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摘　要 ：在鹿茸的生长期，鹿茸对痛觉和不连续的触摸非常敏感，空间位置感也非常强，说明鹿茸含有丰

富的神经系统。鹿茸作为能够完全再生的哺乳动物器官，其皮肤、血管、神经等组织成分也随之完全再生。

弄清鹿茸神经再生的调控机制，将为临床上的神经损伤修复提供基础数据或有效途径。该文对鹿茸神经的

结构、发生以及再生过程、再生机制等进行综述，旨在为神经损伤后的有效修复提供参考和指导。
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Research progress of deer antler nerve regeneration
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Abstract: Deer antler is rich in nervous system. During the growth period of antler, it is very sensitive to pain and 
discontinuous touch, and has a strong sense of spatial position. As a mammalian organ, deer antler can regenerate 
completely, and its skin, blood vessels, nerves and other tissue components also completely regenerate. 
Understanding the regulatory mechanism of antler nerve regeneration will provide basic data or available 
approaches for clinical nerve injury repair. In this paper, the structure of antler nerves, the process of neurogenesis 
and regeneration, and regeneration mechanism of antler nerves were reviewed, aiming to provide guidance for 
effective repair of nerve injury.
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鹿茸是目前为止发现的在自然界中唯一一个能

够周期性完全再生的哺乳动物器官 [1]。对于大多数

鹿 (cervidae) 种，上一年完全骨化的鹿角在春季从

角柄 ( 位于鹿头部额骨的永久性骨桩 ) 上脱落，角

柄残桩上的伤口迅速愈合，新生鹿茸从愈合处重新

长出；在夏季进入快速生长期 ( 生长高峰期可达到

2~3 cm/d)，之后开始钙化；完全钙化后的鹿角做为

交配季节争夺配偶的武器；进入冬季，钙化后的鹿

角依附于活组织角柄上等待新一轮的重生 [2-3]。

不同于普通的牛角或羊角，鹿茸是动物的附属

器官，其中富含神经、软骨、骨、皮肤 ( 缺乏肌肉

组织 ) 以及丰富的血管，为其快速生长提供所需的

营养物质，并在雄激素的调控下实现每年周期性的

脱落与再生 ( 图 1)[4-5]。研究证实鹿茸是角柄骨膜

(pedicle periosteum, PP) 的衍生物，角柄骨膜细胞

(pedicle periosteum cells, PPC)被定义为鹿茸干细胞，

可以表达多种胚胎干细胞标记物，在离体情况下可

被诱导分化成多类型的体细胞 [6-7]。

鹿茸的再生是指包括软骨、皮肤、血管以及神

经等组织在几个月内以远超普通细胞，甚至癌细胞

的生长速度下实现完全再生 [8-9]。但通过角柄骨膜

与皮肤之间插入非通透性膜的实验发现，鹿茸外部

结构的再生是由角柄骨膜诱导实现的，而不是这些
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组织本身就具有完全再生的特性 [10]。为证明这种诱

导是通过细胞间的相互接触还是通过交换小分子游

离物质而完成的，本实验室又进行了在角柄骨膜与

皮肤之间插入半通透性薄膜 (0.45 μm 孔径 ) 的实验，

结果发现鹿茸的皮肤以及附着的血管和神经都实现

了部分再生 ( 尚未发表 )。因此，鹿茸外部组织的

再生可能是由角柄骨膜分泌的游离小分子物质诱导

实现的。虽然神经组织对于鹿茸的发生和再生并非

必需，如切断生茸区的感觉神经未能阻止角柄的发

育和初角茸的生长，但鹿茸的生长受到严重的影响，

长出的鹿茸在重量和长度上都小于正常鹿茸 [11]。另

外，若单侧切除角柄的交感神经和感觉神经，无论

是单独切除还是同时切除，与对照鹿茸相比，去神

经的鹿茸发育不良而且形态畸形 [12]。所以神经的再

生在鹿茸再生过程中扮演了十分重要的角色，而其

机制探讨对于神经损伤修复也是意义重大。

1　鹿茸神经的结构

鹿茸包含有髓神经和无髓神经两种，这些神经

在鹿茸中与血管并行，神经胶质纤维酸性蛋白 (glial 
fibrillary acidic protein, GFAP) 免疫染色发现有施万

细胞伴随，神经纤维束被神经纤维束膜包裹 [9]。

通过对鹿茸神经纤维化学标记物进行检测发

现，鹿茸神经纤维类型主要有 Aβ、Aδ 和肽能 C 纤

维 ( 图 2)[13]。在鹿茸中，Aβ、Aδ 神经纤维为刺激

或损伤提供精确定位，负责对碰触刺激完成退缩反

射和末端感受；肽能 C 纤维参与炎症和伤口愈合，

对灼痛引起慢反应，并释放降钙素基因相关肽

(calcitonin gene-related peptide, cGRP) 和 P 物质 [13]。

除了感觉神经外，鹿茸不存在其他神经成分，未发

现运动神经纤维，这与鹿茸缺乏肌肉组织相关。在

鹿茸皮肤的血管中未发现肾上腺素能神经 [14]。

2　鹿茸神经的发生

角柄神经主要由来源于三叉神经的颧颞分支、

眼眶上分支的感觉神经和来源于颈上神经节的交感

神经纤维组成 [12]( 图 3)。
角柄的交感神经来源于头部颈上神经节，尤其

是第二颈上神经。眼眶上神经和颧颞神经是行至角

柄的最大神经 [15-16]。眼眶上神经来源于三叉神经的

眼睛分支，眶上神经是单独的一束，出现在颅骨的

下方，眼眶的上缘 ( 赤鹿，距眼角中间 1.5~2.0 cm)，
经过背侧边缘，邻近眼角，通过眼轮匝肌的尾部向

鹿茸基部发出几条神经，然后分出 6 根或更多的小

枝延伸到角柄和鹿茸的内侧部及前部表面 [16]。颧颞

神经来源于三叉神经的上颌分支，作为一个较大神

经从颞窝浮现，在颧骨尾缘经过前额骨，并且立即

分支，产生许多朝鹿茸基部和耳部的分支；其中，

大部分分枝向鹿茸基部伸展，而小部分在鹿茸的背

面向耳部区域呈扇形伸展 ；从颧骨弓到达茸基部

的颞颥神经分支外行到角柄的侧面和后面，然后分

出 6 条或更多条神经束，上行到茸体。眶上和颞颥

神经在鹿茸中的分布分别与浅颞动脉侧面及中央冠

状动脉分支的分布相似 [15-17]。

3　鹿茸神经的再生

鹿茸的神经丛来源于三叉神经颧颞和眼眶上分

支的角柄感觉神经再生。随着茸皮的枯死，脱落退

回到角柄的血管层的神经保持休眠状态，等待下一

年春天的再生信号。鹿茸的神经与角柄的神经相比，

在组织结构上是没有差别的。分布在鹿茸中的神经

主要为副交感神经，没有交感神经分布 [16,18]。

(A)鹿茸与角柄的位置。黑色箭头：角柄；白色箭头：鹿茸；五角星：鹿茸顶端生长中心。(B)鹿茸顶端5 cm纵切面。外部结

构包括皮肤(skin)、血管(blood vessel)和神经(nerve)，内部结构主要由软骨(cartilage)、骨(bone)组成。(C-E)分别为鹿茸的皮

肤、血管和神经的组织结构。

图1  鹿茸的组织结构
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在鹿茸的骨膜与真皮间的血管层中，分布着丰

富的小神经纤维束，这些神经束位于疏松结缔组织

中单个动脉和静脉之间 ( 图 4)[9]。Li 等 [19-20] 对鹿茸

神经纤维的分布进行了详细的研究，结果发现，神

经穿过或在血管层上，进而伸向许多其他表面。免

疫组化结果表明，神经纤维集中分布在血管层，也

在真皮、表皮、骨膜，甚至软骨组织中。大多数神

经纤维在尖部独立存在，而在基部成束存在 [9,12]。

神经轴突的直径约为 0.5~3 μm，对比鹿茸尖部和茸

干部神经轴突密度发现，在真皮和间质层的夹层中，

茸干部比茸尖部致密 [11]。由于鹿茸惊人的生长速度，

位于其最尖部的组织可能是在最后几个小时内形成

(A-D)离开三叉神经节的眼部神经对照染色。(A、B)分别为神经丝蛋白-200 (neurofilament-200, NF200)(绿色)和 cGRP (红色)
的免疫染色，含有所有组合(NF200+/cGRP−、NF200+/cGRP+、NF200−/cGRP+)。(C、D)分别为IB4 (绿色)和神经轴突标记物染

色。非NFp+纤维由同工凝集素B4 (isolectin B4, IB4)标记。一些 IB4+细胞围绕着NFp+轴突(D中箭头)，相当于施万细胞。(E、
F)分别为鹿茸基部(E)和尖部(F)神经纤维的cGRP (红色)和NF200 (绿色)免疫染色。Aβ：NF200+/cGRP−；Aδ：NF200+/cGRP+；

肽能C纤维：NF200−/cGRP+。

图2  神经化学标记鉴定鹿茸的神经纤维类型[13]

生长鹿茸的神经来源于三叉神经发出的颞颥和眶上神经分

支，并伴随着颞浅动脉到达鹿茸。

图3  鹿茸的神经来源[12]
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的，因此神经末梢可能还没来得及长入这些组织。

鹿茸神经与血管伴行，这种现象被认为是神经

生长因子在血管壁上的表达所引起的。在鹿茸生长

过程中，神经生长因子在血管壁上的表达在神经生

长之前，指导神经生长轨迹 [19,21]。在鹿茸中发现有

一些再生神经轴突沿着茸干向上生长延伸，然后分

支以形成成熟的感觉神经末梢，而另一些继续向上

延伸到更远的部位再进行分支分化 [11]。Bubenik[22]

提出在神经元末梢达到其靶组织之前，它们的生存

由独立于神经营养因子的阶段转变到依赖神经生长

因子的阶段，并且推测这种转变是在神经元内的时

间钟控制下完成的，鹿茸神经轴突的分支和成熟与

单个神经元内存在时间钟的理论相一致。这可能就

解释了为什么一些神经元继续向上生长延伸，而另

一些则停下来分化而分支成感觉神经末梢，但需要

进一步的证实。

4　鹿茸神经再生机制的探讨

组织学研究发现，鹿茸的神经与动脉血管伴行，

推测在其发生与再生过程中，鹿茸的血管要先行一

步，然后分泌刺激因子，刺激神经的再生。鹿茸的

神经再生与其血管再生的诱导机制具有一定的相似

性，均可能由化学诱导和鹿茸生长延长而产生的机

械牵拉 ( 机械张力 ) 共同作用来实现 [23-24]。

4.1　化学诱导在鹿茸神经再生中的作用

为了确定鹿茸神经的再生由角柄骨膜来源的化

学诱导所引起，Li 等 [25] 通过水提方法获得角柄骨

膜 (PP) 衍生组织多肽，对人的神经瘤母细胞 (SK-
N-SH) 进行分化作用实验。结果发现，角柄骨膜提

取物组从分化的 SK-N-SH 细胞团中发出很多神经

轴突，而脸部骨膜 (face periosteum, FP) 提取物组没

有神经轴突发出，说明 PP 提取物一定有很强的神

经活性，从而支持了鹿茸神经再生需要 PP 的化学

诱导作用的假设。目前的研究已经发现很多分子在

诱导鹿茸神经再生中起到重要的作用 [26-28]。

4.1.1　内分泌因子

鹿茸再生受激素调节，在鹿茸生长期，一些有

促轴突生长特性的因子 [29]，如胰岛素样生长因子 -1 
(insulin-like growth factor-1, IGF-1) 或三碘甲状腺

氨酸 (triiodothyronine, T3) 表现高血水平 [30-32]。然

而，体外分析表明，不同循环时期获得的血清对

轴突生长的促进作用是一样的，可能是施万细胞

量的提高掩盖了血清的直接影响 [33]。因此，许多

研究者预测旁分泌因子可能对神经生长起到主要

的调节作用 [34]。

4.1.2　旁分泌因子

在鹿茸中，神经营养因子 -3 (neurotrophic factor 3, 
NT-3) 高度表达 [35]。然而，NT-3 的表达水平与神经

分布的密度和类型直接相关：在间质层和前成软骨

层之间最高，在软骨层中最低。这意味着 NT-3 并

未在位于生长神经末梢前面的靶组织中表达，因此

认为 NT-3 可能并不起诱导神经长入靶组织的作用，

而仅仅是参与神经的生存和分化。但鹿茸的一种提

取物能刺激培养组织块中的神经元外向生长，因此，

鹿茸中可能存在着另外一种或几种能够诱导神经朝

着靶组织生长的物质 [36]。

Li 等 [19] 对神经生长因子 (nerve growth factor, 
NGF) 在鹿茸神经再生中的作用进行了详细的研究。

NGF mRNA 表达于鹿茸真皮和间质层之间，主要

在动脉血管壁的平滑肌细胞上 ( 图 5)，这些表达

NGF 的平滑肌细胞都非常接近神经纤维，比最末端

的神经轴突更接近鹿茸的顶端，可能为神经末梢的

靶组织。由于鹿茸的神经始终与血管伴行 [9]，NGF

(A)鹿茸尖部组织学HE染色，鹿茸的组织构成。(B) 鹿茸尖

部组织细节。(E=表皮、OD=外真皮、ID=内真皮、VL=血
管层、M=间充质层、PC=前软骨)。(C)各组织内的神经纤维

染色，神经轴突定位在血管层上。(D)施万细胞(红色)包绕

着轴突(绿色)。
图4  鹿茸神经的组织学分布[9]
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在血管壁细胞中的表达有可能是为神经的快速生长

延伸开辟道路，该速度在高峰期可达到 21 mm/d[19]。

另外，NGF 表达量在切除神经后所生长的鹿茸中明

显升高，表明在向前生长的神经末梢和新形成的血

管平滑肌之间存在着细微的平衡反馈系统。Li 等 [19]

认为，在鹿茸再生过程中，血管平滑肌所表达的

NGF 是用来作为向导，为神经轴突的生长确定途径，

而鹿茸中的神经分布类型可能是由再生血管的类型

决定的。

Huo 等 [37] 最早发现鹿茸分泌的可溶性分子可

以增强神经的生长能力，促进其轴突的生长。Pita-
Thomas等 [9]进一步分析鹿茸不同组织对神经生长的

促进作用，结果表明，血管层有指导轴突生长的特

性，但不能促进神经生长。鹿茸分泌的可溶性分子

可以提高背根神经节 (dorsal root ganglia, DRG) 轴

突、PC-12 细胞以及三叉神经元轴突的向外生长。

对这种分泌成分进行处理分析，发现可能是蛋白质

成分在起作用。用 NGF 和 NT-3 阻断抗体处理，发

现促神经生长能力降低，但仍表现明显的刺激作用，

表明 NGF 在促进神经生长方面确实有明显的作用，

与体内表达情况一致；并且，其他蛋白质也可能对

神经生长有明显的促进作用 [38-40]。

Pita-Thomas 等 [41] 确定了鹿茸中表达的轴突生

长启动基因，利用基因芯片技术得到 90 个驱动子，

对其中的 15 个进行测序和 RT-PCR 分析，结合 Li
等 [42] 的研究结果，鉴定了许多与神经再生相关的

因子，包括神经营养因子、转化生长因子以及细胞

外基质等 [43]( 表 1)。
4.2　机械张力刺激在鹿茸神经再生中的作用

目前还没有机械张力驱动鹿茸神经再生的直接

证据，但研究表明，对于快速长距离生长的轴突来

说，机械张力刺激是最有效的方式 [51-53]。在动物生

长时期，轴突束在极端拉伸的状态下仍能维持结构

完整，功能正常。Pfister 等 [54] 报道，轴突束能被牵

拉生长 8 mm/d，并且能够从 100 μm 拉长到 10 cm，

而保持原有的细胞形态、密度、支架结构和细胞器。

显然，这个极限拉伸率与生长锥中最大神经生长率

1 mm/d 形成了鲜明的对比，因此，机械拉力是轴

突生长的主要驱动因素 [55-56]。极限拉伸情况下的电

生理学检测发现，在被拉伸的神经中 Na+、K+ 通道

密度增大，而且传递信号的能力不受影响 [59]。在动

物生长过程中，机械张力是神经快速延长最有效的

途径 [54]。那么，由 PP 来源的组织块快速生长所产

生的机械张力，在鹿茸神经的再生中可能起到非常

重要的作用。

(A、C)明视野。(B、D)暗视野。(A、B)反义NGF核酸探

针。(C、D)正义NGF核酸探针。

图5  鹿茸尖部动脉NGF探针原位杂交[19]

表1  生长鹿茸中鉴定的促神经轴突生长因子及相关功能

促神经生长因子 相关功能 文献

神经生长因子、神经营养因子-3、脑源性神经生长因子 促进鹿茸神经轴突生长，神经生长因子引导神经生长轨迹 [19,34]
碱性成纤维生长因子 促进神经元存活、轴突生长和周围神经再生 [44-45]
胰岛素样生长因子-1、胰岛素样生长因子-2	 再生过程中所必需的活性分子 [46]
血管内皮生长因子 对神经元保护和营养作用 [47]
骨形态发生蛋白-2、骨形态发生蛋白-3B、骨形态发生 骨形态发生蛋白引导神经发育轨迹，转化生长因子-β在 [48]
    蛋白-4、转化生长因子-β	     周围神经损伤后促进修复 
肝素结合细胞因子、多效生长因子 与血管内皮生长因子协同发挥对神经元的保护和营养作用 [42]
色素外延因子 间接促进鹿茸神经轴突的生长 [49]
层黏连蛋白、胶原蛋白 促进神经纤维的发生和神经轴突生长 [34]
硫酸乙酰肝素 参与再生起始阶段的糖胺聚糖 [50]
神经细胞黏附分子 参与神经细胞分化和营养作用 [42]
葡萄糖-6-磷酸异构酶、视黄酸、镍纹蛋白  神经轴突生长促进剂 [42]
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5　前景展望

现代医学所取得的巨大进步为机体受损后的修

复提供了多种方案，但与皮肤、血管和肌肉等组织

相比，神经损伤后的修复缓慢且不完全，严重影响

愈后功能 [58-59]。而世界上每年由于神经系统损伤承

受着各方面痛苦的患者数量逐年增加，神经系统损伤

已成为了人类残疾、功能障碍的主要原因之一 [60]。

鹿茸发生时，来源于颧颞和眼眶上分支的神经

经角柄延伸至鹿茸，且能在鹿角脱落后使鹿茸神经

完全再生。而将角柄骨膜完全隔离后的鹿茸神经失

去了再生能力，也说明了角柄骨膜细胞所分泌的小

分子物质对神经再生的重要性。如在动脉血管壁平

滑肌细胞表达的 NGF，为神经轴突的生长发挥导向

作用，与 NT-3、TGF-β、IGF-1 等多种因子协同作

用以及在机械张力牵拉的共同作用下刺激鹿茸神经

的快速生长，实现鹿茸神经的完全再生。发掘角柄

骨膜细胞分泌诱导鹿茸神经再生的关键因子，深入

探究鹿茸神经再生的作用机制，将会对如何实现神

经的快速生长和修复具有非常重要的临床意义。
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