图 11-14）或后肢小隐静脉（图 11-15）

注射。注射前由助手将动物侧卧，剪去注射部位的被毛，用胶皮带扎紧（或用手抓紧）静

脉近端，使血管充盈，从静脉的远端将注射针头平行刺入血管，待有回血后，松开绑带（或

两手），缓缓注入药液。 



 

图 11-14 狗前肢头静脉注射 

 

图 11-15 狗后肢小隐静脉注射 

4．蛙（或蟾蜍）：将蛙或蟾蜍脑脊髓破坏后，仰卧固定于蛙板上，沿腹中线稍左剪开

腹肌，可见到腹静脉贴着腹壁肌肉下行，将注射针头沿血管平行方向刺入即可（图 11-16）。 



 

图 11-16 蛙腹壁静静注射 

几种常用的动物不同给药途径的注射量可参考表 11-1。 

表 11-1 几种动物不同给药途径的常用注射量（毫升） 

注射途径 小鼠 大鼠 豚鼠 兔 狗 

腹 腔 0.2-1.0 1-3 2-5 5-10 5-15

肌 肉 0.1-0.2 0.2-0.5 0.2-0.5 0.5-1.0 2-5

静 脉 0.2-0.5 1-2 1-5 3-10 5-15

皮 下 0.1-0.5 0.5-1.0 0.5-2 1.0-3.0 3-10

（六）淋巴囊注射 

蛙类常采用此法，因其皮下有数个淋巴囊，注入药物甚易吸收。腹部淋巴囊和头背淋

巴囊常作为蛙类给药途径。一般多选用腹部淋巴囊给药。注射时将针头从蛙大腿上端刺入，

经大腿肌层入腹壁肌层，再进入腹壁皮下，即进入淋巴囊，然后注入药液。有时也可采用

胸淋巴囊给药。方法是将针头刺入口腔，使穿过下颌肌层入胸淋巴囊内注入药液，一次最

大注射量为 1 毫升。蛙全身分布为咽、胸、背、腹侧、腹、大腿和脚等七个淋巴囊（图 11-17）。 



 

图 11-17 蛙全身淋巴囊分布 

（七）经口给药 

在急性试验中，经口给药多用灌胃法，此法剂量准确，适用于小白鼠、大白鼠、家兔

等动物。 

1．小鼠、大鼠（或豚鼠）用输血针头或小号腰穿针头，将其尖端斜面磨剂，用焊锡在

针尖周围焊一圆头，注意勿堵塞针孔，即成灌胃针；亦可用烧成圆头的硬质玻璃毛细管或

特制的塑料毛细秋，作为导管。灌胃时将针按在注射器上，吸入药液。左手抓住鼠背部及

颈部皮肤将动物固定，右手持注射器，将灌胃针插入动物口中，沿咽后壁徐徐插入食道。

动物应固定成垂直体位，针插入时应无阻力。若感到阻力或动物挣扎时，应立即停止进针

或将针拔出，以兔损伤或穿破食道以及误入气管。 

一般当灌胃针插入小鼠 3－4cm，大鼠或豚鼠 4-6cm 后可将药物注入。常用的灌胃量小

鼠为 0.2-1ml，大鼠 1-4ml，豚鼠为 1-5ml。 

2．狗、兔、猫、猴 灌胃时，先将动物固定，再将特制的扩口器放入动物口中，扩口

器之宽度可视动物口腔大小而定，如狗的扩口器可用木料制成长方形，长约 10-15cm，粗

细应适合狗嘴，约 2-3cm，中间粘一小孔，孔的直途为 5-10cm。灌胃时将扩口器放于上述

动物上下门牙之后，并用绳将它固定于嘴部，将带有弹性的橡皮导管（如导尿管），经扩

口器上的小圆孔插入，沿咽后壁而进入食道，此时应检查导管是否正确插入食道，可将导

管外口置于一盛水的烧杯中，如不发生气泡，即认为此导管是在食道中，未误入气管，即

可将药液灌入。 



 

图 11-18 狗灌胃方法 

经我们大量实验，给狗、兔等动物灌胃时，可不用扩口器也能顺利将药液灌入胃内，

狗灌胃时，用 12 号灌胃管，左手抓住狗嘴，右手中指由右嘴角插入，摸到最后一对臼齿

后的天然空隙，胃管由此空隙顺食管方向不断插入约 20cm，可达胃内，将胃管另一端插

入水中，如不出气泡，表示确已进入胃，而没误入气管内，即可灌入。兔灌胃时，将兔固

定在木制固定盒内左手虎口卡住并固定好兔嘴，右手取 14 号细导尿管，由右侧唇裂避开

门齿，将导管慢慢插入，如插管顺利，动物不挣扎，插入约 15cm 时，即表示插入胃内，

将药液注入。 

各种动物一次灌胃能耐受的最大容积小鼠为 0.5-1.0ml，大鼠 4-7ml，豚鼠为 4-7ml，家

兔为 80-150ml，狗为 200-500ml。 

（八）其它途径给药 

1．呼吸道给药 呈粉尘、气体及蒸气或雾等症状存在药物或毒气，均需要通过动物呼

吸道给药。如一般实验时给动物乙醚作吸入麻醉，给动物吸一定量的氨气、二氧化碳等观

察呼吸、循环等变化；给动物定期吸入一定量的SO2。锯末烟雾等可造成慢性气管炎动物

模型等；特别在毒物学实验中应用更为广泛。 

2．皮肤给药 为了鉴定药物或毒物经皮肤的吸收作用、局部作用、致敏作用和光感作

用等，均需采用经皮肤给药方法。如家兔和豚鼠常采用背部一定面积的皮肤脱毛后，将一

定药液涂在皮肤上，药液经皮肤吸收。 

3．脊髓腔内给药 此法主要用于椎管麻醉或抽取脑脊液。 

家兔椎管内注射方法：将家兔作自然俯卧式，尽量使其尾向腹侧屈曲，用粗剪将第七

腰椎周围背毛剪去，用 3%碘酊消毒，干后再用 79%酒精将碘酒擦去。在兔背部髌骨脊连

线之中点稍下方摸动第七腰椎间隙（第七腰椎与第一骶骨椎之间），插入腰椎穿刺针头。



当针到达椎管内时（珠网膜下腔），可见到兔的后肢跳动，即证明穿刺针头已进入椎管。

这时不要再向下刺，以兔损伤脊髓。固定好针头，即可将药物注入。 

4．小脑延髓池给药 此种给药都是在动物麻醉情况下进行的。而且常采用大动物如狗

等，小动物很少采用。将狗麻醉后，使狗头尽量向胸部屈曲，用左手摸到其第一颈椎上方

的凹陷（枕骨大孔），固定位置，右手取 7 号钝针头（将针头尖端麻钝），由此凹陷的正

中线上，顺平行狗的方向，小心地刺入小脑延髓池。当针头正确刺入小脑延髓池时，注射

者会感到针头再向前穿时无阻力，同时可以听到很轻的“咔嚓”一声，即表示针头已穿过硬

脑膜进入小脑延髓池，而且可抽出清亮的脑脊液，注射药物前，先抽出一些脑脊液，抽取

量根据实验需要注入多少药液决定，即注入多少抽取多少，以保持原来脑脊髓腔里的压力

（图 11-19）。 

 

图 11-19 狗小脑延髓池给药 

5．脑内给药 此法常用于微生物学动物实验，将病原体等接种于被检动物脑内，然后

观察接种后的各种变化。小鼠脑内给药时，选套有塑料管、针尖露出 2mm 深的 5(1/2)针头，

由鼠正中额部刺入脑内，注入药物或接种物。给豚鼠、兔、狗等进行脑内注射时，须先用

穿颅钢针穿透颅骨，再用注射器针头刺入脑部，再徐徐注入被检物。注射速度一定要慢，

避免引起颅内压急骤升高。 

6．直肠内给药 此种给药方法常用于动物麻醉。家兔直肠内给药时，取灌肠用的胶皮

管或用 14 号导尿管代替。在胶皮管或导尿管头上涂上凡士林，由助手使兔蹲卧于桌上，

以左臂及左腋轻轻按住兔头及前肢，以左手拉住兔尾，露出肛门，并用右手轻握后肢，实

验者将橡皮管插入家兔肛门内，浓度约 7～9cm，如为雌性动物，注意勿误插入阴道（肛

门紧接尾根）。橡皮管插好后，将注射器与橡皮管套紧，即可灌注药液。 

7．关节腔内给药 此种方法常用于关节炎的动物模型复制。兔给药时，将兔仰卧固定

于兔固定台上，剪去关节部被毛，用碘酒或酒精消毒，然后用手从下方和两旁将关节固定，

把皮肤稍移向一侧，在膑韧带附着点处上方约 0.5 厘米处进针。针头从上前方向下后方倾

斜刺进，直至针头遇阻力变小，然后针头稍后退，以垂直方向推到关节腔中。针头进入关

节腔时，通常可有好象刺破薄膜的感觉，表示针头已进入膝关节腔内，即可注入药液。动

物最大给药量可参考表 11-2。 



表 11-2 常用实验动物的最大给药量和使用针头规格 

动物名

称 
项 目 灌 胃

皮下注

射 

肌肉注

射 

腹腔注

射 

静脉注

射 

小白鼠 
最大给药量 

使用针头 

1ml 

9(钝

头) 

0.4ml 

5(1/2) 

0.4ml 

5(1/2) 

1ml 

5(1/2) 

0.8ml 

4 

大白鼠 
最大给药量 

使用针头 

1ml 

静脉切

开 针

1ml 

6 

0.4ml 

6 

2ml 

6 

4ml 

5 

鼠 
最大给药量 

使用针头 

3ml 

静脉切

开 针

1ml 

6(1/2) 

0.5ml 

6(1/2) 

4ml 

7 

5ml 

5 

兔 
最大给药量 

使用针头 

20ml 

10 号 

导尿管

2ml 

6(1/2) 

2ml 

6(1/2) 

5ml 

7 

10ml 

6 

猫 
最大给药量使用针

头 

20ml 

10 号 

导尿管

20ml 

7 

2ml 

7 

5ml 

7 

10ml 

6 

蛙 淋巴囊注射 最大注射量 1ml/只 

  

七、实验动物用药量的确定及计算方法 

（一）动物给药量的确定 

在观察一个药物的作用时，应该给动物多在的剂量是实验开始时应确定的一个重要问

题。剂量太小，作用不明显，剂量太大，又可能引起动物中毒致死，可以按下述方法确定

剂量： 

1．先用小鼠粗略地探索中毒剂量或致死剂量，然后用小于中毒量的剂量，或取致死量

的若干分之一为应用剂量，一般可取 1/10-1/5。 

2．植物药粗制剂的剂量多按生药折算。 

3．化学药品可参考化学结构相似的已知药物，特别是化学结构和作用都相似的药物的

剂量。 

4．确定剂量后，如第一次实验的作用不明显，动物也没有中毒的表现（体重下降、精

神不振、活动减少或其他症状），可以加大剂量再次实验。如出现中毒现象，作用也明显，

则应降低剂量再次实验。在一般情况下，在适宜的剂量范围内，药物的作用常随剂量的加

大而增强。所以有条件时，最好同时用几个剂量作实验，以便迅速获得关于药物作用的较

完整的资料。如实验结果出现剂量与作用强度之间毫无规律时，则更应慎重分析。 



5．用大动物进行实验时，开始的剂量可采用给鼠类剂量的十五分之一～二分之一，以

后可根据动物的反应调整剂量。 

6．确定动物给药剂量时，要考虑给药动物的年龄大小和体质强弱。一般说确定的给药

剂量是指成年动物的，如是幼小动物，剂量应减少。如以狗为例：6 个月以上的狗给药量

为 1 份时，3-6 个月的给 1/2 份，45-89 日 1/4 份，20-44 日的给 1/8 份，10-19 日的给 1/16

份。 

7．确定动物给药剂量时，要考虑因给药途径不同，所用剂量也不同，以口服量为 100

时，灌肠量应为 100-200，皮下注射量 30-50，肌肉注射量为 25-30，静脉注射量为 25。 

（二）实验动物用药量的计算方法 

动物实验所用的药物剂量，一般按 mg/kg 体重或 g/kg 体重计算，应用时须从已知药液

的浓度换算出相当于每 kg 体重应注射的药液量（ml 数），以便给药。 

例 1：计算给体重 1.8kg 的家兔，静脉注射 20%氨基甲酸乙酯溶液麻醉，按每 kg 体重

1g 的剂量注射，应注射多少 ml？ 

计算方法：兔每 kg 体重需注射 1g，注射液为 20％，则氨基甲酸乙酯溶液的注射量应

为 5ml/kg 体重，现在兔体重为 1.8kg，应注射 20%氨基甲酸乙酯溶液用量=5×1.8=9ml。 

例 2：计算给体重 23g 的小白鼠，注射盐酸吗啡 15mg/kg 重，溶液浓度为 0.1%，应注

射多少 ml？ 

计算方法：小白鼠每 kg 体重需吗啡的量为 15mg，则 0.1%盐酸吗啡溶液的注射量应为

15ml/kg 体重，现小白鼠体重为 23g，应注射 0.1%盐酸吗啡溶液的用量=15×0.023=0.345ml。 

（三）人与动物及各类动物间药物剂量的换算方法 

1．人与动物用药量换算 人与动物对同一药物的耐受性是相差很大的。一般说来，动

物的耐受性要比人大，也就是单位体重的用药理动物比人要大。人的各种药物的用量在很

多书上可以查得，但动物用药量可查的书较少，而且动物用的药物种类远不如人用的那么

多。因此，必须将人的用药量换算成动物的用药量。一般可按下列比例换算：人用药量为

1，小白鼠、大白鼠为 25-50，兔、豚鼠为 15-20，狗、猫为 5-10。 

此外，可以采用人与动物的体表面积计算法来换算： 

（1）人体体表面积计算法 计算我国人的体表面积，一般认为许文生氏公式（中国生

理学杂志 12:327,1937）尚较适用，即： 

体表面积（m2）=0.0061×身高（cm）+0.0128×体重(kg)-0.1529 

例：某人身高 168cm，体重 55kg，试计算其体表面积。 

解：0.061×168+0.0128×55.0.1529=1.576m2 

（2）动物的体表面积计算法 有许多种，在需要由体重推算体表面积时，一般认为

Meeh-Rubner 氏公式尚较适用，即： 



 

式中的 K 为一常数，随动物种类而不同：小白鼠和大白鼠 9.1、豚鼠 9.8、家兔 10.1、

猫 9.8、狗 11.2、猴 11.8、人 10.6(上列 K 值各家报导略有出入)。应当指出，这样计算出

来的表面积还是一种粗略的估计值，不一定完全符合于每个动物的实测数值。 

例：试计算体重 1.50kg 家兔的体表面积。 

 

2．人及不同种类动物之间药物剂量的换算 

（1）直接计算法 即按： 

 

例：某利尿药大白鼠灌给药时的剂量为 250mg/kg，试粗略估计狗灌胃给药时可以试用

的剂量。 

解：实验用大白鼠的体重一般在 200g 左右，其体表面积（A）为： 

 

250mg/kg的剂量如改以mg/m2表示，即为： 

 

实验用狗的体重一般在 10kg 左右，其体表面积（A）为： 



 

（2）按 mg/kg 折算 mg/m2 转换因子计算 

例：同上 

解：按 

计算出狗的适当试用剂量。mg/kg

的相应转移因子可由表 11-3 查得。（即为按 mg/m2 计算的剂量）。 

 

（3）按每 kg 体重占有体重表面积相对比值计算 

各种动物的“每 kg 体重占有体表面积相对比值（简称体表面积比例比值）”见表 11-3。 

 

（4）按人和动物间按体表面积折算的等效剂量比值表计算 

见表11-4，12kg狗的体表面积为200g大白鼠的17.8倍。该药大白鼠的剂量为250mg/kg，

200g 的大白鼠需给药 250×0.2=50mg。 

于是 

（狗的适当试用剂量）。 

表 11-3 进行不同种类动物间剂量换算时的常用数据 

动物

种类 

Meeh-Rubner 公

式的 K值 

体重

（kg） 

体表面积

（m

Mg/kg-mg/m
2
转

移因子 

每 kg 体重占有体

面积相对比值 
2
） 

0.018 

0.02 

0.022 

0.0066 

0.0067 

0.0071 

2.9 

3.0 

3.1 

  

粗略值

3 

  

1.0 

(0.02kg) 

小白

鼠 
9.1 



0.024 0.0076 3.2 

大白

鼠 
9.1 

0.10 

0.15 

0.20 

0.25 

0.0196 

0.0257 

0.0311 

0.0761 

5.1 

5.8 

6.4 

6.9 

  

粗略值

6 

  

0.47 

(0.20kg) 

豚鼠 9.8 

0.30 

0.40 

0.50 

0.60 

0.0439 

0.0532 

0.0617 

0.0697 

6.8 

7.5 

8.1 

8.6 

  

粗略值

8 

  

0.40 

(0.40kg) 

家兔 10.1 

1.50 

2.00 

2.50 

0.1323 

0.1608 

0.1860 

11.3 

12.4 

13.4 

  

粗略值

12 

0.24 

(2.0kg) 

猫 9.0 

2.00 

2.50 

3.00 

0.1571 

0.1324 

0.2059 

12.7 

13.7 

14.6 

  

粗略值

14 

0.22 

(2.5kg) 

狗 11.2 

5.00 

10.00 

15.00 

0.3275 

0.5199 

0.6812 

15.3 

19.2 

22.0 

  

粗略值

19 

0.16 

(10.0kg) 

猴 11.8 

2.00 

3.00 

4.00 

0.1878 

0.2455 

0.2973 

10.7 

12.2 

13.5 

  

粗略值

12 

0.24 

(3.0kg) 

人 10.6 

40.00 

50.00 

60.00 

1.2398 

1.4386 

1.6246 

32.2 

34.8 

36.9 

  

粗略值

35 

0.08 

(50.0kg) 

表 11-4 人和动物间按体表面积折算的等效剂量比值表 

  
小白鼠

(20g) 

大白鼠

(200g) 

豚鼠

(400g)

家兔

(1.5kg)

猫

(2.0kg)

猴

(4.0kg)

狗

(12kg) 

人

(70kg)

小白鼠

(20g) 
1.0 7.0 12.25 27.8 29.7 64.1 124.2 378.9 

大白鼠

(200g) 
0.14 1.0 1.74 3.9 4.2 9.2 17.8 56.0 

豚鼠

(400g) 
0.08 0.57 1.0 2.25 2.4 5.2 4.2 31.5 

家兔

(1.5kg) 
0.04 0.25 0.44 1.0 1.08 2.4 4.5 14.2 

猫

(2.0kg) 
0.03 0.23 0.41 0.92 1.0 2.2 4.1 13.0 

猴

(4.0kg) 
0.016 0.11 0.19 0.42 0.45 1.0 1.9 6.1 



狗

(12kg) 
0.008 0.06 0.10 0.22 0.23 0.52 1.0 8.1 

人

(70kg) 
0.0026 0.018 0.031 0.07 0.078 0.16 0.82 1.0 

(5)按人与各种动物以及各种动物之间用药剂量换算 

已知 A 种动物每 kg 体重用药量，欲估算 B 种动物每 kg 体重用药剂量时，可先查第

422 页表 11-5，找出折算系数（W），再按下式计算： 

B 种动物的剂量(mg/kg)=W×A 种动物的剂量(mg/kg) 

例如，已知某药对小鼠的最大耐受量为 20mg/kg（20g 小鼠用 0.4mg），需折算为家兔

量。查 A 种动物为小鼠，B 种动物为兔，交叉点为折算系数 W=0.37，故家兔用药量为

0.37×20mg/kg=7.4mg/kg，1.5kg 家兔用药量为 11.1mg。 

表 11-5 动物与人体的每公斤体重剂量折算系数表 

A 组 动 物 或 成 人 

折算系数 W 小鼠 

0.02kg

大鼠

0.2kg

豚鼠

0.4kg

兔 

1.5kg

猫 

2kg 

犬 

12kg 

成人 

60kg 

小鼠 20g 1.0 1.6 1.6 2.7 3.2 4.8 9.01 

大鼠 0.2kg 0.7 1.0 1.14 1.88 2.3 3.6 6.25 

豚鼠 0.4kg 0.61 0.87 1.0 1.65 2.05 3.0 5.55 

兔 1.5kg 0.37 0.52 0.6 1.0 1.23 1.76 2.30 

猫 2.0kg 0.30 0.42 0.48 0.81 1.0 1.44 2.70 

犬 12kg 0.21 0.28 0.34 0.56 .068 1.0 1.88 

B 种动物或成人

成人 60kg 0.11 0.16 0.18 0.304 0.371 0.531 1.0 

  

八、实验动物的麻醉 

在一些动物实验，特别是手术等实验，为减少动物的挣扎和保持其安静，并便于操作，

常对动物采用必要的麻醉。由于动物种属间的差异等情况，所采用的麻醉方法和选用的麻

醉剂亦有不同。 

(一)常用的麻醉剂 

动物实验中常用的麻醉剂分为三类，即挥发性麻醉剂、非挥发性麻醉剂和中药麻醉剂。 

1．挥发性麻醉剂 这类麻药包括乙醚、氯仿等。乙醚吸入麻醉适用于各种动物，其麻

醉量和致死量差距大，所发安全度亦大，动物麻醉深度容易掌握，而且麻后苏醒较快。其

缺点是对局部刺激作用大，可引起上呼吸道粘膜液体分泌增多，再通过神经反射可影响呼

吸、血压和心跳活动，并且容易引起窒息，故在乙醚吸入麻醚时必需有人照看，以防麻醉

过深而出现上情况。 



2．非挥发性麻醉剂 这类麻醉剂种类较多，包括苯巴比妥钠、戊巴比妥钠、硫喷妥钠

等巴比妥类的衍生物，氨基甲酸乙脂和水合氯醛。这些麻醉剂使用方便，一次给药可维持

较长的麻醉时间，麻醉过程较平衡，动物无明显挣扎现象。但缺点是苏醒较慢。 

3．中药麻醉剂 动物实验时有时也用到象洋金花和氢溴酸东莨菪碱等中药麻醉剂，但

由于其作用不够稳定，而且常需加佐剂麻醉效果才能理想，故在使用过程中不能得到普及，

因而，多数实验室不选用这类麻醉剂进行麻醉。 

（二）动物的麻醉方法 

1．全身麻醉 

（1）吸入法 用一块圆玻璃板和一个钟罩或一个密闭的玻璃箱作为挥发性麻醉剂的容

器，多选用乙醚作麻药。麻醉时用几个棉球，将乙醚倒可其中，迅速转入钟罩或箱内，让

其挥发，然后把待麻醉动物投入，约隔 4-6 分钟即可麻醉，麻醉后应立即取出，并准备一

个蘸有乙醚的棉球小烧杯，在动物麻醚变浅时给套在鼻上使其补吸麻药。本法最适于大、

小鼠的短期操作性实验的麻醉，当然也可用于较大的动物只是要求有麻醉口罩或较大的玻

璃箱罢了。由于乙醚燃点很低，遇火极易燃烧，所以在使用时，一定要远离炎源。 

（2）腹腔和静脉给药麻醉法 

非挥发性和中药麻醉剂均可用作腹腔和静脉注射麻醉，操作简便，是实验室最常采用

的方法之一。腹腔给药麻醉多用于大小鼠和豚鼠，较大的动物如兔、狗等则多用静脉给药

进行麻醉。由于各麻醉剂的作用长短以及毒性的差别。所以在腹腔和静脉麻醉时，一定控

制药物的浓度和注射量（见表 11-6）。 

表 11-6 常用麻醉剂的用法及剂量 

麻 

醉 

剂 

动 物 
给药

方法 

剂 量

（mg/kg） 

常用浓

度% 
维 持 时 间 

静脉 30 3 
狗、兔 

腹腔 40-50 3 
戊巴

比妥

纳 大、小鼠、

豚鼠 
腹腔 40-50 2 

2-4 小时中途加上 1/5 量，可维

持 1小时以上，麻醉力强，易抑

制呼吸。 

狗、兔 静脉 15-20 2 

大白鼠 腹腔 40 1 
硫喷

妥纳 
小白鼠 腹腔 15-20 1 

15-30 分钟，麻醉力强，宜缓慢

注射。 

兔 静脉 80-100 2 氯 

醛 

糖 大白鼠 腹腔 50 2 
3-4 小时，诱导期不明显 

兔 静脉 750-1000 30 乌 

拉 

坦 大、小白 皮下 800-1000 20 

2-4 小时，毒性小，主要适用小

动物的麻醉。 



鼠 或肌

肉 

蛙 

淋巴

囊注

射 

0.1ml/100g 20-25 

蟾蜍 

淋巴

囊注

射 

1ml/100g 10 

2．局部麻醉 

⑴猫的局部麻醉一般应用 0.5-1.0%盐酸普鲁卡因注射。粘膜表面麻醉宜用 2%盐酸可卡

因。 

⑵兔在眼球手术时，可于结膜囊滴入 0.02%盐酸可卡因溶液，数秒钟即可出现麻醉。 

⑶狗的局部麻醉用 0.5-1%盐酸普鲁卡因注射。眼鼻、咽喉表面麻醉可用 2%盐酸可卡

因。 

3．麻醉注意事项 

⑴静脉注射必须缓慢，同时观察肌肉紧张性、角膜反射和对皮肤夹捏的反应，当这些

活动明显减弱或消失时，立即停止注射。配制的药液浓度要适中，不可过高，以兔麻醉过

急；但也不能过低，以减少注入溶液的体积。 

⑵麻醉时需注意保温。麻醉期间，动物的体温调节机能往往受到抑制，出现体温下降，

可影响实验的准确性。此时常需采取保温措施。保温的方法有，实验桌内装灯，电褥，台

灯照射等。无论用哪种方法加温都应根据动物的肛门体温而定。常用实验动物正常体温：

猫为 38.6℃±1.0℃，兔为 38.4℃±1.0℃，大鼠为 39.3℃±0.5℃。 

⑶作慢性实验时，在寒冷冬季，麻醉剂在注射前应加热至动物体温水平。 

  

九、实验动物采血方法 

实验研究中，经常要采集实验动物的血液进行常规检查或某些生物化学分析，故必须

掌握血液的正确采集、分离和保存的操作技术。 

采血方法的选择，主要决定于实验的目的所需血量以及动物种类。凡用血量较少的检

验如红、白细胞计数、血红蛋白的测定，血液涂片以及酶活性微量分析法等，可刺破组织

取毛细血管的血。当需血量较多时可作静脉采血。静脉采血时，若需反复多次，应自远离

心脏端开始，以免发生栓塞而影响整条静脉。例如，研究毒物对肺功能的影响、血液酸碱

平衡、水盐代谢紊乱，需要比较动、动脉血氧分压、二氧化碳分压和血液pH值以及K+、

Na+、CI-离子浓度，必须采取动脉血液。 



采血时要注意：⑴采血场所有充足的光线；室温夏季最好保持在 25-28℃，冬季，15-20

℃为宜；⑵采血用具有采用部位一般需要进行消毒；⑶采血用的注射器和试管必须保持清

洁干燥；⑷若需抗凝全血，在注射器或试管内需预先加入抗凝剂。现将采用血方法按动物

和部位分别加以介绍。 

不同动物采血部位与采血量的关系可参考表 11-7。 

表 11-7 不同动物采血部位与采血量的关系 

采血量 采血部位 动物品种 

取少量血 

尾静脉 

耳静脉 

眼底静脉丛 

舌下静脉 

腹壁静脉 

冠、脚蹼皮下静脉 

大鼠、小鼠 

兔、狗、猫、猪、山羊、绵羊 

兔、大鼠、小鼠 

兔 

青蛙、蟾蜍 

鸡、鸭、鹅 

取中量血 

后肢外侧皮下小隐静脉

前肢内侧皮下头静脉 

耳中央动脉 

颈静脉 

心脏 

断头 

翼下静脉 

颈动脉 

狗、猴、猫 

狗、猴、猫 

兔 

狗、猫、兔 

豚鼠、大鼠、小鼠 

大鼠、小鼠 

鸡、鸭、鸽、鹅 

鸡、鸭、鸽、鹅 

取大量血 

股动脉、颈动脉 

心脏 

颈静脉 

摘眼球 

狗、猴、猫、兔 

狗、猴、猫、兔 

马、牛、山羊、绵羊 

大鼠、小鼠 

常用实验动物的最大安全采血量与最小的致死采用血量，见表 11-8。 

表 11-8 常用实验动物的最大安全采血量与最小致死采血量 

动物品种 最大安全采血量（ml） 最小致死采血量（ml）

小 鼠 0.2 0.3 

大 鼠 1 2 

豚 鼠 5 10 

兔 10 40 

狼 狗 100 500 

猎 狗 50 200 

猴 15 60 

(一)小鼠、大鼠采血法 

1.割(剪）尾采血 



当所需血量很少时采用本法。固定动物并露出鼠尾。将尾部毛剪去后消毒，然后浸在

45℃左右的温水中数分钟，使尾部血管充盈。再将尾擦干，用锐器（刀或剪刀）割去尾尖

0.3-0.5cm，让血液自由滴入盛器或用血红蛋白吸管吸取，采血结束，伤口消毒并压迫止血。

也可在尾部作一横切口，割破尾动脉或静脉，收集血液的方法同上。每鼠一般可采血 10

余次以上。小鼠每次可取血 0.1ml，大鼠 0.3～0.5ml。 

2.鼠尾刺血法 

大鼠用血量不多时（仅做白细胞计数或血红蛋白检查），可采用本法。先将鼠尾用温

水擦拭，再用酒精消毒和擦拭，使鼠尾充血。用 7 号或 8 号注射针头，刺入鼠尾静脉，拔

出针头时即有血滴出，一次可采集 10～50mm3。如果长期反复取血，应先靠近鼠尾末端穿

刺，以后再逐渐向近心端穿刺。 

3.眼眶静脉丛采血 采血者的左手拇食两指从背部较紧地握住小鼠或大鼠的颈部（大

鼠采血需带上纱手套），应防止动物窒息。当取血时左手拇指及食指轻轻压迫动物的颈部

两侧，使眶后静脉丛充血。右手持续接 7 号针头的 1ml 注射器或长颈（3～4cm）硬质玻璃

滴管（毛细管内径 0.5-1.0mm），使采血器与鼠面成 45℃的夹角，由眼内角刺入，针头斜

面先向眼球，刺入后再转 180 度使斜面对着眼眶后界。刺入浓度，小鼠约 2～3mm，大鼠

约 4～5mm。当感到有阻力时即停止推进，同时，将针退出约 0.1-0.5mm，边退边抽。若

穿刺适当血液能自然流入毛细管中，当得到所需的血量后，即除去加于颈部的压力，同时，

将采血器拔出，以防止术后穿刺孔出血。 

若技术熟练，用本法短期内可重复采血均无多大困难。左右两眼轮换更好。体重 20-25g

的小鼠每次可采血 0.2-0.3ml；体重 200-300g 大鼠每次可采血 0.5-1.0ml，可适用于某些生

物化学项目的检验。 

4.断头取血 

采血者的左手拇指和食指以背部较紧地握住大（小）鼠的颈部皮肤，并作动物头朝下

倾的姿势。右手用剪刀猛剪鼠颈，约 1/2-4/5 的颈部前剪断，让血自由滴入盛器。小鼠可

采用约 0.8～1.2ml;大鼠约 5-10ml。 

5.心脏采血 

鼠类的心脏较小，且心率较快，心脏采血比较困难，故少用。活体采血方法与豚鼠相

同。若做开胸一次死亡采血，先将动物作深麻醉，打开胸腔，暴露心脏，用针头刺入右心

室，吸取血液。小鼠约 0.5-0.6ml；大鼠约 0.8-1.2ml。 

6.颈动静脉采血 

先将动物仰位固定，切开颈部皮肤，分离皮下结缔组织，使颈静脉充分暴露，可用注

射器吸出血液。在气管两侧分离出颈动脉，离心端结扎，向心端剪口将血滴入试管内。 

7.腹主动脉采血 



最好先将动物麻醉，仰卧固定在手术架上，从腹正中线皮肤切开腹腔，使腹主动脉清

楚暴露。用注射器吸出血液，防止溶血。或用无齿镊子剥离结缔组织，夹住动脉近心端，

用尖头手术剪刀，剪断动脉，使血液喷入盛器。 

8.股动（静）脉采血 

先由助手握住动物，采血者左手拉直动物下肢，使静脉充盈。或者以搏动为指标，右

手用注射器刺入血管。体重 15-20g 小鼠采血约 0.2-0.8ml，大鼠约 0.4-0.6ml。 

（二）豚鼠采血法 

1.耳缘剪口采血 

将耳消毒后，用锐器（刀或刀片）割破耳缘，在切口边缘涂抹 20%柠檬酸钠溶液，阻

止血凝，则血可自切口自动流出，进入盛器。操作时，使耳充血效果较好。此法能采血 0.5ml

左右。 

2.心脏采血 

取血前应探明心脏搏动最强部位，通常在胸骨左缘的正中，选心跳最显的部位作穿刺。

针头宜稍细长些，以免发生手术后穿刺孔出血，其操作手法详见兔心脏采血。因豚鼠身体

较小，一般可不必将动物固定在解剖台上，而可由助手握住前后肢进行采血即可。成年豚

鼠每周采血应不超过 10ml 为宜。 

3.肌动脉采血 

将动脉仰位固定在手术台上，剪去腹股沟区的毛，麻醉后，局部用碘酒消毒。切开长

约 2-3cm 的皮肤，使股动脉暴露及分离。然后，用镊子提起股动脉，远端结扎，近端用止

血钳夹住，在动脉中央剪一小孔，用无菌玻璃小导管或聚乙烯、聚四氟乙烯管插入，放开

止血钳，血液即导管口流出。一次可采血 10-20ml。 

4.背中足静脉取血 

助手固定动物，将其右或左右膝关节伸直提到术者面前。术者将动物脚背面用酒精消

毒，找出背中足静脉后，以左手的拇指和食指拉住豚鼠的趾端，右手拿的注射针刺入静脉。

拔针后立即出血，呈半球状隆起。采血后，用纱布或脱脂棉压迫止血。反复采血时，两后

肢交替使用。 

（三）兔采血法 

1.耳静脉采血 

本法为最常用的取血法之一，常作多次反复取血用，因此，保护耳缘静脉，防止发生

栓塞特别重要。 

将兔放入仅露出头部及两耳的固定盒中，或由助手以手扶住。选耳静脉清晰的耳朵，

将耳静脉部位的毛拔去，用 75%酒精局部消毒，待干。用手指轻轻摩擦兔耳，使静脉扩张，

用连有 5（1/2）号针头的注射器在耳缘静脉末端刺破血管待血液漏出取血或将针头逆血流

方向刺入耳缘静脉取血，取血完毕用棉球压迫止血，此种采血法一次最多可采血 5-10ml。 



2.耳中央动脉采血 

将兔置于兔固定筒内，在兔耳的中央有一条较粗、颜色较鲜红的中央动脉，用左手固

定兔耳，右手取注射器，在中央动脉的末端，沿着动脉平行地向心方向刺入动脉，即可见

动脉血进入针筒，取血完毕后注意止血。此法一次抽血可达 15ml。但抽血时应注意，由于

兔耳中央动脉容易发生痉挛性收缩，因此抽血前，必须先让兔耳充分充血，当动脉扩张，

未发生痉挛性收缩之前立即进行抽血，如果等待时间过长，动脉经常会发生较长时间的痉

挛性收缩。取血用的针头一般用 6 号针头，不要太细。针刺部位从中央动脉末端开始。不

要在近耳根部取血，因耳根部软组织厚，血管位置略深，易刺透血管造成皮下出血。 

3.心脏取血 

将家兔仰卧固定，在第三肋间胸骨左缘 3 毫米处注射针垂直刺入心脏，血液随即进入

针管。注意事项有：⑴动作宜迅速，以缩短在心脏内的留针时间和防止血液凝固；⑵如针

头已进入心脏但抽不出血时，应将针头稍微后退一点。⑶在胸腔内针头不应左右摆动以防

止伤及心，肺、一次可取血 20-25ml。 

4.后肢胫部皮下静脉取血 

将兔仰卧固定于兔固定板上，或由一人将兔固定好。拔去胫部被毛，在胫部上端股部

扎以橡皮管，则在胫部外侧浅表皮下，可清楚见到皮下静脉。用左手两指固定好静脉，右

手取带有 5（1/2）号针头的注射器内皮下静脉平行方向刺入血管，抽一下针栓，如血进入

注射器，表示针头已刺入血管，即可取血。一次可取 2～5ml。取完后必须用棉球压迫取血

部位止血，时间要略长些，因此处不易止血。如止血不妥，可造成皮下血肿，影响连续多

次取血。 

5.股静脉、颈静脉取血 

先作股静脉和颈静脉暴露分离手术 

⑴股静脉取血 注射器平行于血管，从股静脉下端向心方向刺入，徐徐抽动针栓即可

取血。抽血完毕后要注意止血。股静脉较易止血，用于纱布轻压取血部位即可。若连续多

次取血，取血部位宜尽量选择靠离心端。 

⑵外颈静脉取血 注射器由近心端（距颈静脉分支 2-3 厘米处）向头侧端顺血管平等

方向刺入，使注射针一直引深至颈静脉分支叉处，即可取血。此处血管较粗，很容易取血，

取血量也较多，一次可取 10ml 以上。取血完毕，拔出针头，用干纱布轻轻压迫取血部位

也易止血。兔急性实验的静脉取血，用此法较方便。 

（四）狗、猫采血法 

1.后肢外侧小隐静脉和前肢内侧下头静脉采血 

此法最常用，且方便。后肢外侧小隐静脉在后肢胫部下 1/3 的外侧浅表的皮下，由前

侧方向后行走。抽血前，将狗固定在狗架上或使狗侧卧，由助手将狗固定好。将抽血部位

的毛剪去，碘酒一酒精消毒皮肤。采血者左手拇指和食指握紧剪毛区上部，使下肢静脉充



盈，右手用连有 6 号或 7 号针头的消毒器迅速穿刺入静脉，左手放松将针固定，以适当速

度抽血（以无气泡为宜）。或将胶皮带绑在狗股部，或由助手握紧股部，即可，若仅需少

量血液，可以不用注射器抽取，只需用针头直接刺入静脉，待血从针孔自然滴出，放入盛

器或作涂片。 

采集前肢内侧皮下的头静脉血时，操作方法基本与上述相同。一只狗一般采 10-20ml

血并不困难。 

2.股动脉采血 

本法为采取狗动脉血最常用的方法。操作也较简便。稍加以训练的狗，在清醒状态下

将狗卧位固定于狗解剖台上。伸展后肢向外伸直，暴露腹肥肉沟三角动脉搏动的部位，剪

去毛。用碘酒消毒。左手中指、食指探摸股动脉跳动部位，并固定好血管，右手取连有 5

（1/2）号针头的注射器，针头由动脉跳动处直接刺入血管，若刺入动脉一般可见鲜红血液

流入注射器，有时还需微微转动一下针头或上下移动一下针头，方见鲜血流入。有时，往

往刺入静脉，必须重抽之。待抽血完毕，迅速拔出针头，用干药棉压迫止血 2～3 分钟。 

3.心脏采血 

本法最好在麻醉下进行，驯服的狗不麻醉也行。将固定在手术台上，前肢向背侧方向

固定，暴露胸部，将左侧第 3-5 肋间的被毛剪去，用碘酒-酒精消毒皮肤。采血者用左手触

摸左侧 3-5 肋间处，选择心跳最显处穿刺。一般选择胸骨左缘外 1cm 第 4 肋间处。取连有

6（1/2）号针头的注射器，由上述部位进针，并向动物背侧方向垂直刺入心脏。采血者可

随针接触心跳的感觉，随时调整刺入方向和浓度，摆动的角度尽量小，避免损伤心肌过重，

或造成胸腔大出血。当针头正确刺入心脏时，血即可进入抽射器，可抽取多量血液。 

4.耳缘静脉采血 

本法宜取少量血液作血常规或微量酶活力检查等。有训练的狗不必绑嘴，剪去耳尖部

短毛，即可见耳缘静脉，手法基本与兔相同。 

5.颈静脉 

狗不需麻醉，经训练的狗不需固定，未经训练的狗应予固定。取侧卧位，剪去颈部被

毛约 10×3cm2 范围，用碘酒、酒精消毒皮肤。将狗颈部拉直，头尽量后抑。用左手拇指压

住颈静脉入胸部位的皮肤。使颈静脉怒张，右手取连有 6（1/2）号针头的注射器。针头沿

血管平行方向向心端刺往前血管。由于此静脉在皮下易滑动，针刺时除用左手固定好血管

外，刺入要准确。取血后注意压迫止血。采用此法一次可取较多量的血。 

猫的采血法基本与狗相同。常采用前肢皮下头静脉、后肢的股静脉、耳缘静脉取血。

需大量血液时可从颈静脉取血。方法见前述。 

（五）猴采血法 

与人类的采血法相似，常用者有以下几种： 



1.毛细血管采血 需血量少时，可在猴拇指或足跟等处采血。采血方法与人的手指或

耳垂处的采血法相同。 

2.静脉采血 最宜部位是后肢皮下静脉及外颈静脉。后肢皮下静脉的取血法与狗相似。 

用外颈静脉采血时，把猴固定在猴台上，侧卧，头部略低于台面，助手固定猴的头部

与肩部。先剪去颈部的毛，用碘酒-酒精消毒，即可见位于上颌角与锁骨中点之间的怒张的

外颈静脉。用左手拇指按住静脉，右手持连 6（1/2）号针头的注射器，其它操作与人的静

脉取血同。 

也可在肘窝、腕骨、手背及足背选静脉采血。但这些静脉更细、易滑动、穿刺难，血

流出速度慢。 

3.动脉采血 股动脉可触及。取血量多时常被优先选用，手法与狗股动脉采血相似。

此外，肱动脉与桡动脉也可用。 

（六）羊的采血方法 

常采用颈静脉取血方法。也可在前后肢皮下静脉取血。颈静脉粗大，容易抽取，而且

取血量较多，一般一次可抽取 50-100ml。 

将羊蹄捆缚，按倒在地，由助手用双手握住羊下颌，向上固定住头部。在颈部一侧外

缘剪毛约 2 寸范围，碘酒、酒精消毒。用左手拇指按压颈静脉，使之怒张，右手取连用粗

针头的注射器沿静脉一侧以 39 度倾斜由头端向心方向刺入血管，然后缓缓抽血至所需量。

取血完毕，拔出针头，采血部位以酒精棉球压迫片刻，同时迅速将血液注入盛有玻璃珠的

灭菌烧瓶内，振荡数分钟，脱去纤维蛋白，防止凝血，或将血液直接注入装有凝剂的烧瓶

内。 

（七）鸡、鸽、鸭的采血方法 

鸡和鸽常采用的取血方法，是从其翼根静脉取血。如需抽取血时，可将动脉翅膀展开，

露出腋窝，将羽毛拔去，即可见到明显的翼根静脉，此静脉是由翼根进入腋窝的一条较粗

静脉。有碘酒、酒精消毒皮肤。抽血时用左手拇指、食指压迫此静脉向心端，血管即怒张。

右手取连有 5（1/2）号针头的注射器，针头由翼根向翅膀方向沿静脉平行刺入血管内，即

可抽血，一般一只成年动物可抽取 10-20ml 血液。也常采用右侧颈静脉取血。右侧颈静脉

较左侧粗，故用右侧颈静脉。以食指和中指按住头的一侧，用酒精棉球消毒右侧颈静脉的

部位。以拇指轻压颈根部以使静脉充血。右手持注射器刺入静脉取血。常采用取血法还有

爪静脉取血和心脏取血。在爪根部与爪中所见血管尖端之间切断血管，以吸管或毛细胞直

接取血。亦可将注射针刺入心脏内取血。 

  

十、急性动物实验中常用的手术方法 



急性动物实验中常以血压、呼吸等为指标，以静脉注射、放血等为实验方法。需要曝

露气管、颈总动脉，颈外静脉，股动脉，股静脉，并做相应的插管，以及分离迷走神经，

减压神经及股神经等。因此手术主要颈部及股部进行，现分述如下： 

（一）兔、狗颈部手术 

颈部手术的目的在于暴露气管、颈部血管并作相应的插管以及分离神经等。颈部手术

成败的关键在于熟悉动物颈部及手术要领，防止损伤血管和神经（图 11-19）现以兔为例，

说明如下： 

 

图 11-20 家兔颈部血管神经解剖位置示意图 

1.家兔背位固定于兔台上，颈部剪毛。 

2.动物麻醉 一般作局部浸润麻醉，在颈部正中线皮下注 1%普鲁卡因，亦可选用 20%

乌拉坦作全身麻醉。 

3.气管及颈部血管神经分离术 

⑴气管暴露术：用手术刀沿颈部正中线从甲状软骨处向下靠近胸骨上缘作一切口（兔

长约 4～6cm，狗的长约 10cm）；因兔颈部皮肤较松驰亦可用手术剪沿正中线剪开。切开



皮肤后，以气管为标志从正中线用止血钳钝性分离正中的肌群和筋膜即可暴露气管，分离

食道与气管，在气管下穿过一条粗线备用。 

⑵颈总动脉分离术：正中切开皮肤及皮下筋膜，暴露肌肉。将肌肉层与皮下组织分开。

此时清楚可见在颈中部位有两层肌肉。一层与气管平行，复于气管上，为胸骨舌骨肌。其

上又有一层肌肉呈 V 字形走行向左右两侧分开。此层为胸锁乳突肌。用镊子轻轻夹住一侧

的胸锁乳突肌，用止血钳在两层肌肉的交接处（即 V 形沟内）将它分开（注意，切勿在肌

肉中分，以防出血）。在沟底部即可见到有搏动的颈总动鞘。用眼科镊子（或纹式止血钳）

细心剥开鞘膜，避开鞘膜内神经，分离出长约 3-4cm 的颈总动脉，左其下穿两根线备用。 

颈动脉窦分离术：在剥离两侧颈总动脉基础上，继续小心地沿两侧上方深处剥离，直

至颈总动脉分叉处膨大部分，即为颈动脉窦，剥离时勿损伤附近的血管神经。 

⑶颈部迷走、交感、减压神经分离术：于家兔颈部，在找到颈动脉鞘以后，将颈总动

脉附近的结缔组织薄膜镊住，并轻拉向外侧使薄膜张开，即可见薄膜上数条神经，根据各

条神经的形态、位置和走向等特点来辨认，迷走神经最粗，外观最白，位于颈总动脉外侧，

易于识别。交感神经比迷走神经细，位于颈总动脉的内侧，呈浅灰色；减压神经细如头发，

位于迷走神经和交感神经之间，在家兔为一独立的神经，沿交感神经外侧后行走，但在人、

狗此神经并不单独行走，而是行走于迷走、交感干或迷走神经中。将神经细心分离出 2-3cm

长即可，然后各穿细线备用。 

⑷颈外静脉暴露术 颈外静脉浅，位于颈部皮下，其属支外腭静脉和内腭静脉，颈部

正中切口后，用手指从皮肤外将一侧部组织顶起，在胸锁突乳肌外缘，即可见很粗而明显

的颈外静脉。仔细分离长约 3-4cm 的颈外静脉，穿两线备用。 

4.气管及颈部血管插管术 

在前述分离术的基础上，按需要选作下列插管术。 

⑴气管插管术：暴露气管后在气管中段，于两软骨环之间，剪开气管口径之半，在向

头端作一小纵切口呈倒“T”形。用镊子夹住 T 形切口的一角，将适当口径的气管套管由切

口向心端插入气管腔内，用粗线扎紧，再将结扎线固定于“Y”形气管插管分叉处，以防气

管套管脱出。 

⑵颈总动脉插管术：颈总动脉主要用于测量颈动脉压。为此，在插管前需使动物肝素

化，并将口径适宜的充满抗凝液体（也可用生理盐水）的动脉套管（也可用塑料管）准备

好，将颈总动脉离心端结扎线之间。插管时以左手拇指及中指拉住离心端结扎线头，食指

从血管背后轻扶血管。右手持锐利的眼科剪，使与血管呈 45 度角，在紧靠离心端结扎线

处向心一剪，剪开动脉壁之周径 1/3 左右（若重复数剪易造成切缘不齐，当插管时易造成

动脉内膜内卷或插入层间而失败），然后持动脉套管，以其尖端余面与动脉平均地向心方

向插入动脉内，用细线扎紧并在套管分叉处打结固定。最后将动脉套管作适当固定，以保

证测压时血液进出套管之通畅。 



⑶颈外静脉插管术：颈外静脉可用于注射、输液和中尽静脉压之测量。血管套管插入

方法与股静脉相似，现将用于中心静脉压测量的插和作一简介： 

在插管前先将兔肝素化，并将联接静脉压检压计的细塑料管导管充盈含肝素之生理盐

水。在导管上作一长 5-8cm 的记号，导管准备好后，先将静脉远心端结扎，靠近结扎点的

向心端作一剪口，将导管插入剪口，然后一边拉结扎线头使颈外静脉与颈矢状面、冠状面

各呈 45 度角，一边轻柔地向心端缓慢插入，遇有阻抗即退回改变角度重插，切不可硬插

（易插破静脉进入胸腔）一般达导管上记号为止，此时可达右心房入口处。若导管插管成

功，则可见静脉压检压计水面或漂浮于中心静脉压数值附近随呼吸而上下波动。 

（二）兔、狗股部手术 

股部手术目的在于分离股神经、股动、静脉及进行股动、静脉插管，以备放血、输血

输液、注射药物等用。狗肌部神经、血管解剖特点见图 11-20。 

 

图 11-20 狗股部神经、血管解剖特点 

狗、兔等动物手术方法基本相同。现以兔为例其基本步骤如下： 

1.动物背位固定于兔台上，腹股沟部剪毛。 

2.用手指触摸股动脉搏动，辨明动脉走向，在该处作局部麻醉并作方向一致长约 4-5cm

的切口。用止血钳小心分离肌肉及深部筋膜，便清楚地暴露出股三角区。骨三角区上界为



鼠蹊韧带，内界为缝匠肌，外界为内收长肌。肌动脉及神经即由此三角区通过。股神经位

于外侧，股静脉位于内侧，肌动脉位于中间偏后。 

3.用止血钳细心将股神经首先分出，然后分离股动、静脉间的结缔组织，清楚地暴露

股静脉，如作插管可分离出一段静脉（约 2-2.5cm）。穿两根细线备用。再仔细分离股动

脉，将股动脉与其部的组织分离开，长约 2-2.5cm。切勿伤及股动脉分支。动脉下方穿两

根细线备用。 

4.在动物行肝素化后作股动、静脉插管。狗的血管粗大，插管较易。家兔血管细，插

管较难；因此要细致耐心和掌握要领。 

（1）股动脉插管术：于肌动脉近心端用动脉夹夹住，近心端用细线结扎，牵引此线在

贴近远心端结扎处剪开血管向心插入动脉套针或塑料管，结扎固定后备放血或注射用。 

（2）股静脉插管术：股静脉插管术，除不需用动脉夹外，基本与股动脉插管相同。但

因静脉于远心端结扎后静脉塌陷呈细线状，较难插管，因此可试用静脉充盈插管法。即：

在股静脉近心端用血管夹夹住（也可用线提起），活动肢体使股静脉充盈，股静脉远心端

结扎线打一活扣，待手术者剪口插入套针后，再由助手迅速结扎紧。 

  

十一、实验动物的急救措施 

当实验进行中因麻醉过量、大失血、过强的创伤、窒息等各种原因，而使动物血压急

剧下降甚至测不到。呼吸极慢而夫规则甚至呼吸停止、角膜反射消失等临床死亡症状时，

应立即进行急救。急救的方法可根据动物情况而定。对狗、兔、猫常用的急救措施有下面

几种。 

（一）针刺 

针刺人中穴对挽救家兔效果较好。对狗用每分钟几百次频率的脉冲电刺激膈神经效果

较好。 

（二）注射强心剂 

可以静脉注射 0.1%肾上腺素 1ml，必要时直接作心脏内注射。肾上腺素具有增强心肌

收缩力，使心肌收缩幅度增大与加速房室传导速度、扩张冠状动脉、增强心肌供血、供氧

及改善心肌代谢、刺激高位及低位心脏起搏点等作用。 

当动物注射肾上腺素后，如心脏已搏动但极为无力时，可从静脉或心腔内注射 1%氯

化钙 5ml。钙离子可兴奋心肌紧张力，而使心肌收缩加强，血压上升。 

（三）注射呼吸中枢兴奋药 

可从静脉注射山梗莱碱或尼可刹米。给药剂量和药理作用如下： 

尼可刹米：每条动物一次注 25%1ml。此药可直接兴奋延髓呼吸中枢，使呼吸加速加

深；对血管运动中枢的兴奋作用较弱。在动物抑制情况下作用更明显。 



山梗莱碱：每条动物一次可注入 1%0.5ml。此药可刺激颈动脉体的化学感受器，反射

性地兴奋呼吸中枢；同时此药对呼吸中枢还有轻微的直接兴奋作用。作为呼吸兴奋药，它

比其他药作用迅速而显著。呼吸可迅速加深加快，血压亦同时升高。 

（四）动脉快速注射高渗葡萄糖液 

一般常采用经动物肌动脉逆血流加压、快速、冲击式的注入 40%葡萄糖溶液。注射量

根据动物而定，如狗可按 2-3ml/kg 体重计算。这样可刺激动物血管内感受器，反射性地引

起血压呼吸的改善。 

（五）动脉快速输血、输液 

在作失血性休克或死亡复活等实验时采用。可在动物股动脉插一软塑料套管，连接加

压输液装置（血压计连接输液瓶上口，下口通过胶皮管连接塑料套管）。当动物发生临床

死亡时，即可加压（180-2000mmHg）快速从股动脉输血和低分子右旋糖酐。如实验前动

物曾用肝素抗凝，由于微循环血管中始终保持通畅，不出现血管中血液凝固现象，因此就

是动物出现临床死亡后数分钟，采用此种急救措施仍易救活。 

（六）人工呼吸 

可采用双手压迫动物胸廓进行人工呼吸。如有电动人工呼吸器，可行气管分离插管后，

再连接人工呼吸器进行人工呼吸。一旦见到动物自动呼吸恢复，即可停止人工呼吸。 

有条件时，当动物呼吸停止，而心搏极弱或刚停止时，可用 5%CO2和 60%O2的混合气

体进行人工呼吸，效果更好。 

采用人工呼吸器时，应调整其容量：大鼠为 50 次/分钟，每次 8ml/kg(即 400ml/kg/分

钟)；兔和猫为 30 次/分钟，每次 10ml/kg（即 300ml/kg/分钟）；犬为 20 次/分钟，每次

100ml/kg(即 2000ml/kg/分钟)。 

  

十二、实验动物的处死方法 

（一）蛙类 

常用金属探针插入枕骨大孔，破坏脑脊椎的方法处死。将蛙用温布包住，露出头部，

左手执蛙，并且用食指按压其头部前端，拇指按压背部，使头前俯；右手持金属探针由头

前端沿线向尾方刺触，触及凹陷处即枕骨大孔所在。将探针由凹陷处垂直刺入，刺破皮肤

即入枕骨大孔。这时将探针尖端转向头方，向前探入颅腔，然后向各方搅动，以捣毁脑组

织，如探针确在颅腔内，实验者可觉出针在四面皆壁的腔内。脑组织捣毁后，将探针退出，

再由枕骨大孔刺入，并转向尾方，与脊柱平行刺入椎管，以破坏脊髓。脑和脊髓是否被完

全破坏，可检查动物四肢肌肉的紧张性是否完全消失。拔出探针后，用一小干棉球将针孔

堵住，以防止其出血。 



操作过程中要防止毒腺分泌物射入实验者眼内。如被射入时，即需立即用生理盐水冲

洗眼睛。 

（二）大鼠和小鼠 

1.脊椎脱臼法 

右手抓住鼠用力向后拉，同时左手拇指与食指用力向下按住鼠头，将脊髓与脑髓拉断，

鼠便立即死亡。 

2.断头法 

实验者戴上棉绿纱手套，用右手握住大鼠头部，左手握住背部，露出颈部，助手用剪

刀在鼠颈部将鼠头剪掉。小鼠处死法相同。 

3.击打法 

右手抓住鼠尾，提起，用力摔击其头部，鼠痉挛后立即死亡。用小木锤用力击打鼠头

部也可致死。 

4.急性大失血法 

可采用鼠眼眶动脉和静脉急性大量失血方法使鼠立即死亡。 

5.化学致死法 

吸入一氧化碳，大、小鼠在一氧化碳浓度为 0.2-0.5%环境中即可致死。 

皮下注射士的年，吸入乙醚、氨仿，均可致死。士的年注射量，小鼠为 0.76～2.0mg/kg

体重，大鼠 3.0-3.5ml/kg 体重。氯化钾处死大鼠剂量：25%溶液 0.6ml/只静脉注入。 

（三）狗、猫、兔、豚鼠 

1.空气栓塞法 

向动物静脉内注入一定量的空气，使之发生栓塞而死。当空气注入静脉后，可在右心

随着心脏的跳动使空气与血液相混致血液成泡沫状，随血液循环到全身。如进入肺动脉，

可阻梗其分支，进入心脏冠状动脉，造成冠状动脉阻塞，发生严重的血液循环障碍，动物

很快致死。一般兔、猫等静脉内注入 20-40ml 空气即可致死。每条狗由前肢或后肢皮下静

脉注入 80～150ml 空气，可很快致死。 

2.急性失血法 

先使动物轻度麻醉，如狗可按每公斤体重静脉注射硫喷妥纳 20-30mg，动物即很快入

睡。暴露股三角区，用锋利的杀狗刀在股三角区作一个约 10cm 的横切口，把股动、静脉

全切断，立即喷出血液。用一块湿纱布不断擦去股动脉切周围处的血液和血凝块，同时不

断的用自来水冲洗流血，使股动脉切口处保持畅通，动物 3～5 分钟内即可致死。采用此

种方法，动物十分安静，对脏器无损伤，对活杀采集病理切片标本是一种较好的方法。 

3.破坏延脑法 



如果急性实验后，脑已暴露，可用器具将延髓破坏，导致动物死亡。对家兔也可用木

锤用力锤击其后脑部，损坏延脑，造成死亡。 

4.开放性气胸法 

将动物开胸，造成开放性气胸。这时胸膜腔的压力与大气压力相等，肺脏因受大气压

缩发生肺萎陷，纵隔摆动，动物窒息而死。 

5.化学药物致死法 

静脉内注入一定量的氯化钾溶液，使动物心肌失去收缩能力，心脏急性扩张，致心脏

驰缓性停跳而死亡。每条成年兔由兔耳缘静脉注入 10％氯化钾溶液 5～10ml；每条成年狗

由狗前肢或后肢下静脉注入 20～30ml。即可致死。 

静脉内注入一定量的福尔马林溶液，使血液内蛋白凝固，动物由于全身血液循环严重

障碍和缺氧而死。每条成年狗静脉注入 10%福尔马林溶液 20ml 即可致死。也可将福尔马

林与酒精按一定比例配成动物致死液应用。 

皮下注射士的年致死：豚鼠剂量为 3.0-4.4mg/kg 体重，兔 0.5-0.5mg/kg 体重，狗

0.3-0.42mg/kg 体重，猫 1.0-2.0mg/kg 体重。 

经口或注年 DDT 致死；（LD50）：豚鼠：经口 0.4g/kg 体重，皮下 0.9g/kg 体重。兔：

经口 0.3g/kg 体重，皮下 0.25g/kg 体重；静脉 0.043g/kg 体重。狗：静脉 0.067g/kg 体重。 

 


