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摘要    现代光学探测技术具有高空间分辨率、高时间分辨率、大信息量、无损
伤、可实现活体探测等优点, 因而成为实现单分子探测的首选方法. 针对单分子
探测中高时空分辨率、高灵敏度、高特异性的要求建立并发展了多种光学成像和

光谱探测方法. 在此基础上, 我们在活细胞内单个蛋白分子之间的相互作用、活
细胞内单个蛋白分子动力学、液体环境中单个分子的拉曼光谱等 3个方面开展了
应用基础研究, 这些工作为在单分子水平上研究生命活动的细节奠定了基础.  

关键词    单分子探测  全内反射荧光  荧光共振能量转移  双光子   

相干反斯托克斯 Raman  表面增强 Raman 

2003年末, 美国 Science杂志评出年度十大科技成就, 其中捕捉到细胞内部单个分子的多
种活动情况, 对运动中的分子马达以及正在消化 DNA的单个酶等进行了观察的单分子科研成
果入选其中[1]. 无庸置疑, 以解决生命科学问题为目标, 多学科、多角度交叉的单分子研究, 将
生命科学推入一个崭新的纪元. 我们知道, 迄今为止在生物学、生物化学, 医学等领域所进行
的众多研究, 绝大部分是集团水平的平均研究. 集团平均研究能够反应物质的平均特性, 具有
良好的代表性. 在过去的研究中, 它给我们带来了丰富的资料, 是我们对于物质世界认识的重
要基础. 但集团平均研究的深入, 带来了一系列悬而未决的疑问[2~7], 例如单个生物分子在细
胞内的动力学活动过程、生物大分子之间的相互作用、生化反应的中间产物等. 单分子探测则
为科学家解决这些前沿课题提供了全新的手段. 它克服了集团平均研究不可逾越的缺陷, 将
整体平均效应掩盖下的单个分子的特殊反应呈现在我们面前, 而对这些特殊反应的了解在我
们企图了解生命本质、物理本源的今天显得越来越重要[8,9].  

要想实现单分子研究, 必须发展超高分辨率的成像技术. 在这种需求下, 20 世纪 30 年代
扫描电子显微镜(scanning electron microscope, SEM)发展起来, 它导致了细胞研究的革命, 使
得生物学家得以从亚显微水平上认识细胞世界. 进入 80年代, 物理学家 Binnig等人[10]成功地

研制了新型的表面分析仪器－扫描隧道显微镜(scanning tunneling microscope, STM), 并利用
它观察到 Si的(1 1 1)面的清晰的原子结构, 使人类第一次进入到分子、原子世界. 1986年, 原
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子力显微镜(atomic force microscope, AFM)诞生[11], 它弥补了 SEM和 STM不能直接观察非导
电样品的缺陷, 带来了革命性的突破[12~14]. 随后静电力显微镜[15]和扫描离子电导显微镜[16]等

相继出现, 形成了一个丰富的扫描探针显微镜体系, 被广泛应用于表面上的单分子研究. 在这
些显微镜中, 探针与分子紧密接触, 当探针扫描过分子所附着的平面时, 会出现隧道电流或探
针的高度发生改变, 显示出探测到的分子. 扫描探针类显微镜在黏附于表面的分子探测上取
得了巨大的成功. 但是它们均存在样品与探针非常接近(在 nm 量级)、系统复杂、成像检测环
境苛刻、可能损伤生物体等缺陷, 从而极大地限制了这些方法在单分子研究、尤其是活体研究
中的深入. 在扫描探测类技术发展的同时, 电化学方法[17,18]、膜片钳技术[19]也相继提出. 电化
学方法具有高灵敏度, 可以在液态环境中探测, 但是它的本质是一种离子探测, 而不是真正的
单分子探测. 膜片钳技术同样具有高的灵敏度, 直到今天它仍然是离子通道探测的重要方法, 
但是它会损伤样品. 这些均严格限制了它们在活细胞单分子成像中的应用.  

与此同时, 新一代光学显微技术发展起来. 它们继承了传统光学成像技术的大信息量(如
偏振态、折射率、光谱等)的优势, 更以其高的空间分辨率和时间分辨率、无损伤以及对单分
子活体探测的可行性, 再次成为生物学家、物理学家和成像学家们研究的热点, 成为单分子探
测的首选技术 [20~27]. 单分子光学探测的方法根据探测模式可分为两大类: 宽场成像和点探  
测[28]. 点探测的优点在于: 高的信噪比、高的时间分辨(可达 µs量级的时间分辨)以及可以对静
止分子进行光谱测量. 缺点是很难同时观察到几个运动的分子. 宽场探测的优点在于: 可以同
时观察到几个分子的运动、时间分辨为 ms 量级. 缺点为: 激发体积相对较大, 信噪比降低(全
内反射照明方式的提出弥补了这一缺点, 但它是以减小探测深度为代价的). 点探测采用的探  
测器主要有雪崩光电二极管(avalance photodiode)和光电倍增管(photomultiplier tube). 一般光
电倍增管的读出噪音为零, 暗电流小于 50 counts/s, 量子产率约 40%. 而宽场探测采用制冷型电
荷耦合器件(charge coupled device, CCD), 它的典型读出噪音约 5个光子, 量子产率约 80%, 暗电
流小于 0.05 count/(pixel·s)−1. 因此, 对于探测弱信号, 点探测的方式更为有利. 当然, 随着探测
设备的发展, 特别是微通道板像增强器(microplate image intensifier)和增强型 CCD(intensified 
CCD, ICCD)的性能改进, 面探测器的信噪比已经可以完全满足单分子探测的需要.  

我们实验室在过去的五年时间里, 对单分子行为可视化的光科学和光技术进行了深入研
究[29~47]. 针对单分子探测中高时空分辨率、高灵敏度、高特异性的要求探讨并发展了多种点探
测和面成像的光学方法. 首先从提高探测灵敏度、空间分辨率、时间分辨率和特异性入手, 我
们发展并建立了多种新型光学探测方法, 建立了数种具有自主知识产权的光学方法和成像系
统. 为实现高灵敏度和多维单分子探测, 我们建立了双通道的全内反射荧光成像方法[29~33]; 为
了实现更高的空间分辨率, 我们建立了双光子荧光成像以及双色荧光成像方法, 并将其与超
分辨光瞳技术结合 [34~38]; 为了解决单分子探测的探针问题, 我们建立了无需标记且具有更  
高特异性的拉曼(Raman)探测方法[39~42]. 以这些成像方法和系统为基础, 我们在活细胞内蛋  
白相互作用、活细胞内单个蛋白分子动力学、液体中单个分子的 Raman 光谱等方面开展应用
基础研究, 取得了一系列的实验结果[43~47]. 本文将分为 5个部分对这些工作进行介绍.  

1  全内反射荧光成像系统及其应用 

1.1  基于隐失场激发的全内反射荧光成像显微镜 

由于单分子所发出的信号是非常微弱的, 因此在单分子探测中, 最关键的问题是如何减
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少背景光的干扰 , 使单分子的光信号超过背景光信号 . 全内反射荧光显微术(total internal 
reflection fluorescence microscopy, TIRFM)利用全内反射产生的隐失场来实现照明. 由于隐失
波的特点是在平行界面方向以行波场方式传播, 在垂直界面方向则是一个指数衰减场[48]. 所
以这种显微成像技术成像的视野开阔, 同时照明深度却很薄, 只有百纳米量级, 可以将背景光
减小到极低的水平, 因此具有其他成像技术无可比拟的高的信噪比 [49~52]. 我们实验室基于
Olympus公司的 IX71倒置荧光显微镜建立了物镜型荧光显微成像系统, 见图 1. 我们采用多波
长可调谐氩离子激光器作为光源, 使用工作在 450~650 nm波长范围内的单模保偏光纤将激光
耦合到显微系统中. 探测器选用电子轰击放大电荷耦合器件(electron multiply charge coupled 
device, EMCCD), 其每个像素大小为 8 µm×8 µm, 动态范围 14 bits, 最大读出速率 35 M, 最大
增益可以达到 1000 倍. 在对显微镜进行改造后, 我们的全内反射系统不仅可以实现不同偏振
态激发光的切换, 还可以实现双通道成像或成像/光谱的同时探测. 系统的空间分辨率高于
200 nm, 探测灵敏度约为 25个光子.  

 
图 1  全内反射荧光成像系统示意图 

1.2  偏振光激发的全内反射荧光成像 

单分子的荧光激发具有偏振选择特性, 因此在全内反射单分子荧光探测中, 隐失场的偏
振理论是一个值得关注的问题[53~56]. 我们研究了不同偏振态入射光情况下所产生的隐失场[29]. 
我们从 Maxwell方程出发, 根据磁矢量和电矢量的关系以及边界连续条件, 得到当入射光为 P
偏振时, 所产生隐失场的 y分量为零. x和 z分量除了数值上的差别外, 还相差一个虚数 i, 这表
明两者在位相上相差π/2, 所以合成的偏振光将是一个正椭圆偏振光, 其偏振矢在 xz 平面内旋
转(这使我们看到隐失场不仅在传播方向和强度上不同于普通传播场, 而且具有不同于传播场
的非常独特的偏振特性). 在这种偏振的隐失场中, 偶极矩取向方位角为 0 和 π的荧光分子偶
极子被激发的效率最高, 发射的荧光强度最强, 见图 2, 取向极角φ 的变化只引起荧光强度小

的波动. 当入射光波为  S  偏振的线偏光时, 全内反射形成的隐失场只有垂直分量, 即 y分量, 这



 
 
 
 

 
增刊 王琛等: 活细胞内单分子实时显示的光学途径探索 33 

 

 

 

种隐失场在取向为
π π,  
2 2

θ φ= = 和
π 3π,  
2 2

θ φ= = 上激发的荧光强度最强. 生物学的研究表明, 

一些重要的生命活动过程例如细胞内吞作用(包吞)、胞外分泌(包吐)和细胞表面的输运均与膜
取向的变化相关 ; 又如细胞内的能量传递密切依赖着供体和受体之间的相对取向 . 利用
TIRFM 独特的偏振特性, 这些取向在一定尺寸范围内有序排列的变化, 将引起荧光发射强度
的空间变化, 从而被探测到. 所以, 这一特性可以用来对活细胞表面取向的亚显微结构进行视
见, 进一步提高系统的分辨率.  

 
图 2  不同偏振态入射光产生的隐失场激发荧光的强度分布图[29] 

1.3  利用全内反射荧光显微术研究单分子取向 

单个分子的取向研究一直是单分子探测中的重要课题. 它不仅是分子自身物理、化学特性
的本质反应, 同时也是分子与分子之间, 分子与环境之间相互作用的超灵敏探针, 能提供重要
的信息. 近几年来, 科学家尝试了多种方法来确定单分子的三维取向[56~61], 主要有近场扫描成
像法、加入光瞳、离焦法等. 我们实验室提出利用偏振的隐失场和偏振的传播场激发来探测单
分子三维取向的方法. 偏振隐失场的激发是基于全内反射荧光显微光路, 远场激发则是宽场
落射式荧光显微光路. 结合不同偏振光场激发下的单分子的荧光强度图像, 得到单分子的三
维取向[30]. 值得注意的是, Vacha 等人[62]也曾提出类似的方法, 但是他们是利用位相信息来获
得单分子的取向, 系统装置和分析方法均要复杂.  

首先我们在宽场落射式荧光显微光路中, 得到单个分子在 x偏振和 y偏振入射下的激发效   
率及荧光强度比为[30,63] 

2 2 2 ,x x xP µ ε= ⋅ =µ E  

2 2 2 ,y y yP µ ε= ⋅ =µ E , 

2

2 .y y

x x

I
A

I
µ

µ
= =  

进一步在全内反射的荧光显微光路中, 得到单个分子在 P 偏振和 S 偏振入射光下的激发
效率及荧光强度比为[30,64]  

2 2( ) ( ) ,P x x z zP µ ε µ ε= +  
2( ) ,S y yP µ ε=  
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这里 , ,x y zε ε ε 为隐失场 3个矢量分量, 具体表达式文献在[29]中已经推导得出. 结合上面得到

的两组强度比值 A和 B, 我们得到偶极矩 3个分量的解析表达式如下[30]:   
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即实现了单分子三维取向的确定. 这样我们通过改变入射光的偏振态获取两组(4 幅)荧光图像
就有可能实现单个分子三维取向的精确确定, 而不需要其他复杂的分析计算和光路设计.  

1.4  全内反射荧光显微术中纵向超分辨 

TIRFM 不仅具有极低的背景噪声 , 而且隐失场强度在纵向呈指数衰减的特性 , 使得
TIRFM 在近场区域具有精确的轴向层析能力. 在利用全内反射成像技术进行纵向超分辨的应
用中 , 使用较多的是可变角度入射全反射荧光成像 (variable-angle total internal reflection 
fluorescence microscopy, VATIRFM)[65,66], 这种方法从发生全反射的临界角开始连续改变入射
角的大小, 在不同角度情况下记录荧光成像强度, 然后在数学上用反拉普拉斯变换实现重构. 
但是这种模型适用于荧光分子数目较多, 聚集形成薄层结构的情形[67~69]. 基于此, 我们提出了
更适用于单分子探测的荧光分布球形模型[31], 即在观察的区域内, 隐失场中只有有限个数的
荧光分子, 荧光分子为球形. 从此数学模型出发, 结合 TIRFM的成像特性, 我们得到成像分子

荧光强度最大值 1 max 2 max( ) , ( ) ,F F  渗透深度 d 和荧光分子纵向间距之间的关系[31]: 

1 max
2 1

2 max

( )
ln ,

( )
F

c c c d
F

∆ = − = ⋅  

同时我们还可以得到荧光分子纵向绝对位置(以分界面为零点)[31]: 
2

1 2 1 2
1ln ( ) ,

4
kc d F d
k

⎡ ⎤−
= − ⎢ ⎥

⎣ ⎦
 

2

2 2 2 2
1ln ( ) ,

4
kc d F d
k

⎡ ⎤−
= − ⎢ ⎥

⎣ ⎦
 

其中 [ ]2
1 1 1 2 1( ) ( ) 2 ,k F d F d Id= ⋅  d1 和 d2 分别为不同入射角下的渗透深度, 且 2 11 2 .d d=  可以

看出如果我们在探测过程中两次变换入射角的大小, 即可重构出单个分子的空间位置, 实现
单分子全内反射荧光成像纵向超分辨.  

1.5  全内反射系统中的单分子探测 

1.5.1  单个荧光素分子和单个绿色荧光蛋白分子的探测 

体外单分子探测是单分子研究的重要部分, 它不仅是研究分子在活细胞环境下性质的基



 
 
 
 

 
增刊 王琛等: 活细胞内单分子实时显示的光学途径探索 35 

 

 

 

础, 而且它可以揭示单个分子自身物理、化学的内禀特性, 从而为直接探测单分子之间的异质
性、理解分子能级提供重要数据. 因此, 我们开展了对单个荧光素分子和单分子绿色荧光蛋白
分子 (green fluorescence protein, GFP)的探测研究 [43,44]. 实验中采用聚丙烯酰胺 (Poly 
Acrylamide, PAA)凝胶方法制备单分子样品[20], 使用 64, 46和 22 mW(激光器出射功率)3种激
发功率, 用以比较激发功率对单分子荧光寿命及荧光发射的影响. 所用物镜为 Olympus 专用
全内反射荧光物镜, 60×, NA = 1.45, 探测器为 EMCCD(iXon 887, Andor Technology Ltd., 
Ireland), 每帧积分时间为 0.2 s, 连续拍摄 100帧, 记录过程中激光功率不变. 我们首先在全内
反射的模式下对浓度为 10−6 mol/L的荧光素( 20 12 5C H O )分子进行观测, 可以看到很多衍射极限

的荧光亮点呈随机分布状态. 我们对图像中的荧光点进行了跟踪观测, 发现像点的荧光强度
随时间成指数衰减, 这是一种系综平均的结果, 说明每个荧光亮点中含有多个荧光分子. 随后, 
我们对 10−9 mol/L 的荧光素分子样品进行了观测, 依然可以看到很多衍射极限的荧光亮点呈随
机分布状态, 但是每一个点的强度要弱很多, 见图  3(a). 对荧光点进行跟踪观测的结果显示, 
强度呈现明显的一步淬灭状态, 见图  3(b). 这正是单分子的典型行为, 由此可以判断这些荧光
点就是单个的荧光素分子[70~72]. 实验中, 我们还观察有些荧光点呈现两步淬灭的行为, 物化理
论显示: 在单分子水平, 我们可以根据荧光点的淬灭步骤来判断其中含有的单分子数目[70,73], 
所以两步淬灭的行为说明这些荧光点中包含有两个分子.  

 
图 3 

(a) PAA膜中荧光素分子的全内反射荧光成像图; (b) 单个荧光素分子的一步淬灭图[43,44] 

 

我们还将单个荧光素分子和单个GFP分子的荧光特性进行了比较, 见图 4. 我们发现GFP
具有比荧光素分子更高的发射强度以及更稳定的发光特性.  

1.5.2  活细胞内单个分子的探测 

在体外单分子探测的基础上, 我们进一步进行了活细胞内单个蛋白质分子的深入研究, 
见图 5. 我们通过仔细控制全内反射成像方法中的入射角度, 可以实现落射式[74]、斜入射式[75]

和全内反射式[76]多种不同的照明方式. 结合这些照明方式, 我们对膜锚定的绿色荧光蛋白质
分子(质粒构建为将 c-H-Ras蛋白膜锚定的 20个氨基酸融合到绿色荧光蛋白的 C末端, 简称为
GFP-F)在细胞内部不同深度区域的运动进行了观测, 包括细胞膜上、近膜区和细胞质中. 结合
单分子/单粒子追踪技术以及单分子的统计方法, 我们对在细胞膜上和细胞内部的绿色荧光蛋
白分子的运动进行了分析和比较. 另一方面, 我们利用 TIRFM 观察到 CHO 细胞表面表达的 
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图 4  46 mW激发功率下荧光素(a)和 GFP单分子(b)荧光强度统计图; 64, 46和 22 mW三种激发功率下
荧光素和 GFP发射强度比较图(c); 64, 46和 22 mW三种激发功率下荧光素和 GFP发光时间比较图(d)[43] 

 
图 5  中国仓鼠卵巢癌细胞(CHO)细胞膜表面单分子 GFP-F分子的运动观测 

(a) 在不同时刻, 单个 GFP-F分子的荧光成像图; (b) 根据不同时刻, GFP-F的空间位置坐标重构的运动轨迹图 

 
单个 Mac-1亚基, 进行了单个分子的实时观察, 并对其运动轨迹和扩散系数进行了分析. 相关
的结果正在整理过程中.  

2  荧光共振能量转移探测系统 
近年来, 荧光共振能量转移作为活细胞内实时检测蛋白质相互作用的重要光学技术而得

到了广泛应用[77~81]. 所谓荧光共振能量转移(FRET)是由于分子之间的长程偶极子-偶极子相互
作用, 能量从受激发的发色团(通常称为供体)无辐射的转移到另一个发色团(通常称为受体)的
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物理过程. FRET 能量转移效率与供体和受体的距离的六次方成反比关系, 所以 FRET 对距离
的变化非常敏感 , 被称为“分子尺”. 我们与上海第二军医大学神经生物教研室合作, 利用
FRET 显微成像技术并结合 FRET 光谱技术对活细胞内部蛋白质之间的相互作用进行了探测.  
实验中采用青色荧光蛋白(cyan fluorescence protein, CFP)和黄色荧光蛋白(yellow fluorescence 
protein, YFP)作为 FRET荧光对, 成像系统为以奥林巴斯 IX71倒置荧光显微镜为主体的三通道
成像装置, 激发光源为  75 W氙灯光源, 成像三通道分别为YFP通道(激发滤光片参数: 490~500 
nm, 发射滤光片参数: 515~560 nm), CFP 通道(激发滤光片参数: 420~450 nm, 发射滤光片参数: 
460~500 nm)及 FRET通道(激发滤光片参数: 420~450 nm, 发射滤光片参数: 520~550 nm). 探
测器为Cascade512F CCD (Roper Scientific, USA). 实验中所设定的参数为曝光时间 200 ms, 物
镜 40×. FRET 光谱探测装置则是以多波长氩离子激光器为光源, 经格兰棱镜和透镜聚焦到石
英皿中激发样品, 在垂直方向收集荧光信号, 并用光谱仪记录, 见图 6. 与成像装置相比, 该光
谱探测装置不需要任何滤光片, 具有简单、灵活的特点. 同时, 我们发展了结合该探测装置的
光谱分离(spectral unmixing)方法, 可以进行快速而准确的 FRET探测.   

 
图 6  利用光谱方法进行 FRET测量示意图 

2.1  活细胞内探测Mac-1α和β亚基之间的关联 

我们利用 FRET技术在活细胞内对 Mac-1α和β亚基之间的关联进行了探测. Mac-1为白细
胞表面的整合素家族黏附分子之一, 是白细胞游走、趋化、吞噬的基础, 在机体防御作用及免
疫反应中起着重要的作用, Mac-1是由αM和β2两个亚基非共价结合而成的异源二聚体. 图 7为
利用 FRET 探测 Mac-1 亚基之间关联的示意图 . 在中国仓鼠卵巢癌(CHO)细胞和人胚肾
(HEK293T)细胞中我们都探测到了 Mac-1α和β亚基之间的关联. 进一步, 我们利用 FRET成像
方法及荧光光谱方法研究了 Mac-1α和β亚基之间的关联, 见图 8.  

实验采用了 FRET指数 FRETC和 FR以及有效 FRET效率 EEFF来衡量 FRET的强弱. 第一

个 FRET 指数是校正的 FRET(FRETC), 表达式如下[81,82]: CFRET = FRET- YFP- CFPa b× × , 这
里 CFP, YFP和 FRET为样品在 CFP, YFP和 FRET通道中成像的荧光强度. a和 b分别表示YFP
和 CFP荧光漏到 FRET通道的比例系数. 根据上式直接进行图像之间的运算, 可以得到 FRET
定量的信息, 如果没有 FRET发生, FRETC的值应该等于 0, FRET越强, FRETC值就越大.  

另一个 FRET指数是 FRET比率(FRET ratio, FR), 表达式如下[83,84]:  



 
 
 
 

 
38 中国科学 G辑 物理学 力学 天文学 第 37卷 

 

 

 

 

 

图 7  利用 FRET探测 Mac-1亚基之间关联的示意图[45,46] 
 

FRET- CFPFR= .
YFP
b

a
×

×
 

如果没有 FRET发生, FR的值应该等于 1, FRET越强, FR值就越大. 
有效 FRET效率 EEFF可以表示为

[83]  
C

YFP YFP
EFF

CFP CFP

(440) (440)FRET=(FR 1) ,
(440) YFP (440)

E
a

ε ε
ε ε

− × = ×
×

 

其中 YFP (440)ε 和 CFP (440)ε 分别为 440 nm 激发下 YFP 和 CFP 的摩尔激发系数, 这个比值取

0.094. 根据测量的有效FRET效率EEFF以及能量转移效率与距离的六次方成反比的关系, 利用
数学模拟的方法, 我们推算了 Mac-1α和β亚基之间的距离, 在 CHO 细胞内 Mac-1α和β亚基之

间的距离为 6.42 nm, 在 HEK293T细胞内这个距离为 6.72 nm.  

2.2  活细胞内探测Mac-1α亚基之间以及β亚基之间的关联 

以往的研究提示整合素亚基之间的同源相互作用为整合素的活化提供驱动力, 而且这种
同源的相互作用还可以诱导整合素的聚集. 然而, 对于整合素亚基之间是否存在同源相互作
用仍然具有争议. 在这里, 我们利用 FRET 显微术和 FRET 光谱技术在活细胞内探测到了 
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图 8  三通道 FRET显微镜成像[45] 

共表达 CFP和 YFP, 或者 CFP−YFP, 或者 αM−YFP和 β2−CFP或者 αM−CFP和 β2−YFP的 CHO细胞分别在 CFP通道(左一列), 
YFP 通道(左二列)和 FRET 通道(左三列)成像. FRETC 成像(右一列)用伪彩色表示, 红色示最强的 FRET 信号, 蓝色示没有
FRET信号. 颜色由蓝色到红色对应 FRET由弱到强. CFP+YFP为阴性对照样品, CFP−YFP为阳性对照样品. 标尺为 10 µm 

 

 
图 9  利用 FRET光谱技术探测 Mac-1亚基之间的异源相互作用[45] 

(a) CHO细胞共转染 CFP和 YFP质粒; (b) CHO细胞转染 CFP−YFP质粒; (c) CHO细胞共转染 β2−CFP和 αM−YFP质粒; 绿色
实线示 FRET信号 
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Mac-1α亚基之间以及β亚基之间的关联[46], 见图 9. 进一步, 我们利用 FRET 成像的方法可视
化了 Mac-1α亚基之间以及β亚基之间的关联, 见图 10. 

 
图 10  三通道 FRET显微镜成像探测 Mac-1α亚基之间以及 β亚基之间的关联[46] 

共表达 CFP和 YFP, 或者 CFP−YFP, 或者 αM−YFP和 αM−CFP或者 β2−CFP和 β2−YFP的 CHO细胞分别在 CFP通道 
(左一列), YFP通道(左二列)和 FRET通道(左三列)成像. 标尺为 10 µm 

3  双光子荧光成像系统及其应用 

3.1  基于飞秒激光光源的双光子荧光显微镜 

随着高功率激光技术的发展, 各种非线性光学效应开始在光学成像领域得到广泛应用, 
其中最具有代表性的就是双光子成像技术[85,86]. 与普通光学显微成像中信号主要来自与样品
的线性吸收系数和光学密度不同, 双光子成像的信号来源是高强度激光激发下物质本身的非
线性光学效应. 由于非线性效应固有的空间局域特性, 双光子成像本身就具有空间滤波的效
果. 它不仅解决了普通共焦成像中空间滤波小孔易堵、调节困难等问题, 而且在生物医学领域
中, 红移的激发波长还可以极大地减少对样品的漂白损伤和增加成像的层析深度[87,88]. 正因
如此, 双光子激发共焦荧光成像技术已经在生物医学领域得到广泛应用. 图  11 为我们实验室

主要利用国产元件建成的双光子荧光成像系统, 自行完成了包括系统设计、探测系统的调试、
扫描系统的调试、光学和机械元件的设计、系统软件控制以及图像重组等.  

与商用双光子显微镜相比, 我们的系统具有更大的开放性和灵活性, 可以实现多种成像

模式的集成, 同时具有与商用系统相当的空间横向分辨率以及纵向层析能力. 为了克服双光
子显微系统“零视场”的缺点(必须通过点扫描才能够成像), 我们在原有的双光子显微系统中设
计并加入了定位系统, 如图 12. 它可以提供几百微米的视场. 这种定位系统比光学显微镜成品
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更具有灵活性. 例如, 可以通过增加样品离焦量及调整目镜与镀铝全反镜的距离来增加视场, 
不用考虑定位系统的分辨率随视场的增加而降低的问题. 而光学显微镜为了保证分辨率, 对
应一种数值孔径的物镜只有一个确定的视场.  

 
图 11  双光子荧光成像系统示意图 

 
图 12  双光子成像中的定位系统 

3.2  结合光学变迹术实现超分辨成像 

所谓变迹术是指在光路中加入适当形式的光瞳滤光器, 改变光学系统出瞳的光分布(包括
强度和位相), 从而在衍射像场平面上实现特定的零响应点分布, 其中第一零响应点的位置决
定了系统的横向分辨能力. 我们实验室在利用光学变迹术实现远场超衍射极限分辨率成像方
面做了大量的工作, 例如我们提出了利用单轴晶体制作可调节位相型光瞳滤波器, 通过调节
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光瞳滤波器中单轴晶体区域与其他区域之间的位相差实现不同的超分辨效果, 见图  13; 我们
提出在共焦系统中采用双 Toraldlo光瞳, 大大降低了单个光瞳滤光器的制作工艺难度[34~36]. 尤
其是我们首次提出了将超分辨技术应用于双色双光子激发荧光显微系统中[37]. 我们知道, 多
光子过程通常可以利用单激光来实现, 特别是在显微成像应用中. 但是实际中的多光子过程
并不限于单光束激发的模式, 双光子激发荧光过程就可以通过波长不同的两束光激发实现, 
即双色双光子激发(two color two photon excitation, TCTPE). 与单束双光子激发(two photon 
excitation, TPE)相比较, TCTPE 有以下优点: 背景更干净, 只有两束光交迭区域才能产生
TCTPE荧光; 两束光非相干叠加, 旁瓣要小很多; 调节两束光的夹角, 可以实现对交迭区域大
小控制; 可以得到横向和轴向均一的分辨能力[89~91]. 我们结合环形光瞳滤波器进行了这方面
的工作. 即在其中一束激发光路加入超分辨环形光瞳滤波器, 提高了双色双光子激发荧光显
微系统的横向分辨率, 同时利用双色双光子激发本身的乘积特性, 在不加小孔的情况下, 有效
地压制了超分辨所引起的横向旁瓣增强效应. 另外, 利用这种方法也大大减弱了通常横向超
分辨所无法避免的轴向加宽效应.  

 
图 13  基于单轴晶体设计的可调节位相型光瞳滤光器[38] 

4  相干反斯托克斯 Raman成像系统 
单分子荧光和光谱学的发展使得在在体条件下检测到单个荧光分子成为现实, 这极大的

推动了物理化学、生物学以及医学领域的发展. 但是荧光成像存在两个问题, 需要对样品进行
荧光标记以及荧光探针对样品性质的影响. 因此, 在发展荧光成像方法的同时, 我们实验室也
开展了对非标记光学成像方法的探索. 基于分子内部振动特性(红外光谱和 Raman 光谱)的成 
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像技术, 并且可以对生物样品进行组分分析, 而且可以对未标记样品直接进行成像, 是一种好
的选择. 其中, 红外光谱探测成像技术由于较长的红外波长导致较低的空间分辨率, 以及水对
红外的强吸收, 限制了其在活体细胞研究中的应用[92]. 与红外光谱相比较, Raman光谱技术具
有以下几点优势 [93]: (ⅰ) 光谱频率的偏移使它可以很好的滤除激发光瑞利散射背景; (ⅱ) 
Raman 散射可以利用频率远大于分子震动频率的可见光激发, 并且 Raman散射光一般也在可
见光区域; (ⅲ) Raman光谱具有高度的化学特异性. 对于显微成像应用, 这些优点的重要性不
言而喻. 但是自发辐射的 Raman信号很弱, 1010个入射光子穿过 1 µm后的活性 Raman介质才
能产生一个Raman散射光子[94]. 基于相干Raman 效应的相干反斯托克斯Raman散射(coherent 
anti-Stokes Raman scattering, CARS)为解决这个问题提供了新的途径. 这种方法产生的振动信
号的强度与激发光的强度成非线性关系, 具有很高的能量转换效率, 大约为 10−2[95~97].  
4.1  相干反斯托克斯 Raman成像系统的研制 

1982 年美国 Naval 实验室激光物理组的 Duncan 等人[98]首次提出了将 CARS 过程应用于
显微成像领域的设想, 开创了一种新的化学成像方法. 在 CARS成像中, 时域和空域重叠的抽
运光和斯托克斯光被高数值孔径的物镜紧聚焦到小于 1 µm3 的体积内. 通过调节抽运光和斯
托克斯光的频率差, 锁定特定的 Raman 振动能级, 快速扫描样品或者光束可以获得 CARS 图
像[99,100]. CARS 信号与激发光的三次方关系也进一步提高了 CARS 在三维成像时的定位能力. 
CARS 信号属于相干光, 具有很好的方向性, 增加了探测的灵敏度, 降低了对激发光强度的要
求. CARS 信号频率的蓝移, 使其可以非常容易地与红移的荧光背景分离. 由于 CARS成像是
实际是抽运光和斯托克斯光的差频成像, 因此需要两束入射光, 现在常用的激发方式使用两
束同步的皮秒可调谐激光器作为光源. 我们采用单脉冲激发的方法, 克服了双脉冲激发所需
要的同步调节困难. 我们设计的 CARS 光谱和成像实验光路如图 14. 飞秒激光脉冲经过有色
玻璃滤波片后滤除抽运光等杂散光的影响, 然后经过半反半透镜将其分为两束, 每一束光都
经过光栅、柱面镜以及狭缝组成的脉冲整形装置进行选频, 得到需要的抽运光和斯托克斯光, 
两束光经过二向色性片耦合到共焦扫描显微镜中激发样品, CARS信号经过二向色性片和边值
滤波片滤除激发光, 最后由探测器接收.  

4.2  相干反斯托克斯 Raman成像系统特性的分析 

在建立了 CARS 光谱成像的基础上, 我们利用缓变振幅近似和菲涅耳衍射积分公式, 对
CARS显微成像系统的成像特性进行了分析[39,40]. 我们分析了不同数值孔径下 CARS显微镜中
信号前向角度分布情况, 见图  15(a). 发现随着物镜数值孔径的增大, 在更大的角度范围内存
在 CARS 信号, 这是因为在大数值孔径情况下, 有更多的激发光线满足位相匹配条件的结果. 
并且我们分析了不同形状的样品, CARS信号的角度分布, 见图 15(b).  

5  表面增强 Raman光谱探测系统 
另一种方法是利用光在纳米金属小球与 Raman 样品之间的等离子体共振增强效应, 实现

Raman信号的增强. 这种技术称为表面增强 Raman散射(surface enhancement Raman scattering, 
SERS), 它可以使 Raman信号增强 1015倍以上[101,102]. 表面增强 Raman具有高的灵敏度, 自然环 
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图 14  单束超短脉冲光激发实现 CARS光路图 

 
图 15  数值孔径分别为 0.2, 0.4和 0.6时前向 CARS信号分布模拟图(a)及球状样品、盘状样品、棒状样

品前向 CARS信号分布模拟图(b)[39] 
α为 CARS与 x轴的夹角; β为 CARS与 y轴的夹角 
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境中检测, 易于分离信号等优点, 正在成为生命科学单分子、单细胞研究的强有力的探测技术. 
我们实验室开展了表面增强 Raman 光谱及其在单分子探测中的应用研究. 利用表面增强
Raman光谱技术对干燥银胶表面和液体环境中的单分子若丹明分子进行了探测, 图 16为我们
进行单分子表面增强 Raman光谱检测的光路示意图. 

 
图 16  单分子表面增强 Raman光谱检测光路 

5.1  激发光的偏振态对表面增强 Raman光谱偏振性的影响 

激发光的偏振态对单分子 SERS光谱的影响在单分子 Raman光谱检测中是一个重要问题. 
因为 Raman 光谱的空间偏振特性将取决于分子的极化率和激发光的偏振方向. 理论上说, 无
论采用何种偏振态的激发光, 集团分子的 SERS 光谱应该都是非偏振的. 同时, 单分子的 SER
光谱应该表现出空间偏振特性. 我们假设在激发焦斑内只存在 4 个分子, 且其取向随机. 当入
射光为线偏振光时, 偶极矩与激发光偏振方向相同的分子将被激发出最强的 Raman 信号, 而
其他取向的分子 Raman 信号较小, 偶极矩与激发光偏振方向垂直的分子的 Raman 信号最弱, 
总的 Raman 信号在空间上呈现出不同的强度分布 . 如果在后面的光路中用检偏器来测量
Raman 信号在不同偏振方向的强度, 得到的结果应该是 Raman 强度随检偏器的角度按余弦规
律变化, 见图 17. 这意味着即使激发焦斑内存在多个分子, 采用线偏振光激发也会得到空间偏
振化的 Raman光谱, 这与单分子 Raman光谱的空间偏振化类似, 不能由此判断单分子的存在. 
与此相反, 当入射光为圆偏振时, 各个取向的分子得到均匀的激发, 产生的Raman光强在空间
各方向的强度基本相同. 此时用检偏器来检测其空间分布, 得到的强度分布应该与检偏器的
角度无关. 如果此时焦斑内仅存在单个分子, Raman 光谱强度将表现出明显的空间偏振特性. 
因此我们提出在单分子检测中, 采用圆偏振光可以根据 Raman 光谱的空间偏振特性比线偏振
光激发更有效区分集团分子与单分子[41,42]. 并且在探测集团分子的 SERS光谱时, 必须考虑到
信号光偏振方向对检测结果的影响, 实验结果也证实了我们的设想.  

5.2  液体环境中单分子的检测 

液体环境中实现高灵敏度和分子特性的单分子检测具有更重要的科学与实际意义, 在许

多领域都有重要的应用, 但其研究相对困难. 我们实验室首次成功实现了对液体环境下单个

若丹明分子 SERS光谱的探测[47]. 在激发体积内平均存在 0.3个若丹明 6G(R6G)分子的情况下, 
对测量到的 SERS光谱在 1645 cm−1处强度的统计分析表明激发体积内的分子数服从泊松分布, 
呈现出峰值为 0, 1, 2的分子“量子化”效应. 实验过程中我们还观察到 Raman光谱强度的突然
爆发, 其最大强度突然增强到 10 倍以上, 并伴随着 Raman 最大增益频率的红移. 我们将之命
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名为巨增强 SERS光谱, 见图 18, 并将其解释为: 在R6G/银溶胶样品的存放过程中发生了轻微
的凝聚, 导致个别 R6G 分子束缚于多个银团簇之间, 而这种结构是一种不稳定结构. 当其进入
焦点后, 温度的升高将会引起这种团簇集合体空间的变化, 引起等离子体共振条件的改变, 在
这过程中入射场与金属-分子系统有可能达到最佳共振状态然后越过这一状态, 吸附于其中的
R6G 分子的 Raman 光谱强度将会突然增大许多倍, 同时应该伴随着 Raman 信号最大增益频率  

 
图 17  线偏振光(a)和圆偏振光(b)激发集团分子的偏振 Raman光谱, 焦斑内平均存在的分子数约为

103~104量级; (c) 信号光偏振方向对检测结果的影响[41] 

 
图 18 

(a) 巨增强 SERRS在不同时刻呈现出的特征; (b) 长波方向的增强因子明显大于短波方方向[47] 
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的红移. 这是一个不可逆过程, 温度降低后也不能回到原来状态. 我们的研究为活体单分子水
平上的探测奠定了基础. 

6  结论 
我们对活细胞内单分子探测的光学途径进行了深入研究, 得到了一系列结果. 我们建立

了全内反射单分子荧光成像方法、荧光共振能量转移探测方法、双光子荧光探测方法、相干

反斯托克斯 Raman 和表面增强 Raman 探测方法, 并对这些方法进行了重要的发展. 从应用角
度出发, 我们在单分子水平上对活细胞内 Mac-1亚基的相互作用、膜锚定蛋白的动力学进行了
实时观测, 并实现了液体环境中单分子的 Raman 光谱探测. 这些都为在活细胞内研究生命活
动的细节奠定了基础.  

1993年, Betzig等人[56]用近场扫描光学显微镜观测了单个DiIc分子, 开创了单分子探测的
先河. 短短十四年间, 单分子光学探测从最初只能在体外检测单个固定分子, 逐渐发展为在室
温下对活细胞内甚至细胞器内的单分子进行成像与操纵. 尤其是近十年来, 基于超短超强激
发光源的非线性成像技术, 如双光子成像、Raman 成像以及新兴的受激辐射消损成像技术
(stimulated emission depletion, STED)[103~105]所带来的里程碑式的超分辨效果, 无疑给单分子探
测带来了更广阔的发展机遇. 当然, 单分子光学探测依然面临着若干关键性问题. 单分子探测
的最终目的是实现在复杂生物环境中单分子与其他分子相互作用过程的实时观测, 单个分子
的大小只有 Å(1 Å = 10−10 m)到 nm量级, 并且单个分子一直处于动态, 而且来自单个分子的信
号是非常微弱的. 这就要求单分子光学探测技术不仅要克服高的空间和时间分辨率的困难, 
同时还要克服探测灵敏度的问题[106,107]. 目前依靠某种单一的光学成像技术还不能完全实现这
些要求. 如 TIRFM 技术虽然能实现高的纵向分辨率和信噪比. 但是, 由于隐失场进入深度的
限制, 无法实现深度三维成像. 表面增强Raman技术也可以实现高的灵敏度, 但由于这种方法
需要样品与金属表面非常接近, 因此在无标记的情况下, 很难实现三维成像[102]. 又如 STED
的空间分辨率已经大大超过衍射极限的限制, 可以达到数十纳米量级[105], 但如何使分辨率进
一步提高到 10 nm 以内仍是光学成像技术面临的巨大挑战. 双光子显微术在解决穿透问题上
具有独特的优势[108,109], 层析深度已经可以达到毫米级[110], 同时成像速度也有大幅提高, 从最
初的得到一组三维图像需要数十分钟到现在已经实现视频成像[111]. 国内在改进双光子成像技
术方面也做了很好的尝试, 如通过在双光子扫描光路中加入单个棱镜来同时补偿飞秒激光通
过声光调制器后空间和时间的色散, 从而有效地增强了双光子荧光信号[112]. 采用特殊设计的
条纹相机, 用梳状小孔阵列代替传统条纹相机光电阴极前的狭缝实现了双光子荧光过程的时
间和光谱特性的同时测量[113]. 进一步提高穿透深度和成像速度仍将是非线性扫描成像孜孜以
求的目标. 多种光学探测方法的联合应用将有可能为单分子探测提供更完善的解决方案.  

单分子探测的发展已经开创了生命科学的新纪元. 如我们所知, 无脊椎动物和脊椎动物
(包括人)的基因组DNA测序工作完成后, 生物学研究已经跨入后基因组时代. 在这个时代, 科
学家们更倾向于结构决定功能的概念, 而且以此为基础来理解蛋白本身的动力学及其相互作
用. 单分子探测, 尤其是光学探测手段的出现, 为直接实时监测蛋白质及生物大分子的动力学
改变提供了强大的工具. 现在 SMD 已经扩展到包括分子马达、DNA 测序 [114~117]、酶促反     
应[118,119]、蛋白质折叠[120]等在内的更广阔的生物科学研究领域. 最近 7年, 单分子研究在活细
胞内的应用更是取得了长足的发展. 2000年, 日本大阪大学的研究人员利用全内反射荧光显微
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术首次在活体细胞内实现了单分子水平的表面生长因子受体(epidermal growth factor receptor, 
EGFR)蛋白和其配体蛋白相互作用的视见 (Visulization)研究 [22]. 2001 年 , 德国科学家
Seisenberger 和他的同事们采用全场相衬成像和荧光成像相结合的探测模式, 在单分子水平实
时观测了腺伴随病毒(Adeno-associated virus, AAV)侵入海拉(Hela)细胞的全过程121, 为抗病毒
药物的研制和基因治疗载体的研究提供了强有力的工具, 成为单分子活细胞研究的里程碑. 
随后, 德国威廉大学的研究小组观察到细胞核内的单个蛋白分子的运动[122]. 日本名古屋大学
的 Lino 等人[123]研究了细胞表面单个黏附蛋白的动力学. 最近, 日本九州大学的 Murakoshi 小
组报道了在单分子级对小 G蛋白 Ras的研究[124], 在单分子水平上揭示了 Ras蛋白和它的效应
分子、折叠蛋白之间的相互作用, 以及在特殊域的定位, 为理解活化后的信号转导机制提供了
重要信息. 这些大大推进了我们在全新的高度上理解生命活动本质的研究. 我们有理由相信
单分子检测时代已经到来, 它必然会成为未来生物学研究的主流技术和最重要的研究领域之
一.  
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