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摘要 细胞机械性能与细胞的生理状态与功能存在密切联系。早期对于细胞机械性能的研究受制于技术条件，只能获得细

胞群的弹性或剪切模量，使得少量异质细胞的机械表型被淹没。近年来，单细胞机械性能检测技术得到了蓬勃发展。原子

力显微镜、微吸管技术、光镊与光学拉伸、磁扭转流变仪与磁镊等单细胞机械性能检测技术展现出非常高的检测精度，但

检测通量相对较低。新型微流控高通量检测方法的出现使检测通量呈几何式增长，有望解决大样本快速检测的需求。本文

首先综述原子力显微镜、微吸管、光镊与光学拉伸和磁扭转流变仪与磁镊等单细胞机械性能检测技术。在此基础上，重点

介绍细胞过孔、剪切诱导细胞变形和拉伸诱导细胞变形3种新兴微流控高通量检测技术的工作原理及最新研究进展，探讨

各类方法的优缺点。最后，本文展望单细胞机械性能检测技术的未来发展方向。
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理解细胞的生物化学和机械力学性能是生物物

理、医学及基础生物学领域的重要研究方向。近年

来，细胞的机械性能被发现与细胞的生理状态和功

能直接相关。人体在患病后，体内部分细胞的细胞

膜［1］、细胞骨架［2-4］和细胞核［5-6］等细胞器结构发

生改变，导致细胞机械性能改变。例如，研究发

现，人体在感染疟疾或患镰刀型贫血症后，体内红

细胞硬度高于正常红细胞，导致其穿越血管壁受

阻［7-9］。另有研究表明，红细胞在长期存储过程中

的硬度亦会略有提升［10］，且在不同存储条件下呈

现不同程度的改变［11］。癌症的发生和发展过程通

常也伴随着细胞机械性能的改变，如乳腺癌［12-13］、

肺癌［14］、前列腺癌［15-16］等癌细胞比相对应的良性

细胞表现出更高的变形性与弹性，甚至细胞在癌症

的不同发展进程中也表现出硬度、变形性等性质的

差异［3，17］，而这些特性往往与肿瘤的转移性和侵

袭性有关［18-20］。

近年来，研究者们开发了多种单细胞机械性能

检测技术（图 1），基于细胞机械性能的差异实现

不同细胞的鉴别，并研究细胞机械性能与其生物学

特性之间的关系。早期典型单细胞机械性能检测技

术包括：原子力显微镜［21］、微吸管技术［22］和光镊

与光学拉伸［23-24］，这些技术对于细胞机械性能的

表征都具有非常高的精度。然而，这些技术的检测

通量相对较低（一般低于1 cell/min）。此外，亦有

其他技术被应用于单细胞机械性能的检测，如声学

方法、磁扭转流变仪与磁镊和粒子追踪微流变法。

随着微流控技术的发展与广泛应用，研究人员基于

微流控方法开发出多种新兴的高通量单细胞机械性

能检测技术，如利用流体拉伸［25］或剪切细胞［26］

以及使细胞过孔挤压变形［27］，其通量一般可达数

百至数千cells/min，甚至上百万cells/min。

本文首先介绍了目前单细胞机械性能检测领域

经典的检测技术，阐述了原子力显微镜、微吸管技

术和光镊与光学拉伸的检测原理及最新研究进展并

简要概述了声学方法、磁扭转流变仪与磁镊以及粒

子追踪微流变法。之后，本文从细胞受力方式的角

度介绍了近 10年来发展迅猛的微流控高通量检测

技术。最后，本文对单细胞机械性能检测方法未来

的研究与发展方向进行了探讨。
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1 传统单细胞机械性能检测技术

随着细胞机械性能在生物医学应用上表现出越

来越重要的作用，细胞的机械性能受到了国内外学

者的广泛关注。由于细胞的异质性，单细胞的检测

相比于细胞群的检测，在获取稀有目标细胞机械性

能时具有更大的优势。传统的单细胞机械性能检测

方法主要包括：原子力显微镜、微吸管技术和光镊

与光学拉伸；此外，声学方法、磁扭转流变仪与磁

镊以及粒子追踪微流变法也被用于单细胞机械性能

的检测。

1.1 原子力显微镜

压痕实验是检测材料机械性能最常用的方法之

一，可以给出材料广泛的机械力学参数，如弹性、

粘弹性，甚至是动态流变学特性。细胞作为一种生

物材料，压痕实验亦是单细胞机械性能检测的重要

方法。自 1986 年原子力显微镜被 Binnig 等［21］提

出，原子力显微镜的应用范围不断扩大［28-29］。由于

原子力显微镜不依赖于样品表面的电导率，适用于

各种实验样品及环境，Radmacher 等［30］提出将其

用于测量细胞机械性能，并应用力学中经典的梁理

论来确定细胞的力学参数。

原子力显微镜的工作原理是基于扫描隧道显微

镜与针形轮廓仪的结合。测量细胞的力学特性时，

原子力显微镜执行端的弹性悬臂（一般由硅微制造

而成，弹簧常数一般在0.02~0.08 N/m之间［31］）受

预设程序控制下压（图1a）。弹性悬臂前端附着有

与细胞接触的探针，其外形一般为球形、金字塔形

和锥形。其中球形尖端与细胞有更大的接触面积和

更低的局部应变，受细胞局部力学响应的影响较

小，在全细胞机械性能的测量中具有明显的优

势［32］。通常尖端所造成的细胞压痕深度一般不超

过细胞高度的15%。当压痕深度接近或大于尖端高

度时，除了悬臂末端附着的探针与细胞接触外，悬

臂的底部还可能与细胞接触，导致测量的细胞弹性

高于实际值［32］。Pogoda等［33］对成纤维细胞、黑色

Fig. 1 Technologies for the detection of single cell mechanical properties
图1 单细胞机械性能检测技术

（a）原子力显微镜；（b）微吸管技术；（c）光镊；（d）光学拉伸；（e）声学方法；（f）磁扭转与磁镊；（g）粒子追踪微流变法；（h）细胞

过孔；（i）剪切诱导变形；（j）拉伸诱导变形。
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素瘤细胞和红细胞的力学特性分析结果表明：当压

痕深度增加时，测得的细胞杨氏模量逐渐下降。然

而，Hayashi等［34］的研究结果与之相反，他们发现

与低悬臂受力阈值相比，较高的阈值所测得的细胞

弹性模量更高。产生上述差异的原因尚不清楚，有

待后续研究的进一步探索。

虽然原子力显微镜对于单细胞机械性能的检测

通量极低，但极高的精度使其常被作为衡量其他高

通量检测方法的评估工具。

1.2 微吸管

微吸管技术使用一个内径小于被测细胞的微

管，利用负压将细胞吸入管内，并记录不同负压下

细胞进入微管内的长度（图1b）。细胞进入管内的

长度一般使用光学显微镜跟踪测量，精度可达几十

纳米。不同的管内负压（一般为1~1 000 Pa）可用

于实现红细胞［35］、肿瘤细胞［13，36-38］、干细胞［6］等

不同细胞以及同种细胞中细胞骨架［39］、细胞核［6］

等不同细胞组成的机械性能表征。

微吸管技术的测量精度可与原子力显微镜媲

美，但其复杂的实验操作要求实验者具备熟练的操

作技术。为简化实验操作，Shojaei-Baghini 等［40］

设计了一种基于自动微吸管技术的单细胞机械性能

表征系统。该系统使用基于视觉的位置控制系统，

操纵微管接近细胞，并将细胞吸入微管中，实现细

胞弹性、粘弹性及黏度的定量分析。此外，新兴微

流控技术的引入使得基于微吸管技术原理的单细胞

机械性能检测技术的实验操作方式获得极大简化，

同时在一定程度上克服了传统微吸管技术中因蒸发

损失导致的吸入压力基线漂移问题［22］。Davidson

等［41］设计的基于微吸管原理的微流体装置可以同

时测量多个细胞（图 2a）。通过控制 3个出口端的

压强，该装置允许快速加载和清洗细胞，并将大颗

粒或细胞团簇造成的堵塞最小化。然而，由于芯片

不同，并行流道内细胞受到的压力不同，一定程度

上影响了检测精度。为使并行测量中每一通路内细

胞所受压力基本相同，Myrand-Lapierre等［37］设计

出一种多路流体柱塞装置，该装置形成了自补偿流

体网络，使细胞在任何一个流道中承受的流道两端

压差相同，不受其所在位置以及邻近通路细胞的影

响（图2b）。

Fig. 2 High throughput detection devices based on micropipette technology
图2 基于微吸管技术的高通量检测装置

（a）基于微吸管技术的微流控装置［41］；（b）形成自补偿流体网络的多路流体柱塞装置［37］。PCell、PBuffer、PAtm分别表示细胞样品液入口压

强、缓冲端压强、标准大气压，PL、PD、PL1、PL2分别表示压强、加载通道1与加载通道2的压强差、加载通道1的压强、加载通道2的压强。
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微吸管技术是一种可以替换原子力显微镜的单

细胞机械性能检测技术。相比于原子力显微镜适于

测量黏附细胞的局部力学特性，微吸管技术多被用

于测量悬浮细胞的全细胞机械响应［42］。此外，在

微吸管技术中，细胞往往在同一位置同一受力下变

形数秒到数分钟，故可实现细胞长期受载时的粘弹

性与蠕变特性的测量。

1.3 光镊与光学拉伸

光镊最初由Ashkin等［43］提出，该技术利用高

度聚焦的激光束创建三维光梯度，使细胞受到光子

冲击产生的散射力和由场强梯度诱导的梯度力，其

中细胞所受的散射力和梯度力取决于激光波长（λ）

和粒子半径（r）［44］（图 1c）。利用光镊技术，Foo

等［45］测量了脂质体在恒定温度下，以不同流速突

然停止运动所引起的随时间变化的形状改变和恢

复；Titushkin等［24］研究了人骨髓间充质干细胞和

分化成纤维细胞的膜力学特性。光镊施加于细胞的

力一般不足以使有核细胞产生大变形，因而多用于

细胞膜与细胞骨架的机械性能检测。

光学拉伸是一种基于光镊原理的单细胞机械性

能检测方法，当一个细胞被置于非聚焦的两相对激

光束之间时，作用在该细胞上的总力为零（任何沿

着光束移动的细胞受净散射力作用回到中心，而任

何远离光束轴线的细胞在指向光束中心的梯度力作

用下回到中心［46］），但相加的表面力将导致该细

胞沿激光束的轴线被拉伸［23，44］（图 1d）。相比于

光镊，光学拉伸作用于细胞上的力可达数纳牛，能

够使大多数有核细胞发生全细胞变形。光学拉伸常

用的激光波长一般为1 064 nm［47-48］，激光功率在数

毫瓦至1.5瓦［49］，更大的激光功率可以使细胞产生

更大的变形，但高强度激光可能会损伤细胞。

与微吸管技术相似，由于光镊与光学拉伸中的

细胞悬浮于溶液中，因而更容易与微流控方法相结

合以提高检测通量。Morawetz等［50］开发了一种新

型流式光学拉伸器，该装置通过光力使整个细胞在

连续流动中变形，避免了光学拉伸装置中所需的细

胞定位步骤（图3a）。Yao等［51］通过将光镊和微流

控技术结合，展示了一种基于“捕获-拖拽”机制

的光流控细胞拉伸器。该器件利用高度聚焦的激光

束生成光镊以捕获细胞，同时利用流动诱导的拽力

对微流道中被捕获的细胞进行横向拉伸。此外，他

们利用一个频率为 2 Hz的斩波器阻断光束，使被

拉伸的细胞可随流体从光镊中释放；当光束再次被

打开时，另一个流经的细胞将会被捕获（图 3b）。

虽然与微流控结合可在一定程度上提高光学方法的

检测通量，但受限于技术本身的低应变率，其检测

通量仍较低，约每分钟数个细胞［51］。

与原子力显微镜和微吸管技术不同，光镊或光

学拉伸不需要与细胞进行机械接触，是一种非接触

测量方法，避免了接触测量中潜在的干扰因素。

1.4 其他用于单细胞机械性能检测的技术

除原子力显微镜、微吸管和光镊与光学拉伸等

典型传统单细胞机械性能检测技术外，声学方法、

磁扭转与磁镊以及粒子追踪微流变法等技术也被应

用于单细胞机械性能的检测。

近年来，利用声场在流道内产生驻面声波被用

于测量细胞机械性能（图1e）。当细胞进入微流道

时，声辐射力使细胞移动到声压节点，其移动速度

取决于细胞可压缩性［52］。利用细胞间有效声阻抗

值的差异，Augustsson等［53］对单核细胞、淋巴细

胞、中性粒细胞、BA-F3和MCF7细胞的机械性能

进行了表征。由于细胞向声节点的迁移往往需要数

秒钟，故其检测通量较低且其测量参数常需要转化

为传统的粘弹性参数。

磁扭转流变仪通过磁场对附着于细胞表面或内

部的磁化微珠进行操控（图 1f）。附着特定受体的

配体的铁磁性微珠与细胞粘连并在某一方向上被磁

化；再在垂直于磁化方向施加磁场使磁珠产生扭

转，从而对结合的细胞表面受体施加可控的作用力

并量化磁珠旋转角度。细胞的机械性能可以从施加

于磁珠的扭矩与磁珠的旋转角度中获得。磁扭转流

变仪已被应用于细胞膜［54］、细胞骨架［55-56］等细胞

成分的动态机械响应。磁镊的工作原理与磁扭转流

变仪相似，也常被用来测量细胞的机械特性［57-58］。

磁扭转与磁镊适于测量在细胞内部组织的机械性

能，但受限于施加在磁珠上的力较小（pN），使其

多用于测量细胞的局部机械性能而难以评估细胞整

体机械性能。

在粒子追踪微流变中，直径小于 1 μm的荧光

珠被直接注射到活细胞的细胞质中，这些荧光珠在

细胞质中迅速分散，随后荧光显微镜跟踪这些荧光

珠的运动轨迹，从而评估细胞的力学特性［59］（图

1g）。粒子追踪微流变是一种被动测量单细胞机械

性能的方法，可对处于复杂环境中（如三维基质与

体内）的细胞进行机械性能检测［60］。
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2 单细胞机械性能检测的高通量方法

传统的单细胞分析技术在面对大量样本时难以

快速获得样本的检测数据。随着微流控技术的发

展，基于微流控技术的流式检测方法不断出现，使

单细胞机械性能检测的通量呈几何式增长。接下

来，本文将从细胞受力方式的角度对不同的微流控

变形性细胞术 （deformability cytometry，DC） 进

行介绍，具体包括：细胞过孔受迫挤压、剪切诱导

变形以及拉伸诱导变形。

2.1 细胞过孔

测量细胞过孔时物理参数的机械性能检测方法

最先在微流控领域得到应用。该技术（图 1h）通

过驱动悬浮液中的细胞穿过一个比其自身直径略小

的狭窄流道，当细胞在狭窄流道内运动时，由于细

胞抵抗流道壁挤压变形的能力不同，其通过时间

（细胞通过狭窄流道的时间）［7，61-64］、进入时间（细

胞由接触入口到完全进入狭窄流道的时间）［12，65］、

通过速度［19，27，66］、细胞形态［5，67-68］、驰豫时间

（离开狭窄流道后细胞恢复初始形态的时间）［69-70］

及流体压降［71-72］等物理参数各不相同。通过分析

这些参数，研究者可确定细胞的变形性［5，9，73］、弹

性［74-75］及粘弹性［76-78］等机械性能。

目前细胞过孔时的数据获取方式主要有两种：

一是通过高速摄像机捕获细胞图像，二是在检测流

道区域布置电极获得电信号。Hou等［12］利用高速

摄像机拍摄到的细胞图像获得了细胞的进入时间，

并计算出细胞截面投影的长短轴之比，成功区分了

人正常乳腺上皮细胞（MCF-10A）与人乳腺癌细

胞 （MCF-7）。Adamo 等［61］在狭窄流道的两端布

置电极，当细胞穿过收缩区时，两侧电极之间的电

阻值发生变化（图4a）。通过比较电阻值峰宽，即

Fig. 3 Detection of mechanical properties of cells based on optical tweezers and stretcher
图3 基于光镊与光学拉伸的细胞机械性能检测技术

（a）流动光学拉伸器［50］；（b）“捕获-拖拽”机制的光流控细胞拉伸器［51］。dy, str、dx, str、dy, rec、dx, rec分别表示受拉细胞在y轴方向上的长度、

受拉细胞在x轴方向上的长度、回复细胞在y轴方向上的长度、回复细胞在x轴方向上的长度。
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细胞的通过时间，可以得到不同细胞的变形能力。

利用这一方法，该课题组实现了正常 HeLa 细胞、

经微丝解聚剂处理的HeLa细胞和经细胞松弛素B

处理的HeLa细胞的鉴别。

细胞在通过狭窄流道时，变形的细胞膜与流道

壁之间存在摩擦力，并影响细胞的通过时间、通过

速度等参数，而摩擦力的大小与细胞机械性能有

关。Gabriele等［2］发现白细胞与流道壁面的摩擦力

受到细胞硬度的影响，较硬细胞的膜与壁面之间的

作用力更大，摩擦力更高，从而导致不同硬度白细

胞的通过速度不同。为尽可能减小摩擦力的影响，

直接考察细胞受迫变形能力，Walter等［79］提出一

种直接量化狭窄流道内细胞变形能力的方法来研究

红细胞变形时的力学响应。通过在狭窄流道处设置

悬臂式弹性微瓣作为变形传感器，当细胞经过流道

并被压缩时，高速摄像机将记录弹性微瓣的挠度及

细胞的变形（图4b）。

除细胞膜与流道壁面间的摩擦力外，细胞两侧

的流体压降以及细胞大小等因素也会影响测量结

果。细胞通过狭窄流道时造成的压降对于准确获得

细胞力学参数十分重要，更大的压降导致更短的细

胞过孔时间。然而，直接测量细胞两侧的流体压力

十分困难，为此，Khan等［71］设计了一对完全相同

的平行狭窄流道，两平行流道的入口分离，出口联

通。当上流道有细胞经过时，出口处联通区域的两

种不同液体之间的界面由于压差而产生偏移（图

4c）。通过对界面偏移量的分析，得到细胞通过流

道时的压降。多数微流控芯片中的狭窄流道尺寸单

一，难以实现尺寸差异较大细胞群体的精确检测。

Raj 等［75］设计了一种包含多个不同尺寸的平行微

收缩流道器件，实现了在单个器件上同时表征具有

较大尺寸差异的细胞机械性能（图4d）。

Fig. 4 Different detection methods of micro-constriction
图4 细胞过孔的不同检测方式

（a）细胞变形能力的电学测量［61］；（b）微流道内的悬臂式变形传感器［79］；（c）细胞通过流道时压降的简易测量［71］；（d）具有多个不同

尺寸的平行微收缩装置［75］。（a）中h1表示基线值，△t表示峰宽（细胞通过收缩所需时间），h2表示峰值。（c）中Pi表示测试通道与参照通

道压力。（d）中w1，wi，wn表示第1至第n个挤压流道宽度，dbp表示主通道宽度，C1等为挤压通道标识，θ1等表示每个挤压通道道出口处扩

张的角度，dw表示挤压通道出口处扩张的宽度，LP表示细胞进入挤压区的长度，Lc表示挤压通道的长度，lcap表示细胞在挤压通道受迫变形

后细胞前缘突出长度，Z表示细胞在挤压通道运动的路程长度、t表示细胞进入挤压通道的过程所经历的时间，r表示细胞在挤压通道中的中

心横截面到通道壁的距离，rc表示细胞在挤压通道中的中心横截面到贴近通道壁的细胞膜的距离，a表示挤压通道的1/2边长。
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虽然细胞的进入时间、通过时间、通过速度等

参数可以作为区分不同变形性细胞的间接衡量指

标，但仅通过这些指标的测量难以量化细胞的杨氏

模量、剪切模量、幂律指数等机械性能参数。为获

得细胞的具体机械性能参数值，诸多理论模型被应

用于分析实验数据。Luo等［74］在二维平面中采用

不可压缩新胡克粘超弹性固体 （neo-Hookean

visco-hyperelastic solid）模拟生物细胞，观察其进

入收缩流道的过程，并采用库仑定律模拟了细胞与

固体壁间的摩擦。通过将实验数据代入数值模拟结

果，得到了相应的拟合公式，并计算出细胞瞬时杨

氏模量。Ye等［80］使用光滑耗散粒子动力学研究了

细胞通过时间和机械性能之间的关系。通过分析模

拟数据，推导出了 3 种关于细胞通过时间的表达

式，分别对应于狭窄流道尺寸、细胞剪切模量和弯

曲模量。

细胞检测精度一直是研究者所关注的重要问

题，部分研究者希望通过引进先进的精准测量方法

以提高测量精度。Byun等［27］制造出带有狭窄流道

的悬浮微通道谐振器，通过激光束的偏转来检测谐

振频率（图5a）。该方法采用增益控制振荡器电路

连续跟踪单个细胞流过狭窄流道时悬臂谐振频率的

变化，从而得到有关细胞进入狭窄流道和通过狭窄

流道的信息，进而对具有不同物理特性的细胞系

（如两种不同的人肺腺癌细胞 HCC827 与 H1975）

实现有效区分。Yang等［81］设计了一种具有一对平

行多段狭窄流道的芯片，该芯片流道两边布置了自

对准3D电极对细胞进行差分电阻抗测量（图5b）。

当细胞流经其中一个流道时，与之接触的两个电极

测量单细胞阻抗，而另一对电极则测量介质阻抗，

进而形成差分测量以消除介质电导率波动和共模漂

移对信号的影响，使细胞通过流道时测得的阻抗变

化更为精准，从而获得更为准确的细胞机械

性能［82］。

多参量检测与机器学习的结合亦是提高检测精

度的重要趋势。Nyberg等［83］使用高通量变形细胞

仪（quantitative deformability cytometry，q-DC）测

量了细胞的6种物理表型，包括弹性模量、细胞流

动性、通过时间、进入时间、细胞尺寸和最大应

变，借助K邻接机器学习算法训练已知数据集，并

将训练结果应用于未知实验数据，实现了对目标细

胞的精准识别。Apichitsopa等［84］将两种单细胞机

械性能检测方法集成在同一平台上，并使用基于图

像的细胞跟踪将所有测量参数与细胞对应，同时得

到尺寸、变形性（通过时间）和3种频率下的极化

率等细胞内在属性（图5c）。

为进一步提高检测通量，Lange 等［77］设计了

一种集成8个平行流道的微流控芯片，基于图像方

法表征人红白血病细胞系 K562 和人乳腺癌细胞

MDA-MB-231 细胞的进入时间及形态变化，检测

通量高达 160 cells/min （图 5d）。然而，受显微镜

镜视场的限制，利用显微镜捕获变形细胞图像的方

法不能无限增加并行流道数。Ren等［85］设计了一

种基于阻抗谱检测的芯片，该芯片包含4个并行流

道，其中每个流道包括2个由突扩腔分隔的狭窄流

道（图5e）。虽然四流道的并行集成所提升的通量

较小，但由于电学测量方法不受观测区域的限制，

有望大规模并行集成，从而极大提高整体通量。

利用高速摄像机或电阻抗技术测量细胞通过小

于其自身直径的狭窄流道时，各种物理参数的差异

可以很好地区分不同变形性的细胞，同时结合数值

模型可以得到细胞的杨氏模量、幂律指数等机械性

能参数值。由于涉及到细胞与流道壁的物理接触，

这种方法适合用于研究在微循环等过程中细胞的摩

擦或滞留。然而，该类技术往往对细胞尺寸十分敏

感，其检测流道必须与被测细胞大小相匹配，细胞

过大或过小都会造成测量结果的偏差。因此，该类

技术往往适用于细胞尺寸较为均一的细胞群体。此

外，由于其检测流道尺寸小于细胞，实验过程中易

造成流道堵塞。

2.2 剪切流诱导变形

细胞在流体作用下的剪切变形是一种高通量非

接触的单细胞机械性能检测技术（图 1i）。细胞在

经过一个比其自身直径略大的微流道时，由于流道

截面的流体速度呈抛物线分布，其诱导产生的剪切

力以及流体正压力作用于细胞，使细胞产生变形。

细胞的变形图像一般通过高速摄像机捕获，以获得

细胞变形指数（1 - 4πA/C2，其中A为细胞投影面

积、C为细胞投影周长［26，86-88］；b/a或 (b - a) / (b +
a)，其中 b为细胞变形后投影截面的长轴尺寸、a

为短轴尺寸［89-91］；）、形状恢复过程［91-92］、荧光强

度［11，93-94］等信息。基于获得的数据，结合理论研

究与数据分析，研究者能够获得细胞的各种力学参

数［95-98］，甚至是生物学特征［93-94］。

细胞剪切变形作为一种非接触的水动力变形方

法，相比于细胞过孔，检测通量得到进一步提升。

Zheng等［91］在截面尺寸为8 μm × 8 μm的流道两侧

通入相同流量的鞘液，使中间样品液中红细胞稳定
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在流道中心并对其施加剪切力（图6a）。利用高速

摄像机捕获红细胞的动态变形过程，量化了红细胞

圆度（4πA/C2）、变形指数（a/b）、形状恢复速率

（变形指数与时间的指数拟合）等多个参数，实现

了超过300个红细胞/min的表征。然而，由于检测

过程中所获得的大量数据需要后期处理，降低了整

个系统的实际通量。为此，Otto等［26］开发了一种

实 时 变 形 性 细 胞 术 （real-time deformability

cytometry，RT-DC），利用在线图像分析算法，实

现细胞变形性的实时表征，使系统实际通量达到了

6 000 cells/min以上（图6b）。

实时变形性细胞术所检测到的细胞机械性能不

仅与细胞自身硬度有关，同时也会受到细胞尺寸的

影响。为了解释细胞尺寸与细胞变形能力之间的关

系，Mietke等［95］利用斯托克斯方程求解一个圆柱

微流道内球形物体周围的流场以得到作用于球形物

体表面的应力，进而将其作为边界条件并结合线弹

性理论量化弹性球体表面的位移场，成功解释了细

胞尺寸对于细胞变形性的影响。但由于该模型忽略

了细胞变形后产生的形状改变与周围流体间的相互

作用，因而仅适用于较小的细胞变形量。为进一步

扩大数值模型对于细胞剪切变形的适用范围，并探

讨细胞膜内物质和细胞膜对细胞力学响应的影响，

Mokbel等［96］将细胞膜内物质表示为粘弹性材料，

Fig. 5 High precision and high throughput detection of micro-constriction
图5 细胞过孔的高精度与高通量检测

（a）悬浮微通道谐振器［27］；（b）差分阻抗检测芯片［81］；（c）两种单细胞机械性能检测方法的集成［84］；（d） 8流道并行的微流控芯片［77］；

（e）电学检测的并行流道结构［85］。（b）中Δ|Z|表示差分阻抗。（e）中CR表示不同的挤压通道，RR表示四个并行通道的弛豫区。
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而细胞膜被表示为受弯曲刚度和表面张力影响的薄

壳皮层，使模型对于细胞的大变形依然适用。

实际应用中常常需要对多个样本进行同时分

析，如在药物筛选中需要对大量经过不同方式处理

的样本进行测试。为满足实际应用中的多样本分析

需求，Ahmmed等［87］结合分离的并行微流道阵列，

开发了一种多样本变形性细胞术 （multi-sample

deformability cytometry，MS-DC），实现了对多个

样本中细胞剪切诱导变形的检测（图6c）。

实验中流体速度在一定程度上影响着细胞机械

性能的检测精度，不同的流速下细胞受到的力不

同，导致同等变形能力的细胞变形程度不同，从而

干扰细胞机械性能的测量。由于难以直接测量流

速，Saadat等［99］通过两次数值模拟构建了流道中

细胞运动速度与流体流速之间的关系，从而由细胞

运动速度得到流速。

为进一步将细胞的机械性能与细胞分子特异性

相关联，Rosendahl等［93］将荧光成像技术引入实时

细胞变形性检测，设计了实时荧光和变形性细胞术

（real-time fluorescence and deformability cytometry，

RT-FDC）（图 6d）。基于获得的荧光信号以及形变

数据，实现了对果蝇Kc167细胞系不同有丝分裂阶

段的有效鉴别。为进一步提高分类准确率，Nawaz

等［94］应用深度神经网络处理实验数据，对红细胞

Fig. 6 The schematic of microfluidic shear-induced deformation chip structure
图6 微流控剪切诱导变形芯片结构示意图

（a）基于剪切诱导变形的变形性细胞术［91］；（b）实时变形性细胞术［26］；（c）多样本变形性细胞术［87］；（d）实时荧光和变形性细胞

术［93］。
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缺失血液中的中性粒细胞进行实时分选，分选纯度

达 到 89.7%， 表 达 CD66+/CD14- 的 细 胞 被 富 集

10倍。

基于流体剪切力诱导细胞变形的微流控细胞机

械性能检测方法可以达到数千 cells/min 的极高通

量。虽然相比于细胞挤压变形，剪切诱导变形受细

胞尺寸的影响较小，但由于流场中作用于细胞的应

力场会受到细胞尺寸与形状的影响，导致参数测量

存在误差，因而需要准确的建模方法来校准流道中

的流场，以获得更准确的细胞机械性能参数。

2.3 拉伸流诱导变形

除剪切流诱导细胞变形的高通量非接触检测技

术外，另一种检测方法采用拉伸流使细胞产生轴向

拉伸。该技术利用两股相同的流体在十字形流道处

汇聚形成的拉伸流场对细胞施加拉应力，细胞在拉

应力的作用下沿流场方向拉伸（图1j）。

与剪切力主导的水动力变形方法相比，拉应力

主导的细胞变形方式由于流道内流速更高，因而其

通量得到进一步提升。Gossett等［25］设计的检测芯

片利用两侧的蛇形流道使细胞惯性聚焦形成一列，

并逐一进入汇聚点处的拉伸流场（图7a）。细胞在

拉伸流场中产生的变形被高速摄像机记录并量化细

胞初始直径与变形量。在不考虑后期图像处理的情

况下，该方法能够以超过十万cells/min的速率获得

细胞的原始图像数据。在此基础上，Dudani等［100］

对流道结构进行改进，采用液压回路设计对细胞所

Fig. 7 The schematic of microfluidic stretch-induced deformation chip structure
图7 微流控拉伸诱导变形芯片结构示意图

（a）基于拉伸流的微流控变形性细胞检测技术［25］；（b）捏流拉伸方法的芯片结构［100］；（c）基于三维黏弹性粒子聚焦的细胞拉伸［101］；

（d）一种基于惯性聚焦的新型微流控细胞拉伸器［102］。（b）中上部的FD表示迪恩力，FL,s表示剪切诱导惯性升力，FL,w表示壁面诱导惯性升

力；下部的FP表示压力阻力，FP = 0.5rU 2CDAp，其中U为流体截面平均流速，CD为球体的阻力系数，Ap为球体的横截面积。Ub，Uc也为流体

截面平均流速。γ表示剪切速率，a表示细胞直径。
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受拉应力进行优化。细胞进入流道后首先经过蛇形

聚焦流道，之后流道分为3股，细胞由中间流道向

下游运动，而两侧流体形成高速夹流，在下游垂直

汇入中间流道，对细胞进行拉伸（图7b）。这种方

式避免了细胞长时间停留在拉伸流场，将检测通量

提高到近4百万cells/min。

虽然利用惯性微流控的蛇形流道聚焦可以将细

胞排列至流道宽度方向的单一位置，但细胞在流道

高度方向上并未实现单一位置聚焦，导致显微成像

系统不能获得高质量的细胞图像且细胞受力不均。

为克服上述问题，Cha等［101］引入黏弹性微流控技

术，黏弹性液体中细胞在惯性力和弹性力的协同作

用下在流道截面中心实现三维聚焦（图7c）。除利

用黏弹性溶液对细胞进行三维聚焦外，Deng等［102］

提出一种直流道中均布着一系列垂直排列的矩形障

碍物的芯片结构，实现了惯性流下的细胞三维聚

焦。在惯性升力的作用下，每个障碍物产生一对螺

旋二次流，将细胞引导到一个单一的平衡位置

（图7d）。

除细胞在特定时刻特定位置的变形外，细胞的

动态变形过程亦包含了大量信息。Masaeli 等［103］

从细胞在微流体拉伸流场中变形的过程中提取出

15个生物物理参数（包括细胞的尺寸和应变、基

于时间的变形和细胞形态学等），应用机器学习方

法处理 15维数据集，该技术可以对单个细胞进行

精确的分类，准确率超过95%。

相比于流体剪切力主导的细胞变形，细胞在十

字形流道中受到的应力更大。Armistead 等［104］通

过调整流体黏度及流速，分别测试了剪切主导与拉

伸主导下的细胞变形。研究结果表明，与高黏度、

低流速的环境相比，细胞在低黏度、高流速测得的

硬度更高。Urbanska等［105］对于两者的比较研究亦

证明了上述研究结论。这一差异产生的可能原因是

低应变下细胞骨架主导了细胞的变形性，而当细胞

承受高应变时，更硬的细胞核主导了细胞的力学

响应［19］。

虽然该方法的检测通量是目前微流控单细胞机

械性能检测技术中最高的，但高流速下对于细胞的

运动捕捉需要高性能的高速摄像机和大量的数据后

处理，检测成本较高。

3 结论与展望

细胞机械性能与细胞生理功能之间有着紧密的

联系，细胞迁移、分裂与分化等重要的生物过程以

及许多疾病的发生与发展都伴随着细胞机械性能的

改变。传统的单细胞机械性能检测技术的通量与流

式细胞术相比非常低，使其难以在大量异质细胞中

识别出少数感兴趣的稀有细胞，如在癌症病人的外

周血液中寻找稀有循环肿瘤细胞。近年来发展起来

的微流控技术给这一问题提供了解决方案，一些微

流控机械性能检测技术的通量达到甚至超过了流式

细胞术。然而，这些新兴技术仍面临着诸多问题亟

待解决。例如，各种方法的检测结果存在较大差

异，甚至同一类型的细胞使用不同方法测得的细胞

力学参数亦相差甚远。此外，需要昂贵的设备与复

杂的操作亦是微流控机械性能检测技术走向应用所

需解决的问题。

未来单细胞机械性能的检测势必会向着高通

量、自动化及集成化等方向发展以满足不同应用场

景的需求。高通量对于临床中疾病的快速筛查和诊

断具有非常重要的作用，特别是当样本细胞数量非

常庞大，达到数万甚至数百万个细胞时，高通量的

处理方法可以在短时间内得获得样本的测试结果，

以避免细胞在测量过程中发生潜在特性改变。缩减

检测过程中人工操作，实现检测过程的自动化不仅

可以省去在人员培训中所耗费的大量时间，同时也

可避免检测过程中可能存在的各种人为误差。检测

设备的小型化与集成化是这些检测方法实现市场化

应用需要解决的重要问题之一。

除了细胞机械性能检测本身外，细胞在水动力

作用下的变形亦有了新的应用方向。已有研究证

明，细胞的大变形伴随着细胞表面顺态孔的出现，

使加入细胞悬液的合成生物分子或功能性纳米材料

通过扩散与溶液交换将这些物质传递到细胞内

部［106-109］。相比于传统的电穿孔、脂肪分离或病毒

传导，这种方式成本更低、操作更简单［110］。

本文介绍了6种单细胞机械性能检测方法的物

理原理及最新研究进展，阐明了每种测量方法的优

缺点。未来，期望通过这些技术的不断改进与完

善，使其广泛应用于生物医学及临床诊断等领域，

为疾病诊断和生物学研究提供新的工具手段。
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Advances in Methods and Applications for The Detection of Single Cell
Mechanical Properties*

ZHANG Xiao-Zhe, XIANG Nan**, NI Zhong-Hua
(Jiangsu Key Laboratory of Micro/Nano Biomedical Device Design and Manufacture, School of Mechanical Engineering, Southeast University,

Nanjing 211189, China)

Abstract The cell mechanical properties are closely related to the physiological states and functions of cells.

Early studies on the cell mechanical properties could only provide the elasticity or shear modulus of the whole

cell population, which results in the loss of the mechanical phenotypes of the heterogeneous cells. In recent years,

new methods for the detection of single-cell mechanical properties have been widely reported. The conventional

technologies of atomic force microscopy, micropipette aspiration technology, optical tweezers and stretching,

magnetic twisting cytometry and magnetic tweezers exhibit a very high detection accuracy, but have a relatively

low detection throughput. The new emergence of microfluidic high-throughput detection methods could provide

the possible solution for increasing the throughput. This article firstly reviews typical single-cell mechanical

property detection techniques such as atomic force microscopy, micropipettes, optical tweezers and optical

stretching, magnetic twisting cytometry and magnetic tweezers. Next, the working principles and the recent

progresses of the newly emerging microfluidic high-throughput detection technologies, including micro-

constrictions, shear-induced and stretch-induced cell deformation, are introduced. Then, the advantages and

disadvantages of each method are discussed. Finally, the prospects for future development in the detection of

single cell mechanical properties are also discussed.
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