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摘要 细胞骨架是真核细胞的重要组成成分, 广泛参与了包括细胞形态建成、细胞器运动、胞内物质运输和信

息传递等在内的许多细胞生理活动. 已有研究表明, 细胞骨架系统在开花植物有性生殖的重要环节——花粉萌发

及花粉管生长过程中发挥重要作用. 本文针对该过程中细胞骨架系统的组织结构、动态变化及功能调控等进行

系统综述, 以期使读者深入理解细胞骨架系统在花粉极性建立和维持过程中的重要作用.
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花粉管发育包括花粉萌发和花粉管生长两个过

程, 是被子植物有性生殖的关键环节, 对于植物繁衍后

代具有重要意义. 花粉粒经由各种途径落到雌蕊柱头,
在柱头分泌物的刺激下吸附和水合, 萌发并长出花粉

管. 顶端极性生长的花粉管穿过花柱通道进入子房并

到达胚囊后, 花粉管顶端破裂, 释放出两个精细胞. 其
中一个精细胞与卵细胞融合后形成受精卵, 进而发育

成胚; 另一个则与中央细胞融合后形成受精极核, 之

后发育为胚乳, 完成被子植物特有的双受精现象
[1]. 花

粉粒的适时萌发以及花粉管的极性生长为高等植物受

精作用的完成提供了重要保证. 因此, 深入研究花粉管

发育的分子调控机制对于理解被子植物有性生殖过程

具有重要意义.
由微丝和微管组成的细胞骨架在植物细胞中广泛

参与了细胞器运动、物质运输和细胞分裂等各种重要

生理活动. 越来越多的研究表明, 细胞骨架在花粉萌发

和花粉管生长过程中发挥重要作用. 研究发现, 花粉粒

中微丝聚合产生的驱动力促使分泌囊泡的定向运输,
两者协同调控花粉萌发过程中的极性建立; 花粉管中

的微丝骨架则为胞内各类细胞器的长距离运输提供轨

道. 与微丝骨架相比, 目前关于花粉中微管骨架功能的

解析相对较少. 早期的药理学分析表明, 花粉中微管的

聚合动态不影响花粉的萌发和花粉管的生长. 近期利

用在花粉中特异性表达的荧光标记植株, 人们发现在

花粉精细胞周围存在特异的微管分布, 暗示了微管骨

架可能对精细胞在花粉管中的精准运送具有重要的动

态调控功能. 本文将对花粉萌发及花粉管生长过程中

细胞骨架的动态结构及调控机制进行系统性综述, 以

期使读者深入理解细胞骨架系统在花粉萌发及花粉管

生长中的作用.
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1 微丝骨架在花粉管发育过程中的作用

高等植物的花粉中肌动蛋白含量占可溶性总蛋白

的2%~20%[2~5], 其丰度暗示了该蛋白在花粉中的重要

作用. 同时多种微丝结合蛋白在花粉中含量丰富
[6~8],

可能参与花粉中微丝结构及动态的精细调控. 早期的

药理学研究结果表明, 低浓度的微丝解聚药物Latrun-
culin B(LatB)处理会显著降低花粉的萌发率和花粉管

的伸长速率
[9]. 后来在分析花粉中特异性表达的肌动

蛋白ACT11功能的过程中发现, 其编码基因突变后会

显著改变微丝的动态, 进而影响花粉的萌发及花粉管

的生长, 该遗传学结果为微丝骨架调节花粉萌发和花

粉管伸长提供了直接证据
[10,11].

研究者们早期主要利用间接荧光免疫和鬼笔环肽

荧光染色的方法观察和研究花粉的微丝骨架. 但由于

物种间的差异、染色方法及观察手段不同, 关于花粉

管顶端及亚顶端的微丝排布存在很大争议. 使用传统

染色的方式观察到西洋梨花粉粒中微丝呈扇形分布在

距离萌发孔的远端位置, 在萌发的进程中逐渐向萌发

孔处聚集; 同时观察也发现在花粉管顶端存在致密的

微丝结构
[12]. 然而也有报道指出, 利用显微注射的方

法将荧光标记的鬼笔环肽导入生长活跃的百合花粉管

中, 在其顶端并未检测到明显的微丝结构
[13]. 直到

2005年, 同样是在百合花粉管中, 研究者们利用快速

冷冻固定的方法检测到了距离顶端1~5微米处的致密

微丝束(F-actin fringe)[14]. 此外, 微丝活体探针的引入

进一步证实了花粉管中微丝的分布模式. 其中, Lifeact
是在酵母菌中发现的一种含有17个氨基酸的短肽, 具

有稳定结合微丝的特性, 作为微丝的活体探针被广泛

应用
[15]. 带有荧光标签的Lifeact肽段已在烟草、百合

及拟南芥花粉管中清晰标出各部分微丝结构
[16~18]. 基

于此, 人们认为花粉管中微丝的排列方式分为三部分:
基干部的微丝呈束状排列,平行于花粉管的长轴;亚顶

端分布有短小且致密的平行微丝束; 花粉管顶端存在

较短且高度动态的微丝.

1.1 微丝在花粉萌发过程中的动态分布及调控

2015年, Vogler等人
[19]

使用tagRFP-T-Lifeact荧光

标签对拟南芥花粉粒的微丝结构进行动态分析, 结果

显示在水合的花粉粒中, 微丝在周质和营养核核周均

有分布; 在花粉萌发前, 微丝在距离未来萌发位点的

远端位置聚集; 当花粉萌发长出花粉管后, 平行排列

的微丝束从花粉粒延伸到新长出花粉管的凸起处; 最

终在新生成的花粉管中呈现有规律的排布. 该研究还

利用ARO1(Armadillo Repeat Only 1)蛋白标记花粉中

的分泌囊泡, 发现其在特定的位点聚集, 该位点即未来

的萌发位点
[19,20]. 在萌发位点处微丝的动态结构和分

泌囊泡的聚集作为花粉极性建立的关键事件, 两者之

间是否存在协同互作的关系, 是值得探究的科学问题.
2018年, 本课题组

[21]
利用转盘式激光共聚焦显微镜对

拟南芥花粉中Lifeact荧光标记的微丝动态进行了长时

程的活体动态观察. 研究发现, 微丝骨架首先在水合的

花粉粒中发生高度动态的规律性旋转运动, 而后在特

定位点形成类似刷状环(actin fringe)的结构, 随后花粉

从该位置萌发. 同时研究发现, 微丝聚合和延伸产生的

驱动力推动分泌囊泡在质膜的定向运输, 进而促进花

粉的萌发
[21,22]. 该结果不仅深入解析了微丝骨架在花

粉极性建立中的调控作用, 而且首次在植物细胞中提

出了以微丝骨架聚合作为驱动力的囊泡运送方式. 在

花粉萌发过程中, 微丝骨架在分泌囊泡的定向转运中

发挥重要作用, 其是否也参与了分泌囊泡与质膜栓系

和融合的过程, 值得深入探讨. 微丝骨架发挥作用需

要不同的微丝结合蛋白参与调控, 因此解析萌发过程

中参与的微丝结合蛋白至关重要.
花粉微丝骨架的结构及动态受到包括成核因子

Formin、肌动蛋白单体结合蛋白Profilin、微丝解聚因

子ADF和成束蛋白Fimbrin等在内的一系列微丝结合

蛋白的调控(图1, 表1). 本课题组的研究发现, 微丝成

核因子AtFH5特异定位于分泌囊泡, 能够促进微丝的

聚合与延伸. AtFH5的这种特异定位将微丝骨架与分

泌囊泡连接并形成一个连续的动态聚合体, 共同决定

了花粉的萌发位点, 并最终建立花粉的极性
[21]. 在成

熟花粉中特异性表达的肌动蛋白单体结合蛋白Profi-
lin成员Profilin4和Profilin5是微丝聚合的正向调控因

子, 其在花粉中的表达量与聚合的微丝含量呈正相

关
[23]. 在微丝聚合驱动分泌囊泡运输的过程中, Profi-

lin蛋白可以结合AtFH5蛋白的FH1结构域, 协同调节

微丝的聚合动态 , 进而控制分泌囊泡的运动速

率
[21,23,24]. 最新的研究对微丝解聚因子ADF家族成员

ADF7和ADF10在花粉萌发过程中的特异性定位和功

能进行了分析: ADF7和ADF10在花粉粒中均具有丝状

定位和胞质定位两种排布方式; 相较ADF10蛋白 ,
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ADF7在花粉中的荧光信号更强, 丝状定位的占比更

高; 在花粉萌发并产生花粉管凸起的过程中, ADF7比
ADF10更早地在萌发孔处积累, 且ADF7的丝状结构更

快地进入新形成的花粉管
[25]. 同时研究发现, adf10突

变体花粉粒比adf7突变体花粉粒更耐受高浓度的LatB
解聚, 表明ADF7促进花粉中微丝动态周转的活性弱于

ADF10[25]. 此外, 非典型的微丝解聚因子ADF5能够成

束微丝, 对微丝起到稳定的作用; 在adf5突变体花粉粒

中微丝的数量及束化程度显著低于野生型, 造成了微

丝骨架组装及动态的缺陷, 进而延迟了微丝极性排布

的建立, 导致花粉萌发时间滞后
[26]. 上述不同ADF蛋

白在花粉中的特异性定位及其对微丝的不同调控作

用, 暗示了它们在花粉萌发过程中具有精细而独特的

功能. 有研究表明, 微丝成束蛋白Fimbrin家族成员

FIM5在花粉粒中能够标记微丝束, 其缺失突变加剧了

花粉粒中微丝的束化程度, 最终导致花粉萌发滞后
[27].

这些已报道的微丝结合蛋白在花粉粒中的特异定位及

其对微丝的动态调控, 表明了微丝骨架在萌发过程中

动态调控的精细和复杂性. 肌球蛋白家族(myosin)是
目前微丝系统中唯一确认的分子马达, 但其在花粉萌

发过程中的功能尚不清晰. 药理学实验表明, 利用

BDM(2,3-butanedione monoxime)抑制肌球蛋白的ATP
酶活性, 可能影响分泌囊泡在花粉粒中旋转的运动速

度, 但并不改变微丝与分泌囊泡之间的动态运动关

系
[21]. 肌球蛋白如何与微丝骨架互作, 以及如何调控

分泌囊泡在胞内的动态还有待进一步研究. 花粉粒中

高度动态的微丝网络除了参与分泌囊泡的定向运输,
是否也参与其他细胞器的运动, 其可能的调控机理以

及生物学意义还有待进一步探究.

1.2 微丝在花粉管中的动态分布及调控

微丝骨架在花粉管中具有特定的排列方式, 与其

在花粉管极性生长中的功能相对应. 在基干部, 微丝

平行于花粉管的长轴呈束状排列, 目前的研究认为这

部分微丝主要是为细胞器的长距离运输提供轨道, 将

生长所需的材料快速地运送到顶端以支持质膜扩张和

细胞壁合成. 在花粉管的亚顶端, 大量短的微丝束有序

排列成致密的刷状环结构(actin fringe)[14], 一般认为该

结构可将大的细胞器阻挡, 小的囊泡继续向前运动并

聚集在花粉管顶端. 也有研究指出, 花粉管亚顶端的

微丝刷状环结构与花粉管生长方向存在相关性
[28,29].

花粉管的顶端富含有大量的囊泡, 几乎不含有细胞器,
故又称之为透明区(clear zone)[30]. 目前的观点认为, 在
花粉管顶端存在较短、分布随机且高度动态的微丝,
推测其可能在囊泡的栓系和融合过程中发挥重要作

用
[16,17,31,32].
药理学实验表明, 低浓度的微丝解聚药物LatB处

理不会影响花粉管基干部的纵向微丝束, 但会破坏亚

顶端和顶端的微丝, 进而抑制花粉管的生长, 这表明

亚顶端及顶端区域的微丝骨架与花粉管的生长密切相

关
[33,34]. 利用细胞生物学及遗传学等手段研究发现, 花

粉管亚顶端及顶端的微丝骨架受到多种微丝结合蛋白

的调控
[35](图2, 表1). 微丝成核因子Formin在调控花粉

管亚顶端及顶端微丝聚合中发挥重要作用. AtFH1的
过量表达会造成花粉管顶端质膜出现过量的微丝束并

导致质膜变形, 花粉管生长变慢且失去极性
[36]. AtFH3

的过量表达导致基干部的微丝变多变长, 并延伸到花

粉管顶端
[37]. 在fh3, fh5单突变体及fh3 fh5双突变体中,

图 1 花粉粒中微丝结合蛋白的定位及功能示意图. 花粉萌
发过程中, 花粉粒中的微丝骨架驱动分泌囊泡在花粉粒中的
定向运动, 并最终在未来的萌发位点形成微丝环状结构. 图
中箭头标注为分泌囊泡的运动方向, 星号标注为分泌囊泡在
花粉粒中的运动轨迹
Figure 1 Localization and function of actin binding proteins in pollen
grain. During pollen germination, the actin filaments drive the
directional movement of secretory vesicles in the pollen grain, and
finally forms a collar-like actin structure in the future germination site.
In the picture, the arrows mark the movement direction of secretory
vesicles, and the asterisks mark the movement track of secretory
vesicles in the pollen grain
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表 1 微丝结合蛋白在花粉萌发及花粉管生长中的作用

Table 1 The role of actin binding proteins in pollen germination and pollen tube growth

阶段 微丝结合蛋白 表型 功能 参考文献

花粉萌
发阶段

FH5 AtFH5突变后,花粉粒内微丝呈短棒状分布而非丝状,微丝束
化程度显著下降, 且花粉萌发率降低

调控微丝的动态进而调控花粉萌
发过程中细胞极性建立的过程

[21]

Profilin prf4prf5双突变体中, 微丝的整体含量及束化程度下降,
花粉萌发率显著降低

协同Formin调控微丝的动态进而调控
花粉萌发过程中细胞极性建立的过程

[23]

FIM5 缺失突变会加剧花粉粒中微丝的束化程度, 导致花粉萌
发滞后

成束并稳定微丝 [27]

ADF5 突变体花粉粒中微丝的数量及束化程度显著低于野生型,
导致花粉萌发滞后

成束并稳定微丝 [26]

ADF7 LatB处理后, adf7突变体的花粉萌发率显著高于野生型,
且高浓度LatB处理后, 花粉粒中微丝数量显著高于野生型

促进微丝解聚, 调控微丝的动态周转 [25]

ADF10 adf10突变体花粉粒比adf7突变体花粉粒更耐受高
浓度的LatB解聚

促进微丝解聚, 调控微丝的动态周转 [25]

花粉管生
长阶段

FH1 AtFH1过量表达会造成花粉管顶端质膜出现过量的微丝束并
导致质膜变形, 花粉管生长变慢且失去极性

促进微丝聚合 [36]

FH3
AtFH3表达量的下调会影响基干部微丝的形成, 胞质环流的
倒喷泉模式被破坏, 花粉管短粗, 丧失极性; AtFH3的过量表
达会造成花粉管基干部的微丝变多变长, 延伸至花粉管顶端

促进微丝聚合 [37]

FH5
在fh3, fh5单突变体及fh3 fh5双突变体中, 花粉管顶端微丝的
数量显著减少, fh3 fh5双突变体顶端微丝更趋于碎片化和无

序化
促进微丝聚合 [38]

Profilin 功能丧失会导致花粉管顶端的微丝不能正常延伸, 造成顶端
及亚顶端的微丝含量下降, 排布紊乱

与G-actin以1:1的形式结合形成
profilin-actin复合体, 被顶端质膜的
Formin利用, 驱动顶端的微丝聚合

[40]

ADF7 花粉管基干部微丝的切割频率和解聚速率显著降低,
微丝束化程度增加, 抑制花粉管的伸长

促进微丝解聚, 调控微丝的动态周转 [42]

ADF10

adf10突变体花粉管中顶端微丝显著减少, 且微丝与花粉管
生长轴之间的夹角变大, 微丝分布更随机; 功能缺失突变体
中单根微丝的解聚速率和切割频率显著降低, 微丝的寿命延

长

促进微丝解聚, 调控微丝的动态周转
和有序排列

[43]

ADF5 adf5突变体花粉管中微丝的束化程度明显降低, 花粉管生长
变慢且对LatB高度敏感

成束并稳定微丝 [26]

LIM1
过量表达LILIM1会抑制花粉管生长, 花粉管短且肿胀;
花粉管中的微丝排布紊乱, 花粉管顶端出现星状的微丝

及内膜结构
成束并稳定微丝 [45]

FIM5
fim5缺失突变体花粉管中微丝排布发生改变, 微丝束延伸到
花粉管顶端, 且胞质环流的方向及速度也发生改变, 造成花

粉管生长变慢
成束并稳定微丝 [27]

VLN2 VLN5
vln2 vln5双突变体花粉管中的微丝排布异常且束化减少,
微丝刷状环结构异常, 同时花粉管顶端聚集大量的微丝束,

花粉管扭曲变宽
成束并稳定微丝 [17,47,48]

CROLIN1 CROLIN1缺失突变体的花粉粒和花粉管对LatB高度敏感 稳定微丝并使微丝束交联成网状结构 [46]

MAP18
MAP18缺失后, 花粉管中纵向排布的微丝伸入花粉管顶端,
亚顶端及顶端的微丝束化程度明显升高, 花粉管顶端微丝

显著减少, 花粉管生长方向存在缺陷

通过其微丝切割活性来调控花粉顶
端及亚顶端微丝的组织和动态

[68]

MDP25 突变体花粉管中微丝的切割频率下降, 亚顶端微丝密度
显著增加, 造成花粉管生长速率明显变快

通过其微丝切割活性来调控花粉
管亚顶端微丝动态

[69]

RIC1

ric1突变体的花粉管中, 顶端和亚顶端的微丝显著增加, 单根
微丝的切割频率显著降低, 微丝的寿命延长且最大长度增
加; RIC1过量表达会造成顶端和亚顶端的微丝显著减少, 单
根微丝的切割频率增加, 微丝的寿命缩短且最大长度减少

通过其微丝切割活性来调控
花粉管顶端微丝动态

[70]

李彤辉等: 细胞骨架系统调控花粉管发育的研究进展

766



花粉管顶端微丝的数量显著减少, 且fh3中顶端微丝的

数量更少, 表明AtFH3及AtFH5均参与调节花粉管顶

端微丝的聚合, 且AtFH3发挥更重要的作用
[38]. 百合花

粉中LIFH1控制花粉管亚顶端微丝刷状环结构的形

成
[39]. Profilin作为一类肌动蛋白单体结合蛋白, 能够

与G-actin以1:1的形式结合形成profilin-actin复合体,
Profilin功能丧失会导致花粉管顶端的微丝不能正常

延伸, 进而造成亚顶端及顶端的微丝含量下降, 排布紊

乱
[40]. 体外生化数据表明, 花粉管顶端质膜定位的

AtFH5能够利用profilin-actin复合体进行微丝聚合
[40].

腺苷酸环化酶相关蛋白(adenylyl cyclase-associated
protein, CAP)家族成员AtCAP1可以协同微丝解聚因

子ADF和Profilin以促进花粉中微丝的动态周转: 一方

面AtCAP1通过其C端结构域增强ADP-G-actin转换成

ATP-G-actin的核苷酸交换能力, 使ATP-G-actin与Pro-
filin形成Profilin-ATP-G-actin复合体, 促进Formin蛋白

在花粉管顶端的微丝聚合能力; 另一方面AtCAP1通
过其N端结构域结合并促进ADF介导微丝的切割和解

聚以释放ADP-G-actin[41]. 微丝解聚因子ADF7和

ADF10具有不同的亚细胞定位: ADF7主要定位于花

粉管基干部, 其缺失突变会导致基干部微丝的切割频

率和解聚速率显著降低, 微丝束化程度增加, 最终抑

制花粉管的伸长
[42]; 而ADF10主要与亚顶端的微丝结

构共定位, 通过其解聚活性来促进花粉管顶端微丝的

动态周转和排列
[ 43 ] . 微丝解聚因子的另一个成员

ADF5则作为一个微丝成束蛋白通过调节微丝束的生

成、组织及维持在花粉管生长中发挥重要作用
[26].

花粉管基干部存在较粗的长微丝束, 微丝成束蛋

白的交联和稳定作用对这种高度有序的微丝束结构的

形成至关重要. 目前花粉管中已知的成束因子主要有

Fimbrin, LIM, CORLIN和Villin等蛋白家族(图2, 表1).
Fimbrin家族成员含有两个高度保守的微丝结合结构

域(actin binding damain, ABD), 该结构域以反向平行

的形式存在, 能够交联两个相邻的微丝进行成束
[44].

拟南芥基因组有5个编码Fimbrin的基因(AtFIM1~At-
FIM5), 其中在成熟花粉中高表达的AtFIM5基因的功

能缺失会改变花粉粒及花粉管中的微丝排布, 微丝束

延伸到花粉管顶端, 造成花粉萌发延迟, 花粉管生长

图 2 花粉管中微丝结合蛋白的定位及功能示意图. 在花粉管中, 靠近细胞周质的微丝正端指向花粉管顶端, 中间部分的微丝
正端指向花粉粒, 形成“倒喷泉”式的胞质环流, 箭头表示花粉管中胞质环流的运动方向
Figure 2 Localization and function of actin binding proteins in pollen tube. In the pollen tube, the barded end of the actin filaments near the cortical
region points to pollen tube tips, and the pointed end of the actin filaments in the middle part points to pollen grain, forming a “V-shaped inverted cone”
cytoplasmic streaming. The arrows indicate the direction of movement of the cytoplasmic streaming in the pollen tube
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变慢
[27]. LIM是花粉中另一类重要的成束因子, 过量表

达LILIM1会造成花粉管生长缓慢且形态异常, 花粉管

顶端“透明区”出现一些星状微丝及内膜结构
[45]. CRO-

LIN是近年来新发现的一类仅在植物中表达的微丝结

合蛋白
[46]. 拟南芥基因组中有6个编码CROLIN蛋白的

基因, 其中CROLIN1特异地在成熟花粉中表达, 生化

分析显示其能够结合并稳定微丝, 并且能够使微丝束

交联成网状结构
[46]. CROLIN1功能缺失突变体的花粉

粒及花粉管对微丝解聚药物LatB高度敏感
[46]. Villin是

植物中最早发现的一类微丝成束蛋白. 研究发现, 拟南

芥vln2 vln5双突变体花粉管中的微丝排布异常且束化

减少,导致微丝刷状环结构异常;同时微丝切割频率的

下降造成花粉管顶端聚集了大量的微丝束, 进而严重

影响花粉管的伸长
[17,47,48]. 该些研究结果表明, 花粉管

基干部微丝束的减少或者过量都可能影响由微丝骨架

系统驱动的胞质环流, 使其特有的倒喷泉式环流模式

被破坏, 沿微丝轨道运输的各类细胞器和膜组分在胞

质中的运输受阻, 进而抑制花粉管的生长.
基于以上研究, 有研究者提出了花粉管顶端质膜

微丝聚合的调控模型: 微丝成核因子Formin定位于花

粉管顶端质膜上, 利用细胞质中的profilin-actin复合物

起始微丝聚合, ADF及其辅助因子和微丝切割蛋白促

进微丝的动态周转, 并通过其切割和解聚活性控制微

丝长度
[49]. 在多种成束/交联蛋白的参与下, 膜起源的

微丝被组织成不同的结构, 并在花粉管的皮层及内部

呈现不同的分布
[49]. 现有的研究认为, 花粉管亚顶端

和顶端高度动态的微丝结构对于大量囊泡在顶端的稳

态平衡、分泌囊泡与质膜的栓系和融合可能都具有重

要的动态调控作用, 但是目前关于顶端区域微丝的动

态分布及其与分泌囊泡、其他信号分子之间的动态互

作关系仍有待进一步探究.
在真核细胞中, 肌球蛋白利用水解ATP产生的能

量沿着微丝骨架运动. 在植物中存在Ⅷ型和Ⅺ型两种

肌球蛋白
[50]. 其中, Ⅺ型肌球蛋白被报道可以为胞质

环流和各类细胞器的长距离运输提供动力
[51~53](图2,

表1). 在拟南芥花粉管中Myo11C2和Myo11B1与过氧

化物酶体、高尔基体和分泌囊泡等多种细胞器具有一

定的共定位关系
[54,55], 但是关于肌球蛋白是否通过微

丝骨架参与调控该过程以及两者之间是否存在相互作

用, 有待进一步研究. 目前对Ⅷ型肌球蛋白的研究较

少, 仅有的研究表明, Ⅷ型肌球蛋白可能作为慢速马

达蛋白参与了内吞作用、细胞通讯及细胞分裂等过

程
[56~61]. 根据拟南芥eFP Browser数据库(http://bbc.bot-

any.utoronto.ca/efp/cgi-bin/efp)分析发现, Ⅷ型肌球蛋

白中有两个成员(ATM2和VIIIB)在成熟花粉中高度表

达, 暗示其在花粉管发育中可能发挥作用, 但具体的调

控作用及相关的分子机制有待进一步研究.

2 微管骨架在花粉管发育过程中的作用

2.1 微管骨架的动态分布

与微丝骨架相比, 目前对于花粉中微管结构的研

究较少. 前期研究利用免疫荧光标记的方法发现, 花

粉管基干部的微管呈现出长且轴向排列的束状结构,
而在花粉管的亚顶端或者顶端区域, 微管多为随机分

布的短片段
[62]. 研究人员进一步利用微管正端结合蛋

白AtEB1作为活体标记证实了该结构, 同时指出, 花粉

管基干部的微管要比近顶端区域的微管更加稳定
[63].

最近, 本课题组通过筛选获得了花粉中稳定表达的微

管荧光标记植株, 对花粉萌发及花粉管生长过程中微

管的时空动态分布进行了系统观察. 研究发现, 花粉

粒中的微管骨架呈网络状分布, 花粉管中的微管骨架

平行于长轴呈束状排列(未发表数据).

2.2 微管骨架的动态调控机制

早期研究发现, 微管结合蛋白MAP18, MDP25和
RIC1等在营养组织中通过与微管结合发挥功能

[64~67].
但目前的研究表明, 在生殖生长阶段MAP18通过调控

花粉管顶端和亚顶端微丝的组织和动态从而影响花粉

管的生长方向
[68]; 微管去稳定蛋白MDP25能够结合并

切割微丝, 其通过调节花粉管亚顶端区域微丝的组织

和动态来负调控花粉管生长
[69]; 微管结合蛋白RIC1是

ROP信号途径的下游效应子, 通过其微丝切割活性在

花粉管顶端质膜切割微丝来调控顶端微丝的动态, 从

而调控花粉管生长
[70](图2, 表1). 由此看来, 这些微管

结合蛋白更倾向于通过调节微丝动态来影响花粉管的

极性生长. 接下来非常值得探究的是这些微管结合蛋

白是如何实现微丝和微管调控功能的转换, 深入分析

这些蛋白的结构和生化特性, 阐明其工作的分子机制

将帮助人们深入理解细胞骨架系统在植物细胞中的

功能.
在花粉中, 两个精细胞与营养核串联形成一个称
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为“雄性生殖单位”的整体进行运输. 已有的研究认为,
微管骨架的动态结构可能对花粉的萌发和花粉管的极

性生长无显著影响, 但是其在雄性生殖单位周围存在

特异分布, 暗示了微管结构在其中的特异功能
[9,71]. 在

烟草花粉管中, 微管在精细胞周围高度束化, 并形成笼

状结构将其包裹
[71]. 当解聚微管后, 雄性生殖单位进

入花粉管的比例明显下降, 表明微管对于雄性生殖单

位迁移必不可少
[72]. 2021年, 有研究人员提出了花粉

管中的精细胞运动的拔河模型
[73]. 该模型认为, 微管

在精细胞周围随机排列, 沿着微管负向运动的驱动蛋

白家族成员KCH(kinesins with calponin homology do-
main)根据所结合微管的方向使精细胞前后往复运动,
向前的速度大于向后的速度, 最终精细胞向前迁移

[73],
但该研究并未解释沿随机排列的微管运动的KCH蛋
白为何会使精细胞产生向前的速度大于向后速度. 解

析微管骨架调控植物雄性生殖单位迁移的具体分子机

理以及相关的调控因子, 是值得探究的科学问题. 本课

题组近期的研究发现, 微管-驱动蛋白系统为雄性生殖

单位运输提供主要轨道并稳定其定向迁移, 而雄性生

殖单位的往复运动则与微丝系统相关(未发表数据).
该研究为深入理解花粉雄性生殖单位迁移的分子机制

提供了进一步证据. 筛选和鉴定参与该过程的关键微

管结合蛋白和驱动蛋白将为解析微管骨架在花粉中的

功能提供重要思路.

3 信号分子对花粉管发育的调控

在花粉萌发及花粉管生长过程中, 存在多个信号

通路相互交叉, 形成一个复杂的网络, 它们通过将信

号传递给微丝骨架及相关的微丝结合蛋白, 从而调控

花粉萌发及花粉管极性生长. 目前已知的一些信号分

子主要包括Ca2+、小G蛋白和磷脂信号等
[74].

Ca2+是花粉萌发和花粉管生长的重要调控因子,
也是花粉体外萌发培养基的必要组分

[75,76]. 研究表明,
在花粉粒的萌发位点会有较高浓度Ca2+的积累, 并且

在正常生长的花粉管中也存在着明显的Ca2+浓度梯

度, 花粉管顶端的Ca2+浓度能达到2~10微摩尔, 从顶端

向后的20微米范围内浓度降低至200纳摩尔
[76]. 使用

钙通道抑制剂会使花粉管的Ca2+浓度梯度消失, 同时

花粉管生长停止
[77]. 研究表明, Ca2+参与了分泌囊泡

与质膜融合的过程
[78,79]. 此外, 大量研究发现, 花粉管

中Ca2+通过影响微丝结合蛋白的活性来调控微丝骨

架. Ca2+可以促进Villin家族成员以及MDP25对微丝的

切割活性, 体外生化分析结果显示, Profillin对单体肌

动蛋白的螯合作用受Ca2+调控, Ca2+的浓度增高, 螯合

作用越强
[47,69,80]. 这些受钙调控的微丝结合蛋白定位

在花粉管的不同区域并调控微丝的组织及动态.
ROP GTPase在植物中广泛存在. 拟南芥中存在11

个ROPs, 其中ROP1, ROP3和ROP5在花粉中表达, 且

ROP1在花粉中特异性高表达, 成为花粉管中ROPs信
号调控网络中的主要研究对象

[81,82]. 目前的研究发现

ROP1定位在花粉管顶端质膜上, 是决定分泌囊泡进行

胞吐作用的关键调控因子, 下游主要由RIC3和RIC4介
导的两条信号途径对花粉管顶端的胞吐作用进行调

控
[83].其中, RIC3通过调节顶端质膜Ca2+的内流来促进

微丝解聚, 进而促进囊泡在顶端的融合; RIC4则通过

促进微丝聚合进而促进花粉管顶端囊泡的聚集, 这两

条信号途径共同调控花粉管生长
[83]. 对于ROP1信号

通路的调控已有较为详尽的论述 , 在此不再赘

述
[74,84,85].
磷脂酰肌醇(phosphatidyl inositols, PIs)是一类重

要的磷脂, 在花粉管极性生长过程中参与调控微丝骨

架的动态排布以及囊泡运输等过程. 磷脂酰肌醇4,5-
二磷酸(phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate, PIP2)是
调控花粉管极性生长的关键因子, 其产生依赖于磷脂

酰肌醇-4磷酸5激酶(phosphatidylinositol 4-phosphate
5-kinase, PI4P-5K)活性

[86~88]. 研究发现, 在烟草花粉

管中过表达PIP5K10或PIP5K11导致花粉管顶端膨大

和微丝排布发生改变, 这与烟草花粉管中过表达ROP
蛋白NtRac5表型相似, 表明PIP2通过影响微丝骨架以

及ROP信号通路来调节花粉管顶端膨大
[89]. 最新的研

究发现, 在烟草花粉管顶端质膜上, PIP2的分布呈现

纳米域和弥散分布两种方式, 这两种分布模式的PIP2
能够将NtRac5导向不同的RIC蛋白, 从而协调花粉管

生长过程中微丝的动态变化与胞吐过程
[90]. 此外,

PIP2经磷脂酶D(phospholipase D, PLD)催化生成磷脂

酸(phosphatidic acid, PA). 据报道, 细胞内PA水平的变

化会显著影响微丝动态
[91,92], 如拟南芥加帽蛋白CP

(capping protein, CP)与PA结合会抑制其封端活性, 从
而促进微丝聚合, 该调节方式对于花粉管顶端生长至

关重要
[92].

以上信号通路相互交织, 形成一个复杂的网络, 表
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明花粉萌发和花粉管生长受到精密调控, 但是整体的

信号通路有待进一步研究.

4 展望

随着荧光标记技术和显微成像技术的发展, 花粉

萌发和花粉管生长过程中细胞骨架系统的排布方式、

动态变化和功能调控等方面的研究已取得新的进展,
但仍有许多待解之谜. 例如, 花粉如何感知萌发信号?

花粉水合后的萌发过程中, 微丝聚合产生的驱动力推

着分泌囊泡定向运输作为一种新的囊泡运送方式, 其

中的动态互作关系如何建立和维持? 微管骨架在花粉

管发育中的功能及分子机制? 细胞骨架的马达蛋白如

何参与花粉萌发和花粉管顶端极性生长, 及其在生殖

单位运输中的作用等方面可能是未来研究的重要内

容. 相信该领域工作的不断深入, 将会推进细胞骨架在

花粉极性建立和维持中作用的解析, 亦为利用植物雄

配子体解决植物分子设计育种提供新思路.
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Advances in the study of cytoskeleton system regulating
pollen tube development
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Beijing Normal University, Beijing 100875, China;

2 Center for Biological Science and Technology, Institute of Natural Science, Beijing Normal University, Zhuhai 519085, China

Cytoskeleton is an important component of eukaryotic cells, which is widely involved in a variety of physiological activities,
including cell morphogenesis, organelle movement, intracellular transport and communication. Previous studies have shown that
cytoskeleton system plays an important role in pollen germination and pollen tube growth, both are the essential steps for flowering
plant sexual reproduction process. In this review, the organizational structure, dynamic changes and functional regulation of
cytoskeleton system during pollen germination and pollen tube growth were summarized, in order that readers can deeply understand
the significant role of cytoskeleton system during pollen polarity establishment and maintenance.
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