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关键生物信号枢纽的细胞原位单分子定位超高分辨率
解析

林健， 陈鑫*

厦门大学生命科学学院，福建  厦门  361102

摘要  细胞内存在大量性质各异的大分子复合物，它们是控制生命活动的核心信号枢纽。荧光显微成像因其分子

特异性、细胞原位可视化和多色标记解析等优势，已成为当今生物学研究不可或缺的技术手段。而突破光学衍射极

限的超分辨光学成像技术为进一步理解多种重要生物百纳米信号体的原位结构和功能调节提供了亚细胞尺度甚至

单分子精度的研究思路和方案。首先阐述了超分辨成像和单分子定位显微镜的基本原理，介绍了近年来在多项生

命科学研究中的代表性应用案例，结合实际研究经验总结了超分辨光学成像技术在使用中面临的诸多挑战和未来

发展方向，提出了基于原位纳米成像解析信号枢纽组织结构将有力促进新型疾病治疗靶点和策略的开发。
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1　引　　言

细胞作为生命活动的基本单元，在机体的发育、衰

老、患病和死亡过程中发挥着关键作用。自 1665 年罗

伯特·胡克首次通过显微镜观察到细胞以来，经过几个

世纪的发展，人们在细胞观测技术和理论认知方面取

得了多次重大突破，将我们对生命活动的解析从细胞

水平推进到更深层次的分子水平。细胞内存在大量性

质各异的生物大分子（包括蛋白质、核酸和脂质等）复

合物，它们是各项生命活动的核心枢纽，决定着信号的

感知、传递、转变和执行等核心功能［1-3］。正是通过这

种高度可控的信号转导模式，细胞才能适应环境变化，

维持内部稳态，并做出恰如其分的生物学响应。因此，

系统研究这些关键信号枢纽的组装结构和调节功能，

有助于我们更加深刻地理解生命的基本运作方式，并

为药物研发和疾病治疗提供指导。

单颗粒冷冻电镜技术（single-particle cryo-EM）是

当下解析蛋白质结构的利器，由于其无需晶体、研究对

象广泛、样品用量相对较少和高分辨率等优点，已成为

结构生物学研究中的主要技术［4］。然而，冷冻电镜需

要将目标蛋白表达纯化或富集后制备样品，无法准确

获取其在细胞原位行使功能状态下的结构信息。同

时，由于不具备分子特异性，冷冻电镜在解析多组分复

合物时，难以获取不同分子间的互作信息。另外，单颗

粒冷冻电镜要求样品具有较高的同质性，因此面对高

度异质性的细胞命运关键信号枢纽，难以获得精确的

高质量结构信息［5］。

面对这些挑战，超分辨显微技术（SRM）为我们提

供了极具吸引力的全新解决思路。荧光显微成像具备

分子特异性、可在细胞原位实时解析，已成为当今生物

学研究不可或缺的技术手段［6］。而 SRM 则通过在样

本制备、信号采集和图像处理等维度的创新变革实现

对光学分辨极限的突破，为生命活动的原位解析提供

了亚细胞尺度甚至单分子精度的研究方案［7］。

2　超分辨显微镜

在传统光学成像系统中，由于光的波动性质，光学

系统无法有效地分辨非常接近的物体和微小细节，这

一限制是由光传播时的衍射现象引起的。瑞利判据为

θ = 1.22 λ
D

， （1）

式中：θ 是衍射角；λ 是光束的波长；D 是光阑直径。式

（1）表示波长越短、光束直径越大，可以分辨的衍射角

越小，对应的成像分辨率越高。即使在所有参数都满

足理想条件的情况下，传统光学成像的平面分辨率仍

在 250 nm 左右［图 1（a）］。为了突破荧光显微成像的
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图 1　光学衍射极限和超分辨成像。（a）光学波动性所造成的点扩散函数［27］；（b）STED［28］、（c）SIM［29］、（d）SMLM［7］、（e）ExM［30］和

（f）SOFI［23］的原理

Fig. 1　Optical diffraction limit and super-resolution imaging. (a) Point spread function due to optical volatility[27]; principles of 
(b) STED[28], (c) SIM[29], (d) SMLM[7], (e) ExM[30] ,and (f) SOFI[23]

光学分辨极限，无数科学家付出了长久的努力。最终，

以 2014 年的三位诺贝尔化学奖获得者 Eric Betzig、
Stefan W.  Hell 和 William E.  Moerner 为代表的研究

团队巧妙地运用多种革新成像方案，成功实现了超高

分辨，将光学显微镜的性能提升到前所未有的纳米

级别。

超分辨显微镜最早问世于 21 世纪初，彼时主要有

受激发射损耗显微镜（STED）和结构光照明显微镜

（SIM）两种技术，二者均通过改造点扩散函数（PSF）
实现超分辨成像。STED 由 Hell 课题组在 2000 年首

次提出，其工作原理为两束激光协同作用：一束激光称

为激发光，用来将物镜焦点内的荧光分子带入激发态；

另一束光称为损耗光，用于擦除物镜焦点 PSF 的边缘

区域，这些区域的荧光分子通过受激辐射损耗发出与

耗竭光波长相同的窄带宽信号，从而被滤光片拦截［8］。

因此，物镜只会收集到位于焦点中心的荧光信号，

这样就实现了超越衍射极限的高分辨率荧光成像

［图 1（b）］。SIM 最早由 Heintzmann 等［9］和 Gustafsson
等［10］分别提出，后者在 2005 年进一步提升了该技术的

性能［11］。SIM 的基本原理涉及到莫尔条纹，它是两个

具有相近空间频率的周期性光栅图案叠加而形成的光

学条纹。带有特定光栅条纹的照明光源（结构化照明）

投射到样本上会生成莫尔条纹图形，降低图像的空间

频率，使得原本超越物镜分辨能力的精细图像也能容

易地被光学显微镜捕捉。在拍摄过程中不断变换结构

照明的方向和相位，使光栅在不同角度下形成衍射图

案，进而得到一系列含莫尔条纹的图像。最后对这些

图像进行分析处理，通过算法还原样本的复杂结构，实

现超分辨成像［图 1（c）］。另一类超分辨成像技术基

于对单个荧光分子的观测，称为单分子定位成像技术

［SMLM，图 1（d）］。Moerner 课题组于 1997 年和钱永

健合作发现了绿色荧光蛋白（GFP）的光转化效应，为

SMLM 的诞生奠定了重要的前期基础［12］。而 Betzig［13］

在 1995 年首次提出了通过计算点扩散函数的方式来

实现单分子成像的构想，并于 2006 年借助光激活定位

显微镜（PALM）成功实现了突破光学分辨极限的荧光

蛋白超高分辨成像［14］。这两位科学家通过各自独立的

研究，为单分子显微镜技术的发展奠定了理论和实验

基础。因此，他们在 2014 年与 Stefan W.  Hell 共同获

得了诺贝尔化学奖。值得一提的是，华人科学家庄小

威于 2006 年设计了随机光学重构显微镜（STORM），

该技术与 PALM 的原理相似，但将荧光分子从荧光蛋

白换成了有机荧光染料，也取得了出色的成像效果［15］。

与此同时，Sharonov 等［16］基于不同的闪烁机理，依靠荧

光 分 子 与 底 物 的 可 逆 结 合 开 发 出 PAINT（point 
accumulation for imaging in nanoscale topography）技

术。2010 年，Jungmann 等［17］进一步发展了一种基于寡

核苷酸链互补结合的 DNA-PAINT 技术。此外，Hell
课题组将 SMLM 和 STED 的优势结合，于 2017 年提

出了最低光子数显微成像技术（MINFLUX），达到了

1 nm 定位精度和 6 nm 分辨率［18］。通过后续升级，该技

术只需几十个光子就可以实现纳米精度的单荧光团跟

踪［19］，并且能够监测活细胞中的蛋白运动轨迹［20］。

上述方法主要通过改进光学成像技术来提高分辨

率，但这并不是突破光学分辨极限的唯一方法。膨胀

显微镜（ExM）将样品嵌入可膨胀的水凝胶，使样品各

向同性膨胀，从而增加了分子间的物理距离，等效提高

了成像分辨率［图 1（e）］。在最早的技术方案中，样品

在所有方向上膨胀 4.5 倍，从而实现了约 70 nm 的分辨

率［21］。2023 年，Klimas 等［22］提出了 Magnify 技术，利用

新的水凝胶配方将生物样本膨胀 11 倍，实现了最高

15 nm 的分辨率。新的水凝胶相比传统水凝胶更加坚

固，并且可以保持蛋白质和其他生物分子的完整性，因

此 Magnify 可以检测同一样本中的蛋白质、脂类、碳水

化合物和核酸等多种类型的生物分子。除了在样品处

理上进行优化外，多种图像处理算法同样是突破衍射

极限的重要手段之一。Dertinger 等［23］在 2009 年提出

的超分辨率光学波动成像（SOFI）通过对一系列图像

中由荧光的闪烁或间歇性发光引起的时间波动进行高

阶统计分析实现了分辨率的提升［图 1（f）］。2016 年，

Gustafsson 等［24］开发的超分辨率径向波动（SRRF）算

法同时适用于宽场荧光和 SMLM 图像，可以在极短时

间内获得 60~120 nm 的分辨率图像。计算超分辨的

可靠性非常重要，在无标准样品参考的情况下难以直

接评估图像的重建质量，因此迫切需要通过其他公认

的方法或标准来评价其结果的真实性。傅里叶环相关

（FRC）是一种常用的荧光显微图像分辨率测量方

法［25］。李浩宇和陈良怡团队将滚动傅里叶环相关

（rFRC）与改进的分辨率比例误差图（RSM）相结合，

使用 rFRC 计算了重建图像和原始图像之间的相似

度，联合 RSM 确定了重建图像的相对大小，从而得到

了全面、可靠的定量映射，在无需先验知识的情况下定

量评估了图像重建过程中的数据误差［26］。

3　单分子定位超分辨显微镜

由于衍射效应，点光源在经过光学成像系统后会

在信号接收端形成一个呈 PSF 分布的模糊光斑，我们

称之为艾里斑（Airy disk）。当多个光斑的空间位置相对

独立且不发生重叠时，便可基于 PSF 的大小和形状对

其进行拟合，从而确定其高精度的定位坐标［图 2（a）］。

高斯拟合也称最小二乘（LS）法，是目前应用最广泛的

定位方法，由 Thompson 等［31］在 2002 年提出：

σ = s2 + a2 12
N

+ 8πs4 b2

a2 N 2 ， （2）

式中：σ 为定位精度；s 为衍射受限系统 PSF 的标准差；

a 为探测器的像素尺寸；N 为单个荧光分子发射的光子

数；b 为背景噪声。由式（2）可知，SMLM 的空间分辨
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光学分辨极限，无数科学家付出了长久的努力。最终，

以 2014 年的三位诺贝尔化学奖获得者 Eric Betzig、
Stefan W.  Hell 和 William E.  Moerner 为代表的研究

团队巧妙地运用多种革新成像方案，成功实现了超高

分辨，将光学显微镜的性能提升到前所未有的纳米

级别。

超分辨显微镜最早问世于 21 世纪初，彼时主要有

受激发射损耗显微镜（STED）和结构光照明显微镜

（SIM）两种技术，二者均通过改造点扩散函数（PSF）
实现超分辨成像。STED 由 Hell 课题组在 2000 年首

次提出，其工作原理为两束激光协同作用：一束激光称

为激发光，用来将物镜焦点内的荧光分子带入激发态；

另一束光称为损耗光，用于擦除物镜焦点 PSF 的边缘

区域，这些区域的荧光分子通过受激辐射损耗发出与

耗竭光波长相同的窄带宽信号，从而被滤光片拦截［8］。

因此，物镜只会收集到位于焦点中心的荧光信号，

这样就实现了超越衍射极限的高分辨率荧光成像

［图 1（b）］。SIM 最早由 Heintzmann 等［9］和 Gustafsson
等［10］分别提出，后者在 2005 年进一步提升了该技术的

性能［11］。SIM 的基本原理涉及到莫尔条纹，它是两个

具有相近空间频率的周期性光栅图案叠加而形成的光

学条纹。带有特定光栅条纹的照明光源（结构化照明）

投射到样本上会生成莫尔条纹图形，降低图像的空间

频率，使得原本超越物镜分辨能力的精细图像也能容

易地被光学显微镜捕捉。在拍摄过程中不断变换结构

照明的方向和相位，使光栅在不同角度下形成衍射图

案，进而得到一系列含莫尔条纹的图像。最后对这些

图像进行分析处理，通过算法还原样本的复杂结构，实

现超分辨成像［图 1（c）］。另一类超分辨成像技术基

于对单个荧光分子的观测，称为单分子定位成像技术

［SMLM，图 1（d）］。Moerner 课题组于 1997 年和钱永

健合作发现了绿色荧光蛋白（GFP）的光转化效应，为

SMLM 的诞生奠定了重要的前期基础［12］。而 Betzig［13］

在 1995 年首次提出了通过计算点扩散函数的方式来

实现单分子成像的构想，并于 2006 年借助光激活定位

显微镜（PALM）成功实现了突破光学分辨极限的荧光

蛋白超高分辨成像［14］。这两位科学家通过各自独立的

研究，为单分子显微镜技术的发展奠定了理论和实验

基础。因此，他们在 2014 年与 Stefan W.  Hell 共同获

得了诺贝尔化学奖。值得一提的是，华人科学家庄小

威于 2006 年设计了随机光学重构显微镜（STORM），

该技术与 PALM 的原理相似，但将荧光分子从荧光蛋

白换成了有机荧光染料，也取得了出色的成像效果［15］。

与此同时，Sharonov 等［16］基于不同的闪烁机理，依靠荧

光 分 子 与 底 物 的 可 逆 结 合 开 发 出 PAINT（point 
accumulation for imaging in nanoscale topography）技

术。2010 年，Jungmann 等［17］进一步发展了一种基于寡

核苷酸链互补结合的 DNA-PAINT 技术。此外，Hell
课题组将 SMLM 和 STED 的优势结合，于 2017 年提

出了最低光子数显微成像技术（MINFLUX），达到了

1 nm 定位精度和 6 nm 分辨率［18］。通过后续升级，该技

术只需几十个光子就可以实现纳米精度的单荧光团跟

踪［19］，并且能够监测活细胞中的蛋白运动轨迹［20］。

上述方法主要通过改进光学成像技术来提高分辨

率，但这并不是突破光学分辨极限的唯一方法。膨胀

显微镜（ExM）将样品嵌入可膨胀的水凝胶，使样品各

向同性膨胀，从而增加了分子间的物理距离，等效提高

了成像分辨率［图 1（e）］。在最早的技术方案中，样品

在所有方向上膨胀 4.5 倍，从而实现了约 70 nm 的分辨

率［21］。2023 年，Klimas 等［22］提出了 Magnify 技术，利用

新的水凝胶配方将生物样本膨胀 11 倍，实现了最高

15 nm 的分辨率。新的水凝胶相比传统水凝胶更加坚

固，并且可以保持蛋白质和其他生物分子的完整性，因

此 Magnify 可以检测同一样本中的蛋白质、脂类、碳水

化合物和核酸等多种类型的生物分子。除了在样品处

理上进行优化外，多种图像处理算法同样是突破衍射

极限的重要手段之一。Dertinger 等［23］在 2009 年提出

的超分辨率光学波动成像（SOFI）通过对一系列图像

中由荧光的闪烁或间歇性发光引起的时间波动进行高

阶统计分析实现了分辨率的提升［图 1（f）］。2016 年，

Gustafsson 等［24］开发的超分辨率径向波动（SRRF）算

法同时适用于宽场荧光和 SMLM 图像，可以在极短时

间内获得 60~120 nm 的分辨率图像。计算超分辨的

可靠性非常重要，在无标准样品参考的情况下难以直

接评估图像的重建质量，因此迫切需要通过其他公认

的方法或标准来评价其结果的真实性。傅里叶环相关

（FRC）是一种常用的荧光显微图像分辨率测量方

法［25］。李浩宇和陈良怡团队将滚动傅里叶环相关

（rFRC）与改进的分辨率比例误差图（RSM）相结合，

使用 rFRC 计算了重建图像和原始图像之间的相似

度，联合 RSM 确定了重建图像的相对大小，从而得到

了全面、可靠的定量映射，在无需先验知识的情况下定

量评估了图像重建过程中的数据误差［26］。

3　单分子定位超分辨显微镜

由于衍射效应，点光源在经过光学成像系统后会

在信号接收端形成一个呈 PSF 分布的模糊光斑，我们

称之为艾里斑（Airy disk）。当多个光斑的空间位置相对

独立且不发生重叠时，便可基于 PSF 的大小和形状对

其进行拟合，从而确定其高精度的定位坐标［图 2（a）］。

高斯拟合也称最小二乘（LS）法，是目前应用最广泛的

定位方法，由 Thompson 等［31］在 2002 年提出：

σ = s2 + a2 12
N

+ 8πs4 b2

a2 N 2 ， （2）

式中：σ 为定位精度；s 为衍射受限系统 PSF 的标准差；

a 为探测器的像素尺寸；N 为单个荧光分子发射的光子

数；b 为背景噪声。由式（2）可知，SMLM 的空间分辨
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率与检测到的光子数呈正相关。另一常用的定位方法

是最大似然估计（MLE）［32］，基于荧光分子在 CCD 靶

面上的分布信息，利用已知模型推断出荧光分子的准

确 位 置 。 学 者 们 在 后 续 还 发 展 出 了 压 缩 感 知［33］、

DAOSTORM［34］和 3B 算法［35］等用于处理高密度定位

数据。SMLM 的原理是采集数万帧较为稀疏的定位

点，再通过单分子定位算法拟合出精准定位坐标，最后

将所有帧中的定位点整合生成最终的超分辨图像。

SMLM 在目前诸多主流超分辨成像方法中拥有最高

的空间分辨率（平面 20 nm/轴向 50 nm），结合定量单

分子分析算法，能够在纳米尺度更好地呈现生命活动

关键信号枢纽的组装特性以及调节机制。根据荧光分

子不同的稀疏闪烁方式，SMLM 主要分为 PALM、

STORM 和 PAINT/DNA-PAINT 三类。

3.1　PALM
PALM 采用遗传编码的、可光控的荧光蛋白来实

现单分子定位［36-37］。这些荧光蛋白主要分为光激活蛋

白、光转换蛋白和光开关蛋白三类：光激活蛋白指用一

定波长的光照射使其从暗态不可逆地转为发射态［38］；

光转换蛋白指用一定波长的光照射使其吸收/发射光

谱不可逆地发生改变（一般是从短波区位移到长波

区）［39］；光开关蛋白指使用两种不同波长的光照使其在

发射态和暗态间发生可逆的转换［40］［图 2（b）］。在图

像采集过程中，光激活蛋白和光转换蛋白的工作原理

类似，均是利用低功率激光照射使视野中稀疏分布的

少量荧光分子发生激活/转化，进一步使其发射和漂

白，随后进入下一次循环；光开关蛋白则是利用两束激

光交替照射使荧光蛋白闪烁，直至收集到足量的信号。

图 2　单分子定位显微镜原理。（a）基于 PSF 模型拟合光斑的空间坐标［28］；（b）光激活蛋白、光转化蛋白和光开关蛋白的成像原理［7］；

（c）光开关染料的成像原理［7］；（d）DNA-PAINT 的成像原理［45］

Fig. 2　Principles of single-molecule localization microscope. (a) Fitting spatial coordinate of light spot based on PSF model[28]; 
(b) imaging principles of photoactivatable proteins, photoconvertible proteins, and photoswitchable proteins[7]; (c) imaging 

principle of photoswitchable dyes[7]; (d) imaging principle of DNA-PAINT[45]

PALM 正是通过对这些光物理过程的精确控制，避免

了信号拥挤、信噪比低和拟合不佳等问题，确保了单分

子检测和定位的精确性。

3.2　STORM
STORM 使用具有光开关性质的有机染料（Cy5、

AF647、罗丹明等）。通常在特定的氧化还原缓冲体系

下，这些染料经高功率激光照射可以在发射态和暗态

间相互切换，从而达到交替闪烁的效果［图 2（c）］。与

PALM 使用荧光蛋白定位的原理相比，STORM 采用

免疫荧光染色方法来标记目标蛋白，更适用于观察和

分析内源表达目标。然而，免疫抗体的分子量较大，无

法自由穿越细胞膜，因此需要采用固定和透膜的方式

来制备样品。而不同的固定方法可能会对样品的原始

结构产生不同程度的影响。

3.3　PAINT和 DNA⁃PAINT
PAINT 技术最初依靠溶液中自由扩散的荧光分

子基于亲疏水性或静电力与特定细胞结构的随机碰

撞，通过采集这些荧光探针处于特定环境时发出的单

分子荧光信号来实现超分辨成像［16］。该技术不需要特

殊 的 成 像 环 境 ，但 可 标 记 目 标 较 为 局 限 。 DNA-

PAINT 则利用单链 DNA 偶联的抗体（称为对接链）标

记目的蛋白，在成像过程中引入荧光标记的另一条互

补单链 DNA（称为成像链），其与对接链可逆结合。由

于分子扩散效应，成像链在样品焦面以外表现为“背景

雾”，检测器无法捕捉其有效荧光信号；当成像链与对

接链结合并短暂停留时会产生明亮的信号点，检测器

可以捕捉并记录该闪烁信号［图 2（d）］。这种可逆结

合的方法不依赖荧光分子本身的闪烁动力学特性，因

此在成像链数量充足的前提下，记录的定位点数量主

要受溶液中对接链数量的限制。近年来，Jungmann 团

队根据 PAINT 的技术特性进一步开发出具有定量能

力的 Exchange-PAINT［41］和 qPAINT［42］成像技术。然

而，在成像过程中，游离的对接链会引入较强的背景荧

光，因此通常需要较长的曝光时间和全内反射照明

（TIRF）来提高信噪比。此外，DNA 的结合与解离速

率也是影响成像速度的重要因素。在相同帧数下，

传统 DNA-PAINT 的 成 像 速 度 通 常 是 STORM 的

1/10~1/15。 不 过 ，2020 年 Strauss 等［43］通 过 优 化

DNA 互 补 配 对 序 列 以 及 缓 冲 体 系 等 显 著 提 升 了

DNA-PAINT 的成像速率和效果。该团队于 2023 年

进一步开发了顺序成像（RESI）［44］，利用随机标签方法

使距离相近的分子结合不同的对接标签，并根据标签

分批次采集信号，从而避免了相邻目标互相干扰的问

题。这一技术使用现有的荧光显微镜硬件和试剂将

DNA-PAINT 的分辨率提高到了埃级尺度。

4　单分子定位超分辨成像解析关键信
号枢纽的研究案例
单分子定位超高分辨显微成像技术能够提供目前

最好的空间成像分辨能力，非常适合解析细胞内百纳

米尺度关键信号枢纽的组装结构和功能机制。随着该

技术的持续发展，近年来国内外多个研究团队在特定

生命科学问题研究中展现了其无可替代的应用价值。

4.1　坏死小体（necrosome）决定细胞死亡的规律

细胞的死亡与细胞的产生具有同等重要的地位，

多细胞个体中的细胞死亡往往能够通过免疫互作等形

式对整个机体系统产生深远的影响。细胞死亡根据其

发生机制分为两种模式：程序性细胞死亡（PCD）和非

程序性细胞死亡。PCD 包括凋亡、焦亡和程序性坏死

等多种类型，每一种都涉及复杂的分子机制和细胞改

变。在 20 世纪末，细胞凋亡一直是 PCD 的研究重点，

因为人们普遍认为它是受到细胞严格调控的，而细胞

坏死则被视为不可调控的被动死亡。然而，随着基础

研究的深入，学者们逐渐认识到细胞坏死也可以受到

细胞信号的严格控制。2009 年，韩家淮、王晓东和陈

家明三个独立研究团队分别鉴定出受体相互作用蛋白

3（RIP3）是调控细胞程序性坏死的关键蛋白［46-48］。随

后，王晓东和刘正刚课题组在 2012 年独立发现了

RIP3 的 特 异 性 底 物 混 合 谱 系 激 酶 结 构 域 样 蛋 白

（MLKL）在程序性坏死通路中起着不可或缺的作

用［49-50］。2014 年，韩家淮、王晓东和刘正刚课题组进一

步分别独立指出 MLKL 作为执行者通过破坏细胞膜

引 发 细 胞 死 亡［51-53］。 上 述 标 志 性 工 作 正 式 定 义 了

RIP1-RIP3-MLKL 信号轴引发的细胞程序性坏死，推

动了持续至今的关于该重要细胞死亡方式的深入研究

和转化应用。细胞发生程序性坏死时，RIP1 与 RIP3
相互作用形成的 necrosome 作为核心功能枢纽精细调

控细胞死亡的类型和强度。因此，从蛋白质结构的角

度解析 necrosome 的功能执行方式具有重要意义。施

一公团队于 2013 年使用 X-ray 解析出 RIP1 的晶体结

构并揭示了 Necrostatin-1（Nec-1）抑制 RIP1 激酶活性

的空间构象［54］。同年，他们进一步报道了 RIP3 激酶结

构域、MLKL 激酶样结构域以及它们相互作用形成的

二元复合体的晶体结构［55］。对于 RIP1/RIP3 复合体

结构，吴皓团队于 2012 年发现，在细胞程序性坏死过

程中，RIP1/RIP3 复合物通过形成功能性淀粉样纤维

（amyloid fibers）转导并放大死亡信号［56］。6 年后，该组

与 McDermott 团队利用固态核磁共振和 X-ray 确定了

RIP1 和 RIP3 通过 RHIM 结构域相互作用而形成的三

维高分辨异质淀粉样蛋白结构［57］。然而，考虑到上述

结构解析依赖体外纯化蛋白，程序性坏死细胞内

necrosome 的组织结构及其决定细胞死亡功能的分子

机制仍不清楚。

直到 2022 年，Chen 等［58］通过优化样品制备标记

以及图像处理分析等 STORM 关键环节，首次在细胞

原位以极高的空间分辨率直接回答了上述悬而未决的

重要问题。他们发现在受 TSZ［由肿瘤坏死因子

（TNF）、线粒体促凋亡蛋白模拟物（Smac mimetic）和
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PALM 正是通过对这些光物理过程的精确控制，避免

了信号拥挤、信噪比低和拟合不佳等问题，确保了单分

子检测和定位的精确性。

3.2　STORM
STORM 使用具有光开关性质的有机染料（Cy5、

AF647、罗丹明等）。通常在特定的氧化还原缓冲体系

下，这些染料经高功率激光照射可以在发射态和暗态

间相互切换，从而达到交替闪烁的效果［图 2（c）］。与

PALM 使用荧光蛋白定位的原理相比，STORM 采用

免疫荧光染色方法来标记目标蛋白，更适用于观察和

分析内源表达目标。然而，免疫抗体的分子量较大，无

法自由穿越细胞膜，因此需要采用固定和透膜的方式

来制备样品。而不同的固定方法可能会对样品的原始

结构产生不同程度的影响。

3.3　PAINT和 DNA⁃PAINT
PAINT 技术最初依靠溶液中自由扩散的荧光分

子基于亲疏水性或静电力与特定细胞结构的随机碰

撞，通过采集这些荧光探针处于特定环境时发出的单

分子荧光信号来实现超分辨成像［16］。该技术不需要特

殊 的 成 像 环 境 ，但 可 标 记 目 标 较 为 局 限 。 DNA-

PAINT 则利用单链 DNA 偶联的抗体（称为对接链）标

记目的蛋白，在成像过程中引入荧光标记的另一条互

补单链 DNA（称为成像链），其与对接链可逆结合。由

于分子扩散效应，成像链在样品焦面以外表现为“背景

雾”，检测器无法捕捉其有效荧光信号；当成像链与对

接链结合并短暂停留时会产生明亮的信号点，检测器

可以捕捉并记录该闪烁信号［图 2（d）］。这种可逆结

合的方法不依赖荧光分子本身的闪烁动力学特性，因

此在成像链数量充足的前提下，记录的定位点数量主

要受溶液中对接链数量的限制。近年来，Jungmann 团

队根据 PAINT 的技术特性进一步开发出具有定量能

力的 Exchange-PAINT［41］和 qPAINT［42］成像技术。然

而，在成像过程中，游离的对接链会引入较强的背景荧

光，因此通常需要较长的曝光时间和全内反射照明

（TIRF）来提高信噪比。此外，DNA 的结合与解离速

率也是影响成像速度的重要因素。在相同帧数下，

传统 DNA-PAINT 的 成 像 速 度 通 常 是 STORM 的

1/10~1/15。 不 过 ，2020 年 Strauss 等［43］通 过 优 化

DNA 互 补 配 对 序 列 以 及 缓 冲 体 系 等 显 著 提 升 了

DNA-PAINT 的成像速率和效果。该团队于 2023 年

进一步开发了顺序成像（RESI）［44］，利用随机标签方法

使距离相近的分子结合不同的对接标签，并根据标签

分批次采集信号，从而避免了相邻目标互相干扰的问

题。这一技术使用现有的荧光显微镜硬件和试剂将

DNA-PAINT 的分辨率提高到了埃级尺度。

4　单分子定位超分辨成像解析关键信
号枢纽的研究案例
单分子定位超高分辨显微成像技术能够提供目前

最好的空间成像分辨能力，非常适合解析细胞内百纳

米尺度关键信号枢纽的组装结构和功能机制。随着该

技术的持续发展，近年来国内外多个研究团队在特定

生命科学问题研究中展现了其无可替代的应用价值。

4.1　坏死小体（necrosome）决定细胞死亡的规律

细胞的死亡与细胞的产生具有同等重要的地位，

多细胞个体中的细胞死亡往往能够通过免疫互作等形

式对整个机体系统产生深远的影响。细胞死亡根据其

发生机制分为两种模式：程序性细胞死亡（PCD）和非

程序性细胞死亡。PCD 包括凋亡、焦亡和程序性坏死

等多种类型，每一种都涉及复杂的分子机制和细胞改

变。在 20 世纪末，细胞凋亡一直是 PCD 的研究重点，

因为人们普遍认为它是受到细胞严格调控的，而细胞

坏死则被视为不可调控的被动死亡。然而，随着基础

研究的深入，学者们逐渐认识到细胞坏死也可以受到

细胞信号的严格控制。2009 年，韩家淮、王晓东和陈

家明三个独立研究团队分别鉴定出受体相互作用蛋白

3（RIP3）是调控细胞程序性坏死的关键蛋白［46-48］。随

后，王晓东和刘正刚课题组在 2012 年独立发现了

RIP3 的 特 异 性 底 物 混 合 谱 系 激 酶 结 构 域 样 蛋 白

（MLKL）在程序性坏死通路中起着不可或缺的作

用［49-50］。2014 年，韩家淮、王晓东和刘正刚课题组进一

步分别独立指出 MLKL 作为执行者通过破坏细胞膜

引 发 细 胞 死 亡［51-53］。 上 述 标 志 性 工 作 正 式 定 义 了

RIP1-RIP3-MLKL 信号轴引发的细胞程序性坏死，推

动了持续至今的关于该重要细胞死亡方式的深入研究

和转化应用。细胞发生程序性坏死时，RIP1 与 RIP3
相互作用形成的 necrosome 作为核心功能枢纽精细调

控细胞死亡的类型和强度。因此，从蛋白质结构的角

度解析 necrosome 的功能执行方式具有重要意义。施

一公团队于 2013 年使用 X-ray 解析出 RIP1 的晶体结

构并揭示了 Necrostatin-1（Nec-1）抑制 RIP1 激酶活性

的空间构象［54］。同年，他们进一步报道了 RIP3 激酶结

构域、MLKL 激酶样结构域以及它们相互作用形成的

二元复合体的晶体结构［55］。对于 RIP1/RIP3 复合体

结构，吴皓团队于 2012 年发现，在细胞程序性坏死过

程中，RIP1/RIP3 复合物通过形成功能性淀粉样纤维

（amyloid fibers）转导并放大死亡信号［56］。6 年后，该组

与 McDermott 团队利用固态核磁共振和 X-ray 确定了

RIP1 和 RIP3 通过 RHIM 结构域相互作用而形成的三

维高分辨异质淀粉样蛋白结构［57］。然而，考虑到上述

结构解析依赖体外纯化蛋白，程序性坏死细胞内

necrosome 的组织结构及其决定细胞死亡功能的分子

机制仍不清楚。

直到 2022 年，Chen 等［58］通过优化样品制备标记

以及图像处理分析等 STORM 关键环节，首次在细胞

原位以极高的空间分辨率直接回答了上述悬而未决的

重要问题。他们发现在受 TSZ［由肿瘤坏死因子

（TNF）、线粒体促凋亡蛋白模拟物（Smac mimetic）和
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泛半胱氨酸天冬氨酸蛋白酶抑制剂（zVAD-fmk）组成

的细胞程序性坏死诱导剂］刺激发生程序性坏死的细

胞中，necrosome 由初始点团样结构逐渐组装为规则的

棒状结构（直径约为 50 nm，长度为 200~600 nm），并

且在这一规则棒状结构中呈现出由 RIP1/RIP3 组成

的马赛克状分布［mosaic necrosomes，图 3（a）上］。更

进一步的分子机制研究揭示了只有马赛克分布中的

RIP3 区域满足一定的尺度要求（如四聚体及以上），才

能有效诱导下游效应分子 MLKL 发生多聚，从而靶向

细胞膜导致细胞死亡发生，提示该规则结构中存在纳

米尺度的功能启动热点。通过使用 Nec-1 抑制 RIP1
的激酶活性可以阻碍 necrosome 的有序马赛克样棒状

结构的产生，抑制细胞死亡［图 3（a）下］。此外，RIP3
激酶活性丧失导致的细胞死亡模式转变也依赖于该结

构中 RIP1 的多聚化程度，提示 necrosome 的马赛克样

组织结构可能是细胞内控制死亡方式的信号选择模块

（signaling divarication）。这项研究在细胞原位揭示了

关键信号枢纽纳米尺度上的组织特性及其对信号传

递/放大/转换的贡献，为未来研究特异性干预细胞程

序性死亡提供了新的见解。

4.2　染色质环状结构的产生机制

理解生命的关键之一是研究基因组如何在细胞核

内折叠以及三维基因组如何应对不同刺激调控基因活

性［59］。尽管已经确认基因组结构可以影响基因转录，

但人们对控制机制知之甚少。近年来，染色体构象捕

获方法（如 3C、Hi-C 和 ChIA-PET 等）可以检测基因组

区域的物理接近，揭示了从染色质区室到拓扑相关域

（TADs）和染色质环状结构等多基因组尺度上的顺式

（同一染色体上）和反式（不同染色体之间）接触［60-63］。

染色质的环状结构和拓扑相关域（TAD）边界富集了

CCCTC 结合因子（CTCF）和凝聚素（cohesin）复合物，

其中环状结构被认为是通过介导基因调控元件之间的

直接接触来控制基因表达的关键结构［64］，但它的结构

产生机制仍不清楚。有学者提出，转录机制通过核糖

核酸（RNA）聚合酶  II （RNAP II） 的运动，以物理方式

推动黏合蛋白沿  DNA 运行，从而直接驱动环路挤

出［65］。但该说法存在速度不匹配问题，RNA 聚合酶 II
的催化速度估计为 90 base pair/s，而环状结构形成的

速度估计为 374~850 base pair/s［66］。

而最新的环状结构形成模型认为，它们是通过凝

聚素将染色质纤维困住并逐步将 DNA 外推而形成

的［67］，但是缺乏足够的实验证据支持该理论。Maria 
Pia Cosma 团 队 于 2021 年 利 用 STORM 和 DNA-

PAINT 技术对环状结构纳米级别的组织方式进行了

可视化研究，并在体内水平展示了由转录活动产生的

超螺旋结构调控环状结构的形成［68］。研究人员通过

SMLM 观察到，在完整细胞核内，这些环状结构的形

成依赖于 DNA 突出的凝聚素复合物支架。RNA 聚合

酶 II 位于这些环状结构的顶部，并与凝聚素物理分离

［图 3（b）］。增加凝聚素在染色体上的装载会导致核

膜边缘的层黏蛋白（lamin）破裂，随后染色质进一步混

合并在细胞核内均匀分布。通过转录或拓扑异构酶抑

制来改变超螺旋结构会增加染色质凝聚，破坏环状结

构生成，并导致染色质上的内聚蛋白分布和迁移性的

改变。这一工作利用 SMLM 探究了转录在基因组组

织和环状结构形成中可能的关键作用，并提出依赖于

转录的负超螺旋是驱动凝聚素在体内外推动环状结构

产生的主要因素的新理论/见解。

4.3　Bax/Bak的互作介导的线粒体破膜机制

细胞凋亡是人们最早发现的 PCD 形式，根据信号

传导机制主要分为内源性途径和外源性途径。其中，

外源性凋亡途径和细胞程序性坏死相似，与 TNF 介导

的 RIP1激活和半胱氨酸天冬氨酸蛋白酶-8（Caspase-8）
剪切相关；而内源性途径由细胞内应激反应产生，如

DNA 损伤等。内源性凋亡也称线粒体凋亡，由 Bcl-2
蛋白家族成员在接收到细胞内凋亡信号后激活，其中

Bax、Bad、Bak、Bik 等蛋白进一步使线粒体的通透性发

生改变，进而消除线粒体膜电位并释放细胞色素 C
（Cyto C）和其他凋亡因子。Cyto C 会与胞质中的凋亡

酶激活因子 -1（Apaf-1）和 Caspase-9 结合形成多聚复

合体，也称凋亡体（apoptosome）［69］。最后，Caspase-9
在 apoptosome 上剪切活化并介导下游 Caspase 家族级

联反应，执行细胞凋亡程序。

研究表明，Bax 是细胞凋亡的关键调节分子。在

细胞应激条件下，Bax 在线粒体上发生寡聚并改变线

粒体外膜（MOM）的通透性，故 Cyto C 释放是细胞凋

亡的关键环节，但具体分子机制未明。2016 年，Ana 
J.  Garcia-Saez 与 Jonas Ries 合作从单分子定位超分辨

成像角度解析了细胞凋亡过程中 Bax 对线粒体的作用

方式［70］。他们发现凋亡信号激活后，Bax 聚集在线粒

体外膜上并形成线、弧、环、点状和非规则聚集等不同

类型结构［图 3（c）］。随后他们通过原子力显微镜观

察线粒体的双层脂膜，发现环形和弧形组装形式的

Bax 能够有效穿透线粒体膜，进而形成凋亡所必需的

功能性孔洞。2022年，该团队进一步发现 Bax和 Bak通

过分子互作的方式进行动态组装，共同调控线粒体凋

亡孔的形成［71］。具体来说，Bax 和 Bak 在凋亡进程中呈

现出不同的寡聚特性，Bax比 Bak更快地组装成更小的

结构，随后招募并加速 Bax 组装成寡聚体，Bak 在细胞

凋亡过程中持续增长。Bax 和 Bak 分子间的动态平衡

决定了凋亡孔的生长速度以及线粒体内容物 Cyto C、

线粒体 DNA（mtDNA）和 Smac 等重要物质的动态释

放 。 此 外 ，这 一 生 物 学 事 件 还 会 通 过 调 控 cGAS/
STING 信号通路影响凋亡过程中的炎症信号传导。

通过单分子定位显微镜，Ana J.  Garcia-Saez 对细胞凋

亡的起始过程进行了可视化定量研究，报道了 Bax 和

Bak 通过互相作用控制线粒体内容物的释放动态从而

调节凋亡进程和细胞炎症这一新现象。
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图 3　SMLM 的代表性生物研究应用案例。（a）以 RIP1 和 RIP3 为主体的 necrosome 呈马赛克样棒状分布（TSZ 处理，上），使用 Nec-1
抑制 RIP1 激酶活性以阻止 necrosome 的有序棒状组装（TSZ+Nec-1 处理，下），标尺为 100 nm［58］；（b）染色质环状结构中

DNA、凝聚素和 RNA 聚合酶的分布模式［68］；（c）Bax 在线粒体外膜上聚集成线、弧、环、点状和非规则结构，标尺为 100 nm［71］；

（d）细胞中单个 PIEZO1 分子叶片的构象［81］

Fig. 3　Representative applications of SMLM in biological research. (a) Mosaic necrosome rods dominated by RIP1 and RIP3 (TSZ, 
top), which are disrupted upon RIP1 kinase inhibition (TSZ+Nec-1, bottom), with scale bar of 100 nm[58]; (b) distribution 
patterns of DNA, cohesin, and RNA polymerase in chromatin loops[68]; (c) distinct Bax structures (lines, arcs, rings, dots, and 
aggregates) on outer membrane of mitochondria with scale bar of 100 nm[71]; (d) conformation of individual PIEZO1 molecular 

blades in cells[81]
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4.4　PIEZO1在天然环境中的刺激响应机制

感知和传递来自环境的机械信息对于不同生命体

的各种生理过程都至关重要。机械传导通道通过调控

离子传导孔的开合对细胞膜的扰动作出反应，从而启

动细胞信号传导。2021 年，Ardem Patapoutian 因发现

触觉相关感受器（PIEZO1），与温度感受器发现者

David Julius 共同获得诺贝尔生理学或医学奖。其中，

PIEZO1 是真核生物中机械敏感的氧离子通道，可以

将力学信号转化为电信号，在触觉［72］、血压控制［73］、机

械瘙痒［74］等各种生理病理过程中发挥重要作用［75， 76］。

对 于 这 一 关 键 分 子 ，体 外 cryo-EM 研 究 表 明 ，

PIEZO1 会形成大型同源三聚体结构（直径为 24 nm，

深度为 9 nm，投影面积为 450 nm2），其单体呈叶片构

象［77-79］。Cyro-EM 的解析结果缺少远端约三分之一的

叶片，因此研究人员通过使用其同源蛋白 PIEZO2 进

行同源建模预测［80］和 AlphaFold II 蛋白质三维结构预

测的方法补充了这一缺失区域。PIEZO1 通过其跨膜

域孔状结构将信号传导至叶片结构，叶片结构通过形

变来传递机械力。然而，这些通道如何与其原生环境

相互作用及其分子传导机制仍不明确。

2023 年，Ardem Patapoutian 课题组为进一步研究

复杂细胞环境中 PIEZO1 的功能机制，利用 iPALM 和

MINFLUX 技术直接观察了细胞中单个  PIEZO1 分子

叶片的构象动态［81］［图 3（d）］。研究团队发现，与之前

的结构模型相比，静止状态下 PIEZO1 叶片会在质膜

施加的弯曲应力作用下显著膨胀，膨胀程度随着叶片

向外延伸而显著增加。叶片远端因其子结构域之间的

结合强度降低而具有更高的灵动性。功能验证实验显

示：PIEZO1 通道活性的抑制剂 GsMTx-4 会使其叶片

缩紧；而渗透膨胀引发的质膜扩张或小分子激动剂

（Yoda1）则可以直接激活 PIEZO1 通道，表现为叶片舒

展。Ardem Patapoutian 的研究成果揭示了感觉离子

通道 PIEZO1 如何通过改变形状响应机械刺激，以及

细胞环境如何塑造 PIEZO1 的结构。这些结构数据为

理解 PIEZO1 如何在天然环境中被激活和抑制提供了

决定性直观信息。该工作表明，在单分子定位超分辨

成像策略下已经可以直接观察到单个膜蛋白分子的构

象变化。未来，提高有效标记效率（ELE）、集成纳米光

学成像技术和优化更先进的计算方法将会使复杂蛋白

质原生状态结构的解析能力提升到更高的维度。

5　面临的挑战和未来发展方向

SMLM 技术的发展使得我们在亚细胞器观测、膜

蛋白组织分布、基因组可视化和枢纽蛋白复合体功能

解析等研究方向上获得了前所未有的精准可视化信

息。然而，SMLM 仍存在技术瓶颈，阻碍了其在生命

医学研究领域中的深度应用。虽然 SMLM 在静态成

像时具有极高的光学成像空间分辨率，但往往以牺牲

时间分辨率为代价，因此 SMLM 技术较难兼具极限分

辨率和研究高通量。同时，成像视野和样品厚度也是

限制因素，较难在大视场或组织成像中获得很好的信

号 质 量 。 近 年 来 ，学 者 们 在 活 细 胞 SMLM、组 织

SMLM、成像视场扩大和高通量 SMLM 等方面取得了

一定进展，为该技术在生命医学中更广泛的应用奠定

了良好基础。为了获得高质量的 SMLM 成像效果，在

实际使用过程中需要把控好若干关键成像环节，具体

如下。

5.1　SMLM 的潜在假象

SMLM 具备强大的原位结构光学解析能力，但其

成像结果会受到多种潜在假象的影响［图 4（a）］。这

些假象可以分为两类：一类源自通用的免疫荧光（IF）
实验，包括样品前处理、抗体选择和荧光标记等；另一

类则是 SMLM 特有的问题，涉及图像采集和数据处理

等方面。在实验过程中，必须特别留意这些问题。

关于细胞样品的 IF 实验，通常包括固定、透膜、封

闭、抗体和染料标记等操作，以上各步骤均需要根据样

品类型进行优化。通常，选择固定剂时需要在保留样

本原始结构和维持样本标记能力之间把握平衡。使用

冰甲醇固定方法可以有效保留细胞骨架的完整性，但

可能会破坏膜相关结构；采用甲醛和戊二醛混合物固

定可以保留细胞骨架和亚细胞器的完整性，但可能会

降低抗原识别效率；只用甲醛固定对抗原识别最有利，

但可能会使细胞骨架被解聚。对于透膜步骤，需要谨

慎选择去垢剂，以避免在该阶段破坏亚细胞器的膜结

构。Triton X-100 是较为常见的选择，但对于需要温

和透膜条件的样本，可以使用洋地黄皂苷（digitonin）
或皂苷（saponin）等替代品。 IF 实验对封闭过程的要

求较高，通常使用牛血清白蛋白（BSA）配置封闭液。

选择 BSA 时，须根据实际使用效果进行比对，以确保

在不引入背景信号干扰的情况下获得最佳的蛋白结

构。当目标分子结构被完整保留且抗原表位充分暴露

时，抗体便可以渗透到样本中并结合目的蛋白。选择

一抗时，要进行严格的质控实验［82-83］。通常包括：1） 使
用目标抗原基因敲除的细胞验证抗体特异性；2） 使用

相同结构蛋白抗体共染验证其定位准确性；3） 对于蛋

白修饰类抗体（如磷酸化、乙酰化、甲基化等），可使用

对应的修饰抑制剂或识别位点突变验证。此外，还需

要特别注意不同批次之间的抗体可能存在的差异以及

二抗之间的串扰问题。更换抗体批次后，必须重新进

行质控实验。当使用不同的二抗标记相近物种（如大

鼠和小鼠）的一抗时，需要确认所选用的二抗是否已经

进行了相似物种的交叉吸附，以排除串扰的可能性。

SMLM 通过在每一帧中采集多个光斑并对其进

行拟合，以获取高精度的定位数据。然而，如果其中两

个或多个光斑的定位出现在彼此的衍射区域内，则会

在后续的算法拟合过程中被错误地判定为是一个定位

点。同时，一个可“闪烁”的荧光分子在被永久漂白之

前可以在发射态和暗态之间多次切换，致使同一荧光

分子被多次采集，产生所谓的“重复定位”。这些重复

发射的荧光信号经常被错误地视为来自多个不同的分

子，从而导致虚假团簇的形成和分子定量的误差。使

用 SMAP （super-resolution microscopy analysis 
platform）软件［84］，通过优化拟合算法可以减少错误定

位的发生。而整合相近时间内出现在同一位置的定位

信号，能够消除荧光分子的闪烁效应引起的重复发射。

此 外 ，该 软 件 还 允 许 用 户 根 据 定 位 精 度 、PSF、

Loglikelihood 等参数筛选定位信号，从而进一步提高

定位质量，获得更精确的成像数据。

5.2　样品标记

SMLM 图像的质量在很大程度上取决于样品的

标记，高效而精确的标记是获取目标蛋白质真实结构

的先决条件。在确定了最佳样品处理条件和合适的抗

体后，可以通过调整一抗的稀释比例和孵育时间来提

高样品的标记效率。对于亚细胞标记，可以考虑使用

来自不同宿主的两个或多个一抗同时孵育，以揭示其

完整的结构［85］。Jonas Ries 课题组提出了一种使用核

孔复合物（NPC）量化绝对标记效率的方法［86］。NPC
由 30 余种蛋白质组成，可以选择性地允许大分子通

过。核孔复合物组成蛋白之一的 Nup96 在每个 NPC
中存在 32 个拷贝，形成两个核质环。每个环具有 8 个

角，每个角包含两个 Nup96 蛋白，间隔 12 nm。两个环

上下对齐，从而清晰地呈现出八重对称结构［图 4（b）］。

将 Nup96 基因敲入细胞系可以直接测量 ELE。当

ELE 较低时，Nup96 表现为缺角的不完整环。因此，可

以通过统计分析许多 Nup96 的缺角数量来得出绝对

ELE。使用 SMAP 软件可以在数百个 Nup96 中自动

识别被完整标记的角，从而量化样本的 ELE。

由于 SMLM 技术的标记效率不断提高，缩小标记

物的尺寸能进一步提高图像分辨率，并且更准确地反

映目标蛋白的真实大小和结构［图 4（c）］。传统的一

抗、二抗标记法会使荧光基团相对目标蛋白产生约

20 nm 的位移，即使使用荧光染料直接标记的一抗仍

会造成 13 nm 的连接误差［87］。为了进一步减小标记误

差，可以采用荧光蛋白或标签蛋白与目的蛋白融合表

达 。 具 体 而 言 ，使 用 光 转 换 蛋 白（mEOS3.2［39］和

mMaple［88］）或 自 我 标 记 蛋 白（SLPs）如 SNAP［89］、

Halo［90］和 CLIP［91］可将误差降低至 2~3 nm。还有其他

可选方案，诸如使用直径为 2 nm 的纳米抗体直接标记

目 标 蛋 白［92］、GFP 融 合 蛋 白［93］或 短 肽 标 签（BC-2、
spot［94］和 ALAF［95］），以及使用 Fab 片段直接结合目的

蛋白等［92］。近年来，非抗体分子标记在 SMLM 领域中

已经有了一系列广泛的应用，包括核酸适体［96］和亲和

素多肽［97］等。另外，一些天然产物具备直接标记细胞

结构的潜力，如使用紫杉醇标记微管蛋白［98］、鬼笔环肽

标记肌动蛋白［99］。还有一种方法是在蛋白表达中引入

非天然氨基酸，并通过点击化学的方法将它们直接连

接到荧光标记团上［100］。

将荧光蛋白、用于高亲和性免疫标记的表位标签

或反应蛋白标签与目的蛋白融合表达可以避免内源蛋

白抗体标记的许多缺陷，但也伴随着一系列风险和限

制。首先，融合标签的存在可能导致自发聚合，干扰蛋

白质的正常生理功能。其次，引入外源质粒 DNA 通常

会导致目标蛋白的高水平表达，有可能造成与正常生

理情况不符的过表达效应，并引发细胞毒性。此外，如

果不对目标基因进行敲除，这种方法无法标记所有的

目标蛋白。

5.3　信号采集

增加样品标记手段之后，还需进一步优化信号采

集的效率。对于 STORM 而言，通常的拍摄方式是使

用 1~3 kW/cm2的照明强度，根据染料类型选择 33 Hz
（近红外区染料）或 61 Hz（可见光区染料）的频率采集

数万帧图像。在采集初始阶段，所有荧光分子会快速

进入暗态，并在随后的 10~300 s 逐渐呈现出较低的密

度分布，此时开始记录数据。对于紫外光敏感型染料，

可使用 405 nm 激光在拍摄过程中逐渐增加照射强度

（0.1~30.0 W/cm2），以保持荧光分子的闪烁活性［101］。

Jonas Ries 课题组提出 SMLM 的定位精度与标记密度

受到信号采集时的成像速度和激光强度影响，并进行

了一系列优化［102］。在拍摄的初始阶段，使用高强度激

光促使荧光分子进入暗态的做法可能导致多达一半的

信号分子被漂白。因此，为了保持较高的采集效率，应

该在这个过程中使用较低的激光强度，并延长照射时

间。此外，研究者发现单个定位点采集到的光子数不

受曝光时间的影响。随后他们进一步改变了三个数量

级的激发强度，并反向调整曝光时间，以确保每帧图像

的采集速度不同但光照剂量恒定。结果显示，与慢速

成像相比，快速的成像方式使定位点的平均光子数降

低 了 1/10，定 位 精 度 降 低 了 1/3，傅 里 叶 环 分 辨 率

（FRC resolution）降低了 1/8，ELE 降低了 1/3，导致图

像稀疏且结构表征不准确［图 4（d）］。这一研究显示，

在 SMLM 中采用慢速成像可以提供更出色的分辨率

和更高的采集效率。

基于其成像原理和照明方式，SMLM 无法像常规

共聚焦显微镜一样使用逐层扫描的方式获取 3D 空间

信息。庄小威课题组于 2008 年首次采用柱面镜色散

的方式改变 PSF 形貌，进而将形貌参数与轴向位置匹

配以实现 1 μm 范围的 3D-STORM 成像［103］。SMLM
的轴向成像范围和照明深度是影响其广泛应用的主要

技术参数。多年来，学者们通过硬件改造显著扩大了

SMLM 的轴向范围，但由于制造成本和技术手段的制

约，大多数 3D-SMLM 应用仍然受到传统成像范围的

限 制 。 Li 等［104］基 于 单 分 子 算 法 开 发 了 一 种 3D-

SMLM 拟合系统，该系统使用实验 PSF 数据来提高轴

向精度和可靠性，即使在没有 3D 光学镜片的单分子显

微镜上也能使用 3D-SMLM。使用 TIRF 的 SMLM 对

厚样本的解析能力较差，只能探测到几百纳米范围内
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分子被多次采集，产生所谓的“重复定位”。这些重复

发射的荧光信号经常被错误地视为来自多个不同的分

子，从而导致虚假团簇的形成和分子定量的误差。使

用 SMAP （super-resolution microscopy analysis 
platform）软件［84］，通过优化拟合算法可以减少错误定

位的发生。而整合相近时间内出现在同一位置的定位

信号，能够消除荧光分子的闪烁效应引起的重复发射。

此 外 ，该 软 件 还 允 许 用 户 根 据 定 位 精 度 、PSF、

Loglikelihood 等参数筛选定位信号，从而进一步提高

定位质量，获得更精确的成像数据。

5.2　样品标记

SMLM 图像的质量在很大程度上取决于样品的

标记，高效而精确的标记是获取目标蛋白质真实结构

的先决条件。在确定了最佳样品处理条件和合适的抗

体后，可以通过调整一抗的稀释比例和孵育时间来提

高样品的标记效率。对于亚细胞标记，可以考虑使用

来自不同宿主的两个或多个一抗同时孵育，以揭示其

完整的结构［85］。Jonas Ries 课题组提出了一种使用核

孔复合物（NPC）量化绝对标记效率的方法［86］。NPC
由 30 余种蛋白质组成，可以选择性地允许大分子通

过。核孔复合物组成蛋白之一的 Nup96 在每个 NPC
中存在 32 个拷贝，形成两个核质环。每个环具有 8 个

角，每个角包含两个 Nup96 蛋白，间隔 12 nm。两个环

上下对齐，从而清晰地呈现出八重对称结构［图 4（b）］。

将 Nup96 基因敲入细胞系可以直接测量 ELE。当

ELE 较低时，Nup96 表现为缺角的不完整环。因此，可

以通过统计分析许多 Nup96 的缺角数量来得出绝对

ELE。使用 SMAP 软件可以在数百个 Nup96 中自动

识别被完整标记的角，从而量化样本的 ELE。

由于 SMLM 技术的标记效率不断提高，缩小标记

物的尺寸能进一步提高图像分辨率，并且更准确地反

映目标蛋白的真实大小和结构［图 4（c）］。传统的一

抗、二抗标记法会使荧光基团相对目标蛋白产生约

20 nm 的位移，即使使用荧光染料直接标记的一抗仍

会造成 13 nm 的连接误差［87］。为了进一步减小标记误

差，可以采用荧光蛋白或标签蛋白与目的蛋白融合表

达 。 具 体 而 言 ，使 用 光 转 换 蛋 白（mEOS3.2［39］和

mMaple［88］）或 自 我 标 记 蛋 白（SLPs）如 SNAP［89］、

Halo［90］和 CLIP［91］可将误差降低至 2~3 nm。还有其他

可选方案，诸如使用直径为 2 nm 的纳米抗体直接标记

目 标 蛋 白［92］、GFP 融 合 蛋 白［93］或 短 肽 标 签（BC-2、
spot［94］和 ALAF［95］），以及使用 Fab 片段直接结合目的

蛋白等［92］。近年来，非抗体分子标记在 SMLM 领域中

已经有了一系列广泛的应用，包括核酸适体［96］和亲和

素多肽［97］等。另外，一些天然产物具备直接标记细胞

结构的潜力，如使用紫杉醇标记微管蛋白［98］、鬼笔环肽

标记肌动蛋白［99］。还有一种方法是在蛋白表达中引入

非天然氨基酸，并通过点击化学的方法将它们直接连

接到荧光标记团上［100］。

将荧光蛋白、用于高亲和性免疫标记的表位标签

或反应蛋白标签与目的蛋白融合表达可以避免内源蛋

白抗体标记的许多缺陷，但也伴随着一系列风险和限

制。首先，融合标签的存在可能导致自发聚合，干扰蛋

白质的正常生理功能。其次，引入外源质粒 DNA 通常

会导致目标蛋白的高水平表达，有可能造成与正常生

理情况不符的过表达效应，并引发细胞毒性。此外，如

果不对目标基因进行敲除，这种方法无法标记所有的

目标蛋白。

5.3　信号采集

增加样品标记手段之后，还需进一步优化信号采

集的效率。对于 STORM 而言，通常的拍摄方式是使

用 1~3 kW/cm2的照明强度，根据染料类型选择 33 Hz
（近红外区染料）或 61 Hz（可见光区染料）的频率采集

数万帧图像。在采集初始阶段，所有荧光分子会快速

进入暗态，并在随后的 10~300 s 逐渐呈现出较低的密

度分布，此时开始记录数据。对于紫外光敏感型染料，

可使用 405 nm 激光在拍摄过程中逐渐增加照射强度

（0.1~30.0 W/cm2），以保持荧光分子的闪烁活性［101］。

Jonas Ries 课题组提出 SMLM 的定位精度与标记密度

受到信号采集时的成像速度和激光强度影响，并进行

了一系列优化［102］。在拍摄的初始阶段，使用高强度激

光促使荧光分子进入暗态的做法可能导致多达一半的

信号分子被漂白。因此，为了保持较高的采集效率，应

该在这个过程中使用较低的激光强度，并延长照射时

间。此外，研究者发现单个定位点采集到的光子数不

受曝光时间的影响。随后他们进一步改变了三个数量

级的激发强度，并反向调整曝光时间，以确保每帧图像

的采集速度不同但光照剂量恒定。结果显示，与慢速

成像相比，快速的成像方式使定位点的平均光子数降

低 了 1/10，定 位 精 度 降 低 了 1/3，傅 里 叶 环 分 辨 率

（FRC resolution）降低了 1/8，ELE 降低了 1/3，导致图

像稀疏且结构表征不准确［图 4（d）］。这一研究显示，

在 SMLM 中采用慢速成像可以提供更出色的分辨率

和更高的采集效率。

基于其成像原理和照明方式，SMLM 无法像常规

共聚焦显微镜一样使用逐层扫描的方式获取 3D 空间

信息。庄小威课题组于 2008 年首次采用柱面镜色散

的方式改变 PSF 形貌，进而将形貌参数与轴向位置匹

配以实现 1 μm 范围的 3D-STORM 成像［103］。SMLM
的轴向成像范围和照明深度是影响其广泛应用的主要

技术参数。多年来，学者们通过硬件改造显著扩大了

SMLM 的轴向范围，但由于制造成本和技术手段的制

约，大多数 3D-SMLM 应用仍然受到传统成像范围的

限 制 。 Li 等［104］基 于 单 分 子 算 法 开 发 了 一 种 3D-

SMLM 拟合系统，该系统使用实验 PSF 数据来提高轴

向精度和可靠性，即使在没有 3D 光学镜片的单分子显

微镜上也能使用 3D-SMLM。使用 TIRF 的 SMLM 对

厚样本的解析能力较差，只能探测到几百纳米范围内
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图 4　SMLM 面临的挑战和发展方向。（a）SMLM 的多重定位伪影［124］；（b）Nup96 蛋白分布模型图（上）和单分子定位图像（下）［86］；

（c）不同免疫荧光标记物的尺寸［28］；（d）SMLM 成像速度和激光强度对图像质量的影响，标尺为 100 nm［102］；（e）空间描述性统

计（左）和不同聚类分析算法（右）的原理和流程［125］；（f）尼罗红标记 COS-7 细胞膜系统的光谱分辨 STORM 图像（箭头指向为

低极性纳米域，左），及质膜、细胞器膜和低极性纳米域的平均单分子光谱（右）［126］

Fig. 4　Current challenges and further developments of SMLM. (a) SMLM artifacts caused by inaccurate multiple-molecule 
localization[124]; (b) Nup96 protein distribution model map (top) and SMLM image (bottom) [86]; (c) sizes of different 
immunofluorescent markers[28]; (d) effects of SMLM imaging speed and laser intensity on image quality with scale bar of 
100 nm[102]; (e) principles and procedures of spatial descriptive statistics (left) and different cluster analysis algorithms (right) [125]; 
(f) spectrally resolved STORM image of COS-7 cell membrane labeled with Nile Red (arrows indicate low-polarity 
nanodomain, left), and average single-molecule spectra of plasma membrane, organelle membrane, and low-polarity 

nanodomains (right) [126]
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的信号。Kim 等［105］在 2019 年通过结合 SMLM 与光片

显微镜，开发了单分子斜面显微镜（obSTORM），使用

斜光片成像样品的斜切片，实现了深度为 66 μm 的超

分辨成像。同时，组织样本中较强的散射和自发荧光

通常会产生不均匀的背景信号，显著降低图像分辨率

并引入伪影。Xu 等［106］于 2020 年提出了 PathSTORM
成像技术用于福尔马林固定石蜡包埋（FFPE）的病理

组织的单分子成像。他们通过光学清除（通过减少散

射光来提高光学显微镜的成像质量和深度）［107］和折射

率匹配降低背景信号，基于极值激发恢复［108］校正异质

背景，并开发有效的拟合方法以减少闪烁效应带来的

精度干扰。该团队使用 PathSTORM 成功揭示了高阶

染色质结构的逐渐分解和断裂行为，为癌症早诊和风

险评级提供了新的思路。因此，通过硬件改造、软件升

级和样本处理优化等手段提升 SMLM 的成像深度与

范围，能够为其在生物医学领域中的深度应用奠定更

坚实的基础。

5.4　数据挖掘和定量分析

传统宽场荧光显微镜或具有高分辨率的激光共聚

焦显微镜可以实现活细胞生物事件的高通量观测，但

薄弱的空间分辨能力使其无法对亚细胞组织结构进行

充分的解析。此外，为了将目标分子的空间组织特征

与蛋白功能相联系，通常会对渲染图像进行基于像素

网格（pixel）的特征提取和分析。然而，使用基于 pixel
渲染的传统方法对 SMLM 数据进行分析会丢失很多

细节，无法实现蛋白质复合物的精确定量分析［109］。与

传统的解析模式不同，SMLM 能够给出 2 nm 定位精度

的单分子空间坐标信息，在纳米尺度下研究分子间相

互作用的同时，实现对大分子复合物的定量分析。

近 5 年来，SMLM 的定量分析方法得到了快速发

展，已从密度、几何、计量学和分子互作等方面实现对

二维和三维数据的统计。密度和几何统计可以描述目

标蛋白的形状、大小和紧密程度等特征，分为空间描述

性统计和基于分割的聚类分析两类。空间描述性统计

用于宏观体现目标区域（ROI）的空间分布模式（随机、

聚集或分散），在不均匀的分布中，分子密度比周围环

境高的区域称为簇（cluster）。cluster 通常与其生物学

功能相关，如蛋白表达水平变化或寡聚信号生成等。

使用对关联函数［110］或多距离空间聚类分析（Ripley’s 
K function）［111］可以提取所有 cluster的平均大小和密度

特征［图 4（e）左］。与空间描述性统计相反，基于分割

的聚类分析可以获取每个 cluster的特性。对于常见生

物样本，cluster 分析方法主要有密度法和泰森多边形

法两种类型。密度法包括 DBSCAN 和 FOCAL 等，该

方法通过调整阈值参数能够有效去除背景噪声，分割

出各种几何类型的 cluster。基于密度的 cluster 统计也

存在一些弊端：如算法的阈值参数对分割结果影响较

大 ，存 在 一 定 主 观 性 ；无 法 分 割 密 度 方 差 较 大 的

cluster；处理大数据速度缓慢等。而泰森多边形分割

法可以快速地处理大数据，同时有效去除噪声。此外，
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与分布各异的蛋白质外，细胞内环境还蕴含着其他丰
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的偏振 SMLM 成像［116-118］。Shaban 等［119］利用这一技术

实现了对淀粉样蛋白纤维的自旋方向解析，揭示了其

内原丝扭曲的超微结构特征。Valades Cruz 等［116］同样

利用偏振 SMLM 实现对体内肌动蛋白、微管蛋白和体

外双链 DNA 的高精度分子定位与分子方向成像。这

一成像技术为研究蛋白复合体有序组装奠定了基础。

使用比率检测的方式可以简单地判断荧光分子发

射光谱的变化，通过二向色镜将荧光分成长波和短波

两个部分，进而通过测量两种组分的比例实现光谱信

息的获取。Brasselet 等［120］通过将 SNARF-1（荧光 pH
指示剂）标记的葡聚糖加入琼脂糖凝胶，实现了局部

pH 值的探测。将这种方法应用于 SMLM 将为细胞微

环境纳米级监测提供新的技术路线。

光谱分辨 SMLM 与荧光偏振 SMLM 的原理类

似，基于传统 SMLM 架构在检测相机前加入一个三棱

镜使荧光发生色散，从而记录目标分子的广域发射光

谱［121］。Bongiovanni 等［122］利用尼罗红染料的溶剂化显

色特性（染料分子色彩随溶剂极性的改变而变化的性

质），同时提取每个染料分子的发射光谱和空间定位，

从而绘制带有极性信息的生物结构。利用这种方式，

该团队首先使用 PAINT 解析了 α-突触核蛋白和淀粉

样蛋白 -β 体外聚合物的表面疏水性，提出了该结构与

细胞毒性的潜在相关。此外，这项工作还以侧视图成

像的方式将细胞质膜的亲疏水性可视化，发现了胆固

醇浓度对细胞质膜极性的调控作用。Moon 等［123］同样

使用尼罗红对整个细胞质膜进行了光谱分辨 STORM
和 PAINT 成像。以单分子光谱分辨级别的空间分辨

率观察到高浓度胆固醇或霍乱毒素处理产生的低极性

纳米域，以纳米级灵敏度观测细胞质膜的相分离现象，

成功揭示了其组成异质性［图 4（f）］。将荧光偏振、比

率检测和光谱分辨等功能化光学技术整合至单分子维

度的 SMLM，将为细胞原位的生化监测开辟丰富的纳

米尺度应用市场。

6　结束语

SMLM 近 20 年的突破发展为生命活动的信号转

导提供了更有深度的解读。传统研究多通过体外生化

实验（如免疫沉淀等）的方式了解信号节点的互作关

系，而细胞成像天然具有原位优势，能够给出更直观的

分子动态互作信息。SMLM 在此基础上进一步大幅

提升了空间分辨率，同时借助不断完善的大量数据定

量分析方案，能够为多种重要生命活动描绘全新的精

准信号图谱，助力相关临床诊疗转化应用。因此，随着

SMLM 技术的不断更新迭代和现有若干不足的改善，

关键信号枢纽的细胞原位纳米尺度结构与功能解析将

会是未来 5~10 年间细胞生物学重要的研究方向和关

注焦点。
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In Situ Single⁃Molecule Localization⁃Based Super⁃Resolution Analysis of 
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Abstract
Significance　Cells, the basic structural and functional units, play an essential role in the development, aging, disease, and death 
of organisms.  Since the first microscopic observation of cells by Robert Hooke in 1665, numerous advanced technical and theoretical 
methods have been developed over the past centuries to microscopically visualize cells, enabling a thorough analysis of life activities 
from the cellular to the molecular levels.  Cells are composed of numerous macromolecular complexes with different sizes and diverse 
compositions.  For example, the eukaryotic 80S ribosome is composed of large and small subunits, and each subunit contains various 
ribosomal RNA (rRNA) and ribosomal proteins.  These complexes are usually considered as core signaling hubs to precisely control 
cellular structures and functions during various biological activities.  Accordingly, cells can properly generate immediate responses to 
frequent environmental changes and distinct cellular stresses.  Therefore, a mechanistic investigation of the structural assembly of 
these key signaling hubs and their functional regulation is necessary to improve our understanding of life activities and to identify 
potential therapeutic targets for disease treatment.

Currently, single-particle cryo-electron microscope (cryo-EM), which requires only a small number of samples for analysis and 
does not involve the use of crystals unlike traditional X-ray-based methods, is the most powerful tool in structural biology owing to its 
extremely high spatial resolution.  However, precisely resolving a structure using cryo-EM involves purification or enrichment of the 
target biomolecules, which increases the risk of inconsistency between in vitro resolved structures and the native structures in cells.  
Notably, owing to the lack of molecular specificity, understanding the interactions among different molecules when resolving multi-
component complexes is challenging.  In addition, high-quality cryo-EM analyses depend on the computational averaging of thousands 
of images of identical particles with good homogeneity and are thus currently unsuitable for evaluating highly heterogeneous signaling 
hubs that determine cell fates.

Excitingly, super-resolution microscope (SRM) has emerged as an effective solution to these above-mentioned challenges.  
Fluorescence imaging is an indispensable technical tool for modern biological research owing to its molecular specificity, in situ 
visualization feature, and multiplex analysis ability.  Super-resolution imaging, which overcomes the optical diffraction limit, is an 
efficient method for visualizing the arrangement and functions of biological hundred-nanometer signalosomes at the subcellular scale or 
even with single-molecule precision.

Progress　 This review first introduces the basic principles and technical development of several major types of SRM, including 
stimulated emission depletion microscope (STED), structured illumination microscope (SIM), photoactivated localization microscope 
(PALM), stochastic optical reconstruction microscope (STORM), point accumulation for imaging in nanoscale topography (PAINT), 
DNA-PAINT, and minimal photon fluxes (MINFLUX).  These tools have facilitated precise visualization of various biological 
activities and targets at remarkably high temporal and/or spatial resolutions, even reaching the molecular or angstrom scale in some 
extreme cases (Figs. 1 ‒ 2).  More importantly, to date, several representative SRM-based applications in life science research have 
been demonstrated.  Through rationale optimization of the key steps in STORM (including structure preservation, fluorescence 
labeling, signal acquisition, and image analysis), Xin Chen’s group from Xiamen University first visualized the ordered organization 



0307103-17

特邀综述 第  51 卷  第  3 期/2024 年  2 月/中国激光

of necrosomes at the nanoscale and revealed their underlying mechanism to effectively initiate MLKL (a mixed lineage kinase domain-

like protein) -dependent necroptosis and to precisely control the transition between apoptosis and necroptosis in cells stimulated by 
tumor necrosis factor (TNF).  Maria Pia Cosma’s group from the Barcelona Institute of Science and Technology employed single-

molecule localization microscope (SMLM) to investigate genome organization, especially the formation of chromatin ring structures.  
They proposed that the transcription-dependent negative superhelix primarily drives the master molecule cohesin to generate ring 
structures in vivo.  The team led by Ana J.  Garcia-Saez from the University of Tübingend quantitatively imaged Bax- and Bak-

mediated pores in the mitochondrial outer membrane during intrinsic cell apoptosis; they observed the interplay of apoptosis and 
inflammation by controlling the dynamics of the mitochondrial content release.  Ardem Patapoutian’s group from the Scripps Research 
utilized the iPALM and MINFLUX technologies to directly visualize the conformational stages of the mechanosensitive channel 
PIEZO1 in complex cellular environments (Fig. 3).  Finally, based on the practical experience gained from our group’s efforts, we 
summarized some important strategies, such as methods to minimize reconstruction artifacts, improve labeling efficiency, and 
strengthen quantitative analysis of super-resolved images, to obtain high-quality super-resolution images using SMLM (Fig. 4).

Conclusions and Prospects　 With the groundbreaking innovation of SMLM in the past two decades, our understanding of 
structural organization and functional regulation in multiple types of cells undergoing various biological activities has improved.  
Although the classic genetic and biochemical experiments revealed the fundamental cellular mechanisms, cell imaging provides more 
precise and intuitive information on molecular interactions in situ.  Therefore, the spatial resolution of SMLM can be further improved 
up to the molecular level to precisely depict an informative signaling network for a variety of critical biological processes.  Thus, 
considering the continuous development of SMLM and other SRM technologies, we believe that in situ nanoscale functional 
organization of key signaling hubs will become one of the most promising research areas in cell biology in the near future.  In addition, 
SMLM is expected to revolutionize research in science and technology and lead to outstanding discoveries in the next 5‒10 years.
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