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摘要: 叶绿素a荧光和碳氧稳定同位素信号常用于研究光合作用的光能及水分利用效率。本文综述了叶片光合作用过程中

的叶绿素荧光和碳氧稳定同位素信号的机理和研究进展, 并阐述了叶片内部光环境和二氧化碳浓度的不均一性对这两种

信号的影响, 最后我们在展望中建议建立基于叶片三维结构及光合机理的模型, 以支持对叶绿素荧光及稳定同位素信号的

物理解释, 促进其在光合作用研究中的应用。
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光合作用是自然界最重要的生物物理及生物

化学反应之一。它吸收并利用光能, 分解水释放

氧气的同时, 固定大气中的二氧化碳, 产生碳水化

合物 ,  为地球上的生命活动提供物质及能量基

础。近年来, 提高光合作用效率也被认为是进一

步提高粮食产量的重要途径(Zhu等2010; Long等
2015; Ort等2015)。为了量化衡量植物叶片的光合

作用, 人们发展了各种各样的手段和指标来测量

和表征叶片的光能及水分利用效率(water use effi-
ciency, WUE), 本文将介绍其中最主要的两种技术

方法的原理和相关研究, 即基于叶绿素a的荧光信

号及碳氧稳定同位素信号。

1  叶绿素荧光理论、测量及叶片光能效率

Kautsky和Hirsch (1931)首次发现, 如果将暗

适应的植物叶片或绿色组织突然暴露在可见光下, 
叶片及组织会发出暗红色的荧光, 且荧光强度会

经历一个先上升后下降的过程。这个现象和在萃

取出的叶绿素在溶液中的表现不同, 因为叶绿素

溶液在恒定光强下发出的荧光强度是一直恒定

的。叶片的这种荧光强度变化的过程后来被称为

Kautsky效应。

后来研究发现, Kautsky效应与光合作用的光

反应过程紧密相关。光子被叶绿体中的捕光天线

复合体吸收后被传递到光系统的反应中心。光系

统II (photosystem II, PSII)的反应中心P680在接收

了一个光子的能量后, 被激发到了第一激发单线

态P680*, P680*不稳定, 迅速将电子传递给脱镁叶

绿素(pheophytin, Pheo), 并发生电荷分离从而形成

P680+Pheo−; P680+之后从PSII电子供体(Yz)处获取

电子, 完成水的光解和氧气释放。而Pheo−则进一

步将电子传递给初级电子受体QA、次级电子受体

QB和质体醌(plastoquinone, PQ), 接着经由质体蓝

素(plastocyanin, PC)传递到光系统I (photosystem I, 
PSI)的反应中心P700。被激发的叶绿素a (P680*)
除了将能量进行电子传递过程, 还有另外4条途径

将电子释放并回到基态: (1)色素分子间的能量传

递, 即将相邻的基态P680变为激发态, 而自己回到

基态, 这条途径本质上仍可视为电子传递的一部

分; (2)激发态的能量以热能的形式耗散; (3)以荧光

的形式耗散; (4)从单线态的P680*转变为更稳定的

三线态P680*。考虑到短时间及恒定光强下, 热耗

散部分是恒定的。如果忽略掉第四种途径 ,  则
Kautsky效应中观察到的荧光强度的变化其实直接

反映了电子转移速率的变化。在光下, 随着Calvin– 
Benson循环的逐步诱导, 电子转移速率逐渐增加, 
从而荧光强度减小, 这是Kautsky现象的本质; 这种

由于光化学反应导致的叶绿素荧光降低通常被称

为光化学淬灭。

叶绿素荧光的瞬变现象常用两种荧光仪来测

量。一种使用了调制激发技术[PAM (pulse ampli-
tude modulation)系列仪器, Walz公司(德国Effel-
trich)制造]。调制激发就是对于本底激发光采用

特定的调制频率, 而检测器只检测记录与同频的

荧光, 这样就使得在叠加有其他光源的时候, 仍旧

可以把对应激发的荧光信号从背景信号中区分出
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来。另一种荧光仪使用了非调制的连续光来激发

并记录叶绿素荧光强度变化, 例如PEA (Photosyn-
thetic Efficiency Analyser, Hansatech, 英国)。连续

激发式荧光仪相较于调制激发式荧光仪具有分辨

率高的优点(每秒可达10万次), 不过劣势是测量的

时候不能叠加多个光源。

1.1  快速叶绿素荧光诱导动力学曲线

暗适应的叶片放到可见光下, 叶绿素a荧光强

度随时间表现出特征性的变化, 我们称之为荧光诱

导, 有时也叫做荧光瞬变, 或者就叫Kautsky效应。

叶绿素荧光诱导动力学曲线根据其变化趋势和发

生时间分为快相和慢相两个阶段, 并通常分别以曲

线上的一些变化特征点来命名。前者从暗适应转

到可见光下开始起, 在大约几百微秒的时间里, 荧
光强度持续上升, 又被称为OJIP曲线。这里O是原

点, 代表了照光瞬间的荧光强度初始值, J和I都是

曲线中间变化的拐点, P代表荧光峰值。荧光诱导

曲线的慢相阶段也被称为PSMT曲线, 荧光强度从

最高峰值P开始下降, S表征了下降过程中的一个半

稳态点, M代表了随后出现的次峰值, 最后荧光强

度将趋于稳定的T, 整个过程一般需要几分钟。

对于OJIP曲线的内在机理(图1), 考虑充分暗适

应后的叶片, 它其中的QA、QB和PQ等都处于几乎

完全氧化的状态, 然后样品受光照射后激发PSII的
反应中心, 激发的P680*将电子传递给Pheo需要3 ps, 
Pheo−将电子传递给QA需要250~300 ps, 而电子由

QA
−传递到QB需要100~200 μs (Krause和Weis 1991)。

这里不均一的电子传递速率造成QB不能及时把QA
−

氧化, 从而导致QA
−的积累, 进而导致部分PSII反应

中心被激发后无法回到基态而关闭, 整体光合电子

转移速率下降, 荧光产量上升, 因此对应产生了

OJIP曲线中的O~J段(Zhu等2005; Xin等2013)。而

随后的J~I~P段的荧光强度的变化则和QA
−氧化和

再度还原过程的阶段性变化直接相关(Stirbet等
2014; Zhu等2005; Xin等2013)。随着PSII反应中心

的不断关闭, 从QA
−和QB

−传递到PQ库的还原能力不

断减弱, 当PQ库在来自PSII的持续还原过程和来自

PSI渐强的氧化过程中达到短暂的平衡的时候, 就
出现了荧光诱导曲线中的继拐点J之后的第二个拐

点I (Joly和Carpentier 2007)。在I附近的平稳时期

里, 大部分的PQ和PC将被还原, 进而I~P阶段的变

化主要表征着来自PSI电子受体方面的影响(Tsimilli- 
Michael和Strasser 2008; Hamdani等2015)。

对于慢相PSMT曲线, 其相关研究和OJIP的相

图1  快相叶绿素荧光OJIP曲线的内在机理

Fig.1  Inherent view of the fast OJIP phrase in the chlorophyll fluorescence induction curve
Mn4O5Ca: 放氧复合物锰簇合物; Yz: 酪氨酸残基; P680: PSII反应中心; Phe: 脱镁叶绿素; QA: 初级受体醌; QB: 次级受体醌; PQ: 质体醌; 

PQH2: 还原态质体醌; PC: 质体蓝素; P700: PSI反应中心; NADPH: 还原型烟酰胺腺嘌呤二核苷酸磷酸; NADP+: 烟酰胺腺嘌呤二核苷酸磷酸。
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比相对较少, 这一方面是由于在实验中发现PSMT
曲线部分的可重复性没有OJIP部分高, 所以其机

理也有很多至今未明了的地方。并且由于这个阶

段的荧光变化是从秒级开始并一直持续几分钟才

会稳定, 在考虑荧光变化的内在机理因素时, 除了

和OJIP阶段一样需要考虑QA还原态的变化(Brad-
bury和Baker 1984), 还必须考虑非光化学淬灭的影

响(Niyogi和Truong 2013)。现在一般认为, 其中的

P~S阶段主要会受叶黄素类循环的影响, 以热量形

式耗散的能量会增加, 从而引起了荧光产量的下

降(Holub等2007); S~M~T阶段则既会受Calvin–
Benson循环动力学状态的影响(Laisk等2006;  Zhu
等 2013), 也受光合机构的状态转换(qT)的影响, 其
中S~M阶段对应PSII上的捕光天线复合体(light- 
harvesting complex II, LHCII)向PSI移动的过程, 
M~T阶段对应LHCII回到PSII的过程。另外关于

连续激发测量叶绿素荧光诱导曲线, 还有一点需

要注意的是, 对没有受到胁迫的叶片, 快相阶段明

显的J和I点的出现, 一般要求较强的光照, 快速使

得QA、QB和PQ依次还原; 而对于慢相的PSMT而
言, 则需要一个相对低光照射条件, 从而才能得到

特征的S和M点, 过高的光强会导致S和M点的消

失。所以虽然完整的荧光诱导动力学曲线有时被

统称为OJIPSMT曲线, 其快相和慢相一般需要分

开测量得到。

1.2  饱和脉冲法

定量测量叶绿素荧光的光化学淬灭(qP)和非

光化学淬灭(NPQ)必须依靠饱和脉冲法测量得到

的荧光诱导曲线。其常规测量过程是: 首先打开

测量光(measuring light, 常用弱红光, 光强只能激

发荧光却不足以驱动光合电子传递), 测量叶片的

初始荧光(F0, 也叫基底荧光、不变荧光或最小荧

光); 然后打开饱和脉冲光(saturating flash light), 瞬
间将暗适应下原本完全打开的PSII反应中心全部

关闭, 从而测量得到暗适应叶片的最大荧光(Fm); 
然后开启作用光(actinic light)让叶片进行正常的光

合作用, 这个阶段叶片内部的电子传递链上的氧

化还原状态的变化就如上面1.1部分中所述, 大约

几分钟后荧光强度趋于稳定值(Fs, 或标记为Ft或者

Fa); 这个时候PSII反应中心部分关闭, 此时再打开

饱和脉冲光, 测得光下最大荧光(Fm′), 得到光适应

下PSII反应中心全部关闭时的荧光强度; 然后再关

掉作用光, 打开远红光(far-red light), 由于远红光会

偏好性的被PSI反应中心所吸收, 从而PSII上的PQ
库会很快被来自PSI的电子受体氧化, 并且PSII的
反应中心将全部打开, 此时得到的荧光强度称为

光下最小荧光(F0′)。
饱和脉冲法中测量得到的基本参数如上所述, 

包括了F0、Fm、Fs、Fm′和F0′, 为了消除基本参数

中背景噪音以及生化过程等因素的影响, 在实际

应用中通常以这些参数为基础, 计算更好描述叶

片的生长生理状态的荧光参数。其中重要的参数

包括: 
Fv: Fv=Fm−F0, 即黑暗中最大可变荧光, Fv的大

小与QA的还原状态相关。

Fv/Fm: 充分暗适应的叶片PSII的最大或潜在

量子产额。对于未经胁迫的植物, Fv/Fm一般在

0.80~0.85之间。

Fv′: Fv′=Fm′−F0′, 即光适应下的最大可变荧光。

Fv′/Fm′: 表示光适应下的PSII的最大量子产额。

ΦPSII: ΦPSII=(Fm′−Fs)/Fm′, 表示光适应下的PSII
的实际光化学效率。

qP: qP=(Fm′−Fs)/(Fm′−F0′), 代表光适应下的PSII
反应中心开放的比例。

qN: qN=1−(Fm′−F0′)/(Fm−F0), 反映光适应下的

非光化学淬灭。

NPQ: NPQ=Fm/Fm′−1, 表征非光化学淬灭的另

一种量化形式, qN的取值范围在0到1之间, 而NPQ
的取值范围则可能大于1。

ETR: ETR=ΦPSII×PFD×α×β, 代表了线性电子

传递速率, 其中PFD光通量密度, α表示叶片对于光

的吸收率, 常见值在0.85左右, β代表了吸收的光子

中被PSII吸收的比例, 常默认设为0.5。
2  碳氧稳定同位素理论、测量及叶片二氧化碳、

水分利用效率

稳定同位素丰度是进行光合作用研究中常用

的另外一个重要信号。稳定同位素是具有相同的

原子序数(即质子数), 但中子数目不同且不具有放

射性的元素形式的统称。自然界中, 对于常见的

生物元素(碳、氢、氧、氮、磷、硫等), 除磷以外, 
均存在两种或两种以上的稳定同位素形式。比如

碳的同位素形式12C、13C, 氧的同位素形式16O、
17O、18O。对于特定同位素在某种物质中的组成

而言, 重同位素含量一般比轻同位素含量低很多, 
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直接用两者的摩尔含量比值(同位素比值, isotope 
ratio)来表示同位素组成不便于记数和记忆, 所以

通常使用相对量(delta notation, δ)来表示物质的同

位素组成。比如对于碳同位素, 定义为δ13C=Rp/
Rs−1, 其中Rp是样品中的碳同位素比值, Rs是国际通

用标准物[常见标准物有Pee Dee Belemnite (PDB), 
是一种出自美国南卡罗莱纳州的碳酸盐矿石]的碳

同位素比值。该数值常以‰作为单位, 也有一些

文献会将这个数值乘以1 000来使用。

稳定同位素形成的化合物的化学性质没有明

显差异, 但由于分子量不同, 在物理化学性质上(扩
散速率、分子键能、生化生成和分解速率等)有着

微小的差异, 从而会导致物质反应或跨膜运输前

后在同位素组成上出现差异。这种差异现象被称

为同位素效应(isotope effect)。同位素效应的大小

通常用同位素分馏因子(fractionation factor)来描

述, 记做α (α=Rr/Rp, 其中Rr和Rp分别是该过程反应

物和生成物同位素比值)。由于很多过程的同位素

分馏因子和1很接近, 于是也常用同位素判别值

(isotope discrimination, Δ)来表示, 定义为Δ=α−1。
若测得反应物和生成物的同位素组成分别为δr和

δp, 则该过程的同位素判别值Δ=(δr−δp)/(1+δp)。例

如, 已知大气的δ13C约等于−8‰, C3植物的δ13C值大

约在−27.6‰, 从而光合作用这个过程对应的碳同

位素判别值Δ就等于20.1‰。

Farquhar等(1982)发现, C3植物叶片的δ13C值

与叶片的胞间二氧化碳浓度(ci)成正比, 从而得到

光合作用的同位素判别值公式(1)。	      
                                     (1)

在公式(1)中, a和b分别被认为是二氧化碳扩

散和羧化过程的碳同位素分馏判别值, ca是大气的

二氧化碳浓度。通过公式(1)可以看到, 如果采样测

量了叶片的δ13C值, 就能计算叶片的光合作用Δ值, 
从而计算得到ci的值, 进一步就可以计算得到WUE。
而且由于叶片的δ13C的值是一个长时间积累的结

果, 这样计算得到的WUE其实表征了植物在水分

利用方面很长时间内的表现, 该值比通过光合仪

的瞬时测量得到的WUE更有生态研究上的意义。

Evans等(1986)发展了一套在不损伤叶片的情

况下测量叶片的同位素组成和光合作用Δ值的方

法。该方法同步测量叶片气体交换和进出气的碳

同位素组成(图2-A), 并进一步发展了Farquhar等
(1982)的光合作用碳同位素理论公式(1), 得到了公

式(2)。

(2)
其中cs和cc分别是叶表面和叶绿体内部的二

氧化碳浓度; ab、as和am分别表示二氧化碳从大气

扩散到叶表面、从叶表面通过气孔进入气孔下腔

和从气孔下腔进入到叶绿体内过程中的同位素分

馏因子; e和f分别表示呼吸和光呼吸过程的同位素

分馏因子; αb、αe和αf分别等于1+b、1+e、1+f; Rd

和A分别代表叶片的呼吸速率和净光合速率; Г*是

A等于Rd时的cc值。

从公式(2)可以看到, 在已知各个过程的蒸馏

因子的情况下, 结合气体交换技术, 可以从中由Δ
值计算得到叶绿体二氧化碳浓度cc, 进而计算出叶

片对于二氧化碳的叶肉导度(gm)。叶肉导度和气

孔导度(gs)两个参数一起刻画叶片二氧化碳利用效

率。气孔导度描述的是二氧化碳在通过气孔的过

程中, 浓度由大气二氧化碳浓度ca降到胞间浓度ci

的阻力, 其定义为gs=A/(ca−ci)。叶肉导度描述的是

二氧化碳在从胞间扩散到叶绿体内最终被羧化的

过程所受到的阻力, 其定义为gm=A/(ci−cc)。
Jarman (1974)和Cowan (1978)讨论了气孔中

蒸腾气流的流出和二氧化碳气流的流入会互相影

响, 这被称为三元效应(ternary effect), 并且这种影

响很早就在气体交换测量中得到了考虑(von Cae-
mmerer和Farquhar 1981)。但在碳同位素测量中, 
直到Farquhar和Cernusak (2012)才在公式的基础上

考虑进了这种气孔中水蒸气分子、二氧化碳分子

和大气分子的相互碰撞对于同位素分馏的影响。

得到了如下公式(3)。
 

  
 

(3)
其中t代表了三元效应的大小。同时他们在实

际应用中发现, 通过公式(2)计算得到叶肉导度要

显著高于公式(3)计算得到的值, 说明了三元效应

对稳定碳同位素信号的阐释至关重要。
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稳定氧同位素信号相较稳定碳同位素而言更

加复杂, 18O元素既会以18OC16O的形式存在于大气

的二氧化碳中, 也会以H2
18O的形式存在于根系从

土壤中吸收的水分里, 而且由于碳酸酐酶的存在, 
这两者的氧同位素组成会在二氧化碳水合过程中

进行交换。Gillon和Yakir (2000)测量了C3植物叶

片中水和二氧化碳的稳定氧同位素并以此发展了

计算C3植物叶肉导度的方法。对于C4植物, 由于维

管束鞘细胞中二氧化碳浓缩机制的存在, 如上依

靠稳定碳同位素的方法无法测得其叶肉导度。这

一问题最近由Barbour等(2016)解决, 她们同时测

量C4叶片气体交换以及二氧化碳和水中的稳定氧

同位素信号, 推导了计算C4植物的叶肉导度的新

模型。

3  叶绿素荧光信号和碳氧稳定同位素信号在叶片

中的异质性

在如上考察叶绿素荧光信号和碳氧稳定同位

素信号的过程中, 其实都是把叶片假想成为了一

个大的细胞, 也即假设了叶片内部的光环境、二

氧化碳环境和水环境等都是均一的, 然而其实这

些假设距离真实情况都有一定偏差, 进而影响针

对叶绿素荧光及同位素信号的物理阐释。

对于均一的叶绿素溶液其内部的光吸收分布

符合Beer–Lambert定律, 也即光的吸收随着深度的

增加而指数型递减。然而, 叶片内部结构存在极

大的异质性: (1)存在多种细胞, 包括表皮细胞、栅

栏组织、海绵组织、维管束、维管束鞘伸展区及

泡状细胞等多种细胞类型, 而且这些细胞的分布

图2  结合气体交换和稳定同位素技术测量叶肉导度的方法和原理示意图

Fig.2  Techniques and principles of measuring the mesophyll conductance from combined gas exchange and stable carbon isotope 
discrimination

A: 结合气体交换和稳定同位素技术可以在不破坏叶片的情况下测量光合作用的同位判别值。ca和cp分别是叶室进气和出气的二氧化

碳浓度, δa和δp则分别是进气和出气的同位素组成(Evans等1986),  Δ表示光合作用的同位素判别值; B: 碳同位素在叶片内部的具体分馏过

程, Rx表示碳同位素的比值, 13cx表示13CO2的含量, cx表示二氧化碳的含量, 下标的a表示空气, s表示叶片表面, i表示气孔下腔, m表示细胞质, 
c表示叶绿体基质。Rp表示光合产物中的碳同位素比值, 13A表示13CO2的光合速率, A表示二氧化碳的光合速率。am表示二氧化碳在从大气

扩散到叶片表面过程中的同位素蒸馏因子, as表示从叶片表面进入气孔下腔过程的蒸馏因子, t代表气孔的三元效应, ai表示二氧化碳溶解

和在水中扩散过程的蒸馏因子, b表示Rubisco羧化过程的蒸馏因子, e和f分别表示呼吸和光呼吸过程的蒸馏因子。整个光合过程的同位素

判别值Δ的最终公式(4)可以由此示意图推导得到(具体推导过程详见Evans和von Caemmerer 2013;  Gu和Sun 2014)。
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方式在不同叶片中也不一致; (2)在单个细胞内部, 
还存在细胞壁、细胞膜、细胞质、叶绿体膜、液

泡膜等不同介质, 其对光的反射、透射和吸收特

性存在差异; (3)在一些物种中, 其叶绿体在细胞内

的分布会随着光强变化而做出适应性的局部移动

(Davis等2011; Davis和Hangarter 2012)。所以Beer– 
Lambert定律不能准确描述叶片内部的光环境, 实
验上的测量结果也证实了这一点。从上世纪八十

年代开始, 人们就尝试用各种方法测量叶片内部

光环境, 比如用很细小的光纤插入到叶片内部的

不同深度以测量内部光强(Cui等1991; Oguchi等 
2011), 也有通过观察表面照光下叶片横截面的荧

光图像来测得叶片内部光环境的(Takahashi等1994; 
Vogelmann和Han 2000; Vogelmann和Evans 2002)。
所有这些研究都表明不同的光质(入射光的方向是

直射或散射, 光的不同颜色), 不同的叶片内部结构

对于光能吸收在叶片内部的分布有着不同程度的

影响(Vogelmann和Evans 2002; Brodersen和Vogel-
mann 2010)。

这种不均一的光环境会影响对从叶片测得的

荧光信号的生理意义的阐释。一方面荧光本质上

是由于光被吸收才产生, 叶片吸收的光越多, 激发

出的荧光强度也就越高。因此, 叶片内部不均一

的光吸收首先会导致叶片内部不均一的荧光激发; 
其次, 叶片表面透射出来的荧光信号其实是来自

叶片内部不同细胞的荧光信号的叠加。虽然仪器

一般选用>715 nm的波段作为检测波长, 不过仍旧

存在着荧光重吸收现象; 这导致荧光参数更多地

是表征着相对更靠近叶片表面的叶肉细胞的光合

性质。在这一点上, 叶绿素荧光技术和气体交换

技术不同: 气体交换测量得到的光合参数都是相

对被夹在密闭气室里的整个叶片而言的。Evans 
(2009)利用一个叶片多层模型估计了光的异质性

对于电子转移速率测量的影响, 发现即使不考虑

叶片内部不同层之间的荧光信号被重吸收, 荧光

测量得到的电子转移速率会高估叶片真正的电子

转移速率; 尤其是在蓝光作为作用光或者叶片反

面朝上来测量荧光时, 这种高估更加明显。

除了光环境以外, 叶片内部的二氧化碳环境

也存在很强的异质性。考虑到二氧化碳分子从气

孔下腔到叶绿体的扩散过程依赖于其浓度梯度, 

从而不同细胞不同叶绿体到气孔下腔的距离远近

会导致其局部的二氧化碳浓度的不同(Parkhurst 
1994)。此外, 不均一的局部光吸收也会导致叶绿

体之间不均一的光限制程度, 从而导致不均一的

叶绿体光合速率, 进一步影响二氧化碳在叶片内

部分布的异质性。在此情况下考虑稳定碳同位素

在叶片内部的分馏过程就变得非常复杂, 首先不

同的叶绿体光合效率会导致不同程度的同位素分

馏, 而且即使经过某叶肉细胞的一次分馏后的二

氧化碳气体仍可能被另一个叶肉细胞二次分馏, 
就又增加了叶片内部碳同位素信号的异质性。

Farquhar (1989)采用了一种极其简略的方式来处

理这个问题, 其中所有叶肉细胞的分馏过程被假

设成互相独立的, 然后叶片层面检测到的碳同位

素分馏信号等于所有叶肉细胞产生信号的加权和, 
权重就等于每个叶肉细胞各自的净光合速率。

除了这种在不同细胞间的二氧化碳浓度的异

质性, 即使在单个叶肉细胞内部, 也存在着二氧化

碳浓度的异质性, 而且这种异质性也影响碳同位

素信号的阐释, 从而影响着在此基础上的二氧化

碳利用效率和WUE的计算。在正常环境下, 在细

胞内部, 由于羧化反应的消耗, 叶绿体内二氧化碳

浓度而最低, 细胞质中的浓度略高于叶绿体二氧

化碳浓度, 线粒体由于有光呼吸和呼吸的二氧化

碳的释放, 其局部浓度最高。Evans和von Caem-
merer (2013)将这种二氧化碳的空间异质性也考虑

进了碳同位素的公式中, 得到公式(4)。 

 

(4)
其中rc表示细胞内部叶绿体膜对二氧化碳扩

散的阻力(图2-B)。
4  展望

叶绿素荧光信号及同位素信号在过去光合作

用研究中起到重要作用。鉴于叶绿素荧光和碳氧

同位素信号在叶片内部的这种异质性, 即使采用

如Evans (2009)的那样的多层模型, 也未能完全刻

画荧光信号激发和传播过程中的距离、吸收和重
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吸收问题; 或采用Evans和von Caemmerer (2013)推
导的模型来阐释碳同位素信号, 也没能考虑细胞

内部二氧化碳的重固定及叶片内部二氧化碳不均

一分布。 这主要是由于这些机理模型在结构维度

和复杂度上仍旧做了大量不可避免的简化。而今

随着人们对机理研究的深入、原理解析的完善和

高性能仿真计算技术的发展, 基于叶片三维结构

的光环境和二氧化碳环境模拟已经得以实现(Gov-
aerts等1996; Tholen和Zhu 2011; Ho等2016), 同时

光合作用代谢过程模型也被建立 (Zhu等2013; 
Wang等2014a, b)。可以预见, 在这些模型的基础

上, 目前已经有可能构建基于叶片三维结构、光

合机理、二氧化碳扩散过程及光线传输过程的高

度机理性的叶片模型。利用此类模型, 将实现对

叶绿素荧光信号及稳定同位素信号的更加精确的

模拟, 这将为推动叶绿素荧光和碳氧同位素信号

的物理解释及其应用提供理论工具。
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Abstract: Chlorophyll fluorescence and stable isotope signals are two major categories of signals used exten-
sively in the study of light and water use efficiencies of photosynthesis. This review summarizes current prog-
ress and major theories for these signals. We further discussed the heterogeneity of light and CO2 inside a leaf 
and how these heterogeneities influence these signals. To cope with this challenge of accurate interpretation of 
these signals from a leaf, we propose to establish a 3-D highly mechanistic model of leaf reaction diffusion 
models to help interpreting these signals and further promoting their application in photosynthesis research.
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