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摘要 目的 细胞力学特性在细胞生理病理活动过程中起着重要的调控作用，开展细胞力学特性研究对于揭示生命活动内

在规律具有重要意义。原子力显微镜（AFM）的发明为单细胞力学特性表征提供了新的强大工具，基于AFM压痕分析的细

胞力学特性探测已成为生命科学领域的重要研究方法，为单细胞行为研究带来了大量新认识。然而，现有基于AFM的细胞

力学特性研究主要集中在静态溶液环境，而癌细胞在体内转移过程中处于脉管系统的动态液流环境下，因此现有的测量结

果无法完全反映溶液流动环境下的癌细胞真实生理行为，特别是目前对于肿瘤转移过程中液流环境与癌细胞之间相互作用

的力学机制的认知还十分有限。本文通过将AFM与液流控制技术结合建立了溶液流动环境下的细胞力学特性测量方法。

方法 基于两侧开口培养皿并结合注射泵/抽取泵液流控制搭建细胞培养基动态液流系统，并将其分别与AFM及光学倒置显

微镜进行集成。选取MCF-7（人乳腺癌细胞）和HGC-27（人未分化胃癌细胞）两种癌细胞进行实验。利用细胞培养基动态

液流系统培养细胞并分析溶液流速以及流动时间对细胞生长及力学特性的影响。在光学显微镜导引下控制AFM对培养基静

态/流动环境下生长的细胞进行压痕实验以获取力曲线，并利用Hertz-Sneddon模型对力曲线进行分析得到细胞杨氏模量。利

用荧光染色试剂分析溶液流动环境对细胞活性及细胞骨架蛋白的影响。结果 首先分析了溶液流动环境对细胞生长的影响，

实验结果表明，与静态培养环境相比，培养基动态液流环境可更好地促进细胞生长。随后分别对静态和流动环境下生长的

癌细胞力学特性进行了测量，结果表明当癌细胞生长环境由静态变为动态后细胞的杨氏模量显著减小，且溶液流动环境会

导致细胞骨架结构的变化，显示了溶液流动环境对癌细胞力学特性的显著影响。结论 将AFM与液流控制技术结合可对溶

液流动环境下的单细胞力学特性进行探测，为研究溶液流动环境与癌细胞之间的相互作用提供了新的方法和思路。
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开展溶液流动环境下的细胞力学特性研究对于

揭示癌症等重大疾病的内在机制具有重要科学意

义。最新的统计数据显示 2020年全球癌症新发病

例 1 930 万，死亡病例 1 000 万［1］，其中中国癌症

新增病例数（457万）和死亡病例数（300万）均

位居全球第一［2］。癌症已成为人类生命健康的重

要威胁，阐明癌症发生发展及演变过程的内在机理

对于癌症的临床诊疗及防控具有关键性的作用。转

移是导致癌症患者死亡的最主要原因（>90%）［3］。

过去的数十年中，研究人员针对转移癌症的发病机

制及其临床治疗开展了大量研究，如肿瘤转移分子

机制［4］、上皮间质转化［5］、癌症相关成纤维细

胞［6］、肿瘤基质［7］、转移癌症靶向治疗［8］等，增

加了人们对转移癌症的认识，但整体而言目前人们

对癌症转移内在机理的了解，特别是在癌细胞与体

液流动环境之间的相互作用方面，仍然极其有限。

体液流动环境及其力学特性在肿瘤的生长、进展、

转移及治疗过程中起着重要的调控作用［9］。在癌

症转移过程中，癌细胞处于多种不同类型的体液微
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环境中（如癌细胞在细胞外基质中运动时处于组织

液微环境中，癌细胞在血管/淋巴管中运动时处于

血液/淋巴液微环境中［10］），癌细胞与体液微环境

之间的相互作用对于癌细胞的最终转移及增殖具有

重要影响［11］。特别是，近年来对肿瘤发生及转移

过程中癌细胞力学特性进行的研究结果表明了正常

细胞与良性肿瘤细胞及侵袭性肿瘤细胞之间力学特

性的显著差异［12-15］，显示了细胞力学特性对癌细胞

生理行为的重要指示作用。因此，对溶液流动环境

下的细胞力学特性进行研究有助于揭示肿瘤转移过

程中癌细胞与体液微环境之间相互作用的力学

机制。

原子力显微镜（AFM）的发明为细胞力学特

性研究提供了新的强大工具。AFM可以直接在溶

液环境下以前所未有的时空分辨率（纳米级空间分

辨率、毫秒级时间分辨率）［16］对活体状态生物样

本的表面形貌结构进行免标记成像。特别是，通过

控制AFM探针在细胞表面进行压痕实验并对压痕

实验过程中获取的力曲线进行分析，AFM可以对

细胞力学特性进行定量探测［17］。此外，近年来还

出现了基于力曲线的 AFM 峰值力轻敲（PFT）多

参数成像模式，可以同步快速获取单个活细胞的形

貌图和力学特性图［18-21］，极大地提升了AFM在细

胞力学特性探测方面的能力。与光镊、磁镊等其他

单细胞力学特性探测方法相比，AFM具有独特的

优势。光镊导致的介质热效应会对细胞生理活动造

成损伤，磁镊则需要预先对细胞进行磁性颗粒标

记［22］。与光镊、磁镊相比，AFM无需预先对细胞

进行任何处理且可以在生理环境下对活体状态的细

胞进行无损探测，因此AFM已成为微纳尺度生物

样本力学特性探测与表征的标准方法之一［23-25］，在

生命科学域得到了广泛应用，为细胞和分子生物学

带来了大量新的认识［26］。过去的数十年中，研究

人员利用AFM对癌细胞的力学特性开展了广泛的

研究［13-14，27-31］，极大地增加了人们对癌细胞生理行

为的认识。然而需要指出的是，现有基于AFM的

癌 细 胞 力 学 特 性 研 究 集 中 在 静 态 溶 液 环

境［13-14，27-31］，忽略了溶液流动环境对癌细胞力学特

性的影响，测量结果无法反映完全反映癌细胞转移

过程中的力学特性。

针对上述问题，本文通过将液流控制技术和

AFM结合，实现了溶液流动环境下的细胞力学特

性测量。基于液流控制技术构建了细胞培养基动态

液流系统并实现了溶液流动环境下的细胞培养，在

此基础上通过将培养基动态液流系统和AFM结合

实现了溶液流动环境下的细胞力学特性测量，实验

结果揭示了溶液流动环境对癌细胞力学特性的显著

影响。研究结果为研究肿瘤转移过程中癌细胞与体

液微环境之间的相互作用提供了新的方法和思路，

对于生命科学领域具有广泛的基础意义。

1 材料与方法

1.1 细胞培养

实验所用的MCF-7（人乳腺癌细胞）和HGC-27

（人未分化胃癌细胞）购自中国科学院细胞库（上

海）。细胞培养基 （DMEM 高糖培养液、RPMI-

1640）以及磷酸盐缓冲液（PBS）购自上海典瑞生

物科技有限公司，胎牛血清购自美国Thermo Fisher

公司，青霉素-链霉素溶液购自美国Hyclone公司，

多聚赖氨酸、抗荧光衰减封片剂购自北京索莱宝科

技有限公司。细胞荧光染色相关试剂，包括钙黄绿

素 （Calcein-AM）、碘化丙啶 （propidium iodide，

PI）、肌动蛋白红色荧光探针（Actin-Tracker Red-

555）、4%多聚甲醛固定液等，均购自上海碧云天

生物技术有限公司。MCF-7 细胞在含有 10% 胎牛

血清和 1%青霉素-链霉素溶液的DMEM培养基中

培养，HGC-27 细胞在含有 10% 的胎牛血清和 1%

的青霉素-链霉素溶液的RPMI-1640培养。所有细

胞均接种在培养皿中，并置于细胞培养箱（美国

Thermo Fisher 公司） 中培养 （37℃， 5% CO2，

95%空气）。

1.2 样本制作

利用去离子水（德国 Milli-Q）将多聚赖氨酸

原液稀释 10倍，随后将干净的盖玻片置于稀释后

的多聚赖氨酸溶液中室温孵育30 min。孵育完成后

将盖玻片置于生物安全柜（美国 Thermo Fisher 公

司）内并利用生物安全柜的紫外灯对盖玻片进行杀

菌处理 24 h。将灭菌处理后的盖玻片置于培养皿

中，随后在细胞传代时将细胞悬浮液滴至盖玻片上

并静置 5 min。随后往培养皿中加入培养基，并将

培养皿置于细胞培养箱中培养。当细胞在盖玻片表

面贴壁生长至 80%~90%时即可将盖玻片置于动态

液流细胞培养装置（图1a）进行实验。

1.3 培养基动态液流细胞培养装置搭建

溶液流动环境下的细胞力学特性测量系统（图

1b） 由 AFM （Dimension Icon，美国 Bruker 公司）

和培养基动态液流细胞培养装置构成。利用液流控

制技术搭建培养基动态液流细胞培养装置，主要包
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括注射泵（F6双道微量注射泵，浙江史密斯医学

仪器有限公司）、抽取泵（LSP02-1B，兰格恒流泵

有限公司）、医用注射器（50 ml）、医用微量泵延

长管（直径2 mm）、加温器（深圳博远太和科技有

限公司）、三通旋塞、侧面开孔的培养皿（底面直

径 30 mm，高 3 mm） 和盖玻片 （长 20 mm，宽

20 mm，厚0.2 mm）等。侧面开孔培养皿通过在培

养皿对称两侧利用电烙铁穿孔（孔径为 2 mm）制

作而成，随后将侧面开孔培养皿与微量泵延长管通

过橡胶黏合剂连接。与注射泵相连的微量泵延长管

置于加温器的卡槽中，加温器的作用是对微量泵延

长管中的细胞培养基进行预热。三通旋塞的作用是

使双通道注射泵实现连续注射。注射泵以一定的流

速 （0.1~1 200 ml/h） 向侧面开孔培养皿内注入

DMEM 或者 RPMI-1640 培养基，与此同时抽取泵

以相同的流速在侧面开孔培养皿的另一侧抽取培养

基，使侧面开孔培养皿中形成连续稳定的培养基动

态液流环境，以此来模拟细胞所处的液流环境。为

了研究培养基动态流动环境对细胞生长的影响，将

培养基动态液流细胞培养装置搭建在光学倒置显微

镜（Eclipse Ti，日本Nikon公司）上（图1c）并对

细胞生长情况进行连续观测。该显微镜拥有加热板

可对侧面开孔培养皿进行加热以维持细胞生长所需

的37℃环境。

1.4 溶液流动环境下AFM细胞力学特性测量

利用AFM对培养基动态液流环境下培养下的

细胞的力学特性进行测量。所采用的 AFM 探针

（图 1bIII， IV） 型号为 MLCT-C （美国 Bruker 公

司），探针悬臂梁的标准弹簧系数为 0.01 N/m，探

针材料为氮化硅，针尖曲率半径为20 nm。在光学

AFM
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Fig. 1 Experimental platform of measuring cell mechanics in fluidic environments based on AFM
(a) Schematic of measuring the mechanical properties of cells in fluidic environments. (b) Actual photograph of the experimental platform. (I) Whole

system. (II) Local optical image showing the combination of AFM and fluidic medium device. (III, IV) AFM probe is controlled to measure single

living MCF-7 cells (III) or HGC-27 cells (IV) under the guidance of optical microscope. (c) The fluidic medium device set up on an inverted optical

microscope.
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显微镜导引下控制AFM探针移动到细胞进行压痕

实验并在细胞表面获取力曲线。为保证测量数据之

间的可比性，力曲线采集时的所有参数保持一致：

力曲线范围为 2 μm，探针逼近速度为 4 μm/s，力

曲线采样点数为 256。在细胞表面获取力曲线之

前，通过控制AFM探针在盖玻片空白区域获取力

曲线来校准探针悬臂梁的偏转灵敏度并通过AFM

的热噪声模块校准精确悬臂梁的弹簧系数。

测量动态液流条件下的细胞力学特性时，首先

将接种有细胞的盖玻片置于动态培养装置中，在光

学显微镜导引下控制AFM探针对盖玻片中心附近

的10个细胞进行测量并获取力曲线（0 h），在每个

细胞表面获取 20条力曲线。测量完成之后，启动

注射泵和抽取泵以使培养液以一定的流速 （30、

60、120 ml/h）持续流经盖玻片一定时间（1、2、

3、4 h）后停止溶液流动。随后控制 AFM 探针再

次对盖玻片中心附近的 10个细胞进行测量并获取

力曲线（每个细胞表面获取20条力曲线）。

作为对照组，利用AFM对静态溶液培养下的

细胞力学特性进行测量。将接种有细胞的盖玻片置

于普通培养皿中并控制AFM探针在盖玻片中心附

近对10个细胞进行测量以获取力曲线（0 h）。随后

将含有细胞的普通培养皿置于光学倒置显微镜的加

热板中静态培养一定时间（1、2、3、4 h）。培养

结束后将培养皿置于AFM样本台，利用AFM再次

对盖玻片中心附近的 10 个细胞进行测量获取力

曲线。

1.5 数据分析

通过对AFM压痕实验过程中获取的力曲线进

行分析以提取细胞杨氏模量。原始力曲线包括逼近

曲线和回退曲线（图2a）。通常对逼近曲线分析得

到细胞杨氏模量［32］，而回退曲线则主要用于分析

细胞黏附特性。首先需要确定逼近曲线的接触点。

在逼近曲线上，接触区域内的方差将比非接触区域

内的方差大得多，因此可通过遍历逼近曲线上所有

的点的右侧小间隔N上的方差与左侧小间隔N上方

差的比值（ROV）来确定接触点，即ROV取最大

值的点［33］：

ROVi = var (di + 1:di + N )var (di - N:di - 1 ) (1)

本文通过编写 Matlab （美国 Mathworks 公司）

程序实现接触点自动选择（N值设为10）并同时与

人工识别结合以确定接触点。根据接触点（图2b）

将逼近曲线转化为压痕曲线（图 2c）后（压痕深

度等于探针垂直方向位置变化量减去探针悬臂梁形

变量），利用Hertz-Sneddon模型对压痕曲线进行拟

合（图 2d）即可得到细胞杨氏模量（Hertz模型适

用 于 球 形 针 尖 而 Sneddon 模 型 适 用 于 锥 形

针尖）［31］：

FHertz = 4ER
1 2 δ1.5

3(1 - v2 ) (2)

FSneddon = 2Eδ
2 tanθ

π(1 - v2 ) (3)

式中F为探针加载力，E为样本的杨氏模量，R为

球形针尖半径，θ为锥形针尖半开角，δ为压痕深

度，υ为被测样本的泊松比（一般认为活细胞为不

可压缩材料，因此活细胞的泊松比为0.5）。本文使

用的探针针尖形状为锥形，因此采用Sneddon模型

公式对力曲线进行分析。根据胡克定律计算探针加

载力：

F = kx (4)

式中 k 为探针悬臂梁的弹性系数，通过 AFM 热噪

声模块校正得到，x为探针悬臂梁的形变量，从获

取的力曲线得到。对压痕曲线的 Hertz-Sneddon 拟

合过程通过编写的Matlab程序实现。

使用数据统计分析软件GraphPad Prism （美国

GraphPad Software 公司）对初始状态（0 h）以及

在培养基动态液流环境下生长一定时间（1、2、3、

4 h）后的细胞杨氏模量数据进行 t检验分析以评估

两组数据之间的显著性差异，P值<0.05即说明数

据之间具有显著性差异。

1.6 荧光显微成像

利用细胞活性荧光检测试剂（Calcein 对活细

胞进行染色，PI对死细胞进行染色）分析动态液流

环境对细胞生长增殖的影响。对于动态液流环境下

生长8 h后的细胞（细胞生长在载玻片表面），首先

利用PBS清洗细胞，随后将含有Calcein和PI的染

色液滴加至细胞并于室温下避光孵育20 min。孵育

完成后将载玻片置于光学倒置显微镜（Eclipse Ti，

日本 Nikon 公司） 上获取细胞荧光图像。作为对

照，利用Calcein和PI染色液对静态环境下生长8 h

的细胞进行荧光染色成像。

利用细胞骨架染色试剂并结合共聚焦荧光显微

镜分析动态液流环境对细胞结构的影响，实验步骤

如下：a. 利用PBS溶液洗涤盖玻片细胞样本 2次，

随后向样品中加入多聚甲醛固定液对细胞进行化学

固定20 min；b. 化学固定完毕后再次利用PBS溶液

洗涤细胞样本3次（5 min/次）；c. 取5 μl细胞骨架
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荧光试剂 （Actin-Tracker Red-555） 并利用 1 ml

PBS对其进行稀释；d. 取稀释后的荧光试剂溶液对

化学固定后的细胞进行染色，并置于室温下避光孵

育60 min；e. 使用抗荧光衰减封片剂将细胞盖玻片

与干净载玻片黏结在一起，随后将细胞样本置于转

盘共聚焦显微镜（日本Nikon公司）样本台并利用

60倍油镜对细胞骨架结构进行观察成像。

2 结果与讨论

首先构建了培养基动态液流系统并分析了溶液

流动环境对细胞生长的影响。为了测试所搭建的培

养基动态液流系统 （图 1b），将 1.5 ml 黑色墨水

（得力集团有限公司）添加至动态液流装置的培养

皿中并将 PBS 加入至注射泵，设定不同流速启动

注射泵和抽取泵后对培养皿内的溶液进行连续成像

（图3）。可以看到初始状态时（0 min）培养皿中的

溶液为黑色，而当启动注射泵和抽取泵后，注射泵

中无色透明的 PBS 被快速注入到培养皿中（黄色

箭头指示），与此同时培养皿中的黑色溶液逐步被

转运至抽取泵中 （蓝色箭头指示）。当流速为

30 ml/h时，注射泵和抽取泵运行 10 min后，培养

皿中的黑色溶液残留非常微弱（图3a）。当流速增

加时，则将培养皿中黑色溶液排尽所需的时间随之

显著缩短（图 3b，c），显示了所搭建动态液流系

统的有效性。随后将生长有MCF-7细胞的盖玻片

置于干净灭菌的培养基动态液流系统的培养皿中，

在30 ml/h流速下生长8 h。作为对照，将MCF-7细

胞盖玻片置于光学倒置显微镜加热板（图 1c）在

静态培养基条件下培养8 h。可以看到静态培养8 h

后，细胞数量显著减少（图4a），而动态液流环境

下生长的细胞数量显著增加（图4b）。进一步利用

荧光试剂分别对培养基静态环境下和培养基动态环

境下（30 ml/h流速）生长8 h后的MCF-7细胞活性

进行检测分析（图 5）。可以看到培养基动态环境

下生长 8 h 后细胞具有活性 （绿色荧光指示活细

胞），与此同时培养基静态环境下生长8 h后的死细

Fig. 2 AFM probe is controlled to perform indentation assay on a MCF-7 cell to record force curves for measuring cellular
Young’s modulus

(a) A typical force curve recorded on the cell during AFM indentation assay. (b) Automatically identifying the contact point in the approach curve by

calculating the ratio of variances (ROV) of the points in the approach curve. (c) Converting the approach curve into the indentation curve according to

the contact point. (d) Fitting the indentation curve with Sneddon model gives the cellular Young’s modulus.
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Fig. 3 Dynamic optical imaging of the fluidic medium device with different flow rates
PBS is injected into the dish which is previously filled with black ink. (a) Flow rate 30 ml/h. (b) Flow rate 60 ml/h. (c) Flow rate 120 ml/h.

Fig. 4 Comparison of MCF-7 cells grown in static culture medium and in fluidic culture medium respectively
Successive images of cells grown in static or fluidic culture medium are recorded by optical microscopy. (a) MCF-7 cells grown in static culture

medium. (b) MCF-7 cells grown in fluidic culture medium (the flow rate is 30 ml/h). (I) Initial states (0 h) of cells; (II) 4 h after cell growth; (III) 8 h

after cell growth.
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胞数量显著多于培养基动态环境下生长的死细胞数

量（红色荧光指示死细胞）。图4和图5的实验结果

表明了培养基动态环境更有助于细胞生长增殖。分

析其原因，动态液流环境能够将细胞生长过程中产

生的代谢物及时排出并可提供持续的细胞生长所需

的营养条件，因此更能促进细胞生长。

随后将培养基动态液流系统和AFM结合建立

了溶液流动环境下的细胞力学特性测量流程。通过

将培养基动态液流系统搭建在AFM样品台上（图

1b），控制AFM探针对两侧开孔培养皿中的细胞进

行压痕实验（图 1bIII，IV）并获取力曲线，应用

理论模型对获取的力曲线进行分析即可得到细胞杨

氏模量 （图 2）。需要指出的是，除了 Hertz-

Sneddon模型，还有多种模型可以从力曲线中提取

细胞杨氏模量，如 Johnson-Kendall-Roberts （JKR）

模型和 Derjaguin-Muller-Toporov （DMT） 模型，

但在实际中Hertz-Sneddon模型是应用得最广泛的

模型［34-35］。需要指出的是，Hertz-Sneddon 模型基

于一系列对被探测样本的假设，包括各向同性、均

质、无限厚等［36］。尽管活细胞并不符合 Hertz-

Sneddon模型的假设条件，但研究表明当压痕深度

小于细胞厚度 10% 时，Hertz-Sneddon 模型仍然适

用［37-38］。利用Sneddon模型对压痕曲线进行拟合的

结果（图2d）显示，实验压痕曲线和Sneddon理论

压痕曲线吻合，表明了Sneddon模型的有效性。目

前AFM压痕分析方法已经被广泛应用于探测细胞

力学特性，但现有利用AFM对细胞力学特性进行

的研究还集中在静态溶液环境［39-41］，利用AFM对

溶液流动环境下的细胞力学特性进行探测的研究还

不多见。本文通过将培养基动态液流系统与AFM

结合实现了对溶液流动环境下细胞力学特性的探

测，为液流环境下的单细胞力学行为研究提供了新

的可能。

基于所建立的方法揭示了溶液流动环境对癌细

胞力学特性的影响。首先对培养基静态环境下生长

4 h 的 MCF-7 细胞的杨氏模量进行连续测量

（图 6）。图 6 （a~e） 分别为 0、1、2、3、4 h 在

MCF-7细胞表面获取的典型力曲线及Sneddon拟合

结果，图 6f为细胞杨氏模量变化统计结果。可以

看到MCF-7细胞在静态环境下生长时细胞杨氏模

量首先呈现上升的趋势（0~2 h），当细胞生长 3 h

时细胞杨氏模量下降，而当细胞生长4 h时细胞杨

氏模量再次上升。与初始状态（0 h）相比，在静

态环境下生长 4 h 的 MCF-7 细胞杨氏模量显著增

加。随后对培养基溶液流动环境下生长的 MCF-7

细胞杨氏模量变化进行探测，分别对不同流速（30、

60、120 ml/h） 下生长的 MCF-7 细胞进行测量

（图7）。为了消除细胞传代批次差异对测量结果的

影响，进行了 12组独立实验。对于每组实验，在

将生长有MCF-7细胞的盖玻片置于培养基动态流

动装置中时，首先对MCF-7细胞的杨氏模量进行

测量（0 h），随后启动注射泵和抽取泵，并在一定

的流速 （30、60、120 ml/h） 下培养一定时间后

（1、2、3、4 h）再次对MCF-7细胞的杨氏模量进

行测量。从图7可以看到在培养基溶液流动环境下

培养的MCF-7细胞的杨氏模量均呈现下降的趋势，

Fig. 5 Detecting the viability of MCF-7 cells grown in
static culture medium and in fluidic culture medium

respectively
(a) Staining results of cells grown in static culture medium for 8 h.

(b) Staining results of cells grown in fluidic culture medium (the flow

rate is 30 ml/h) for 8 h. (I) Living cell stained by Calcein fluorescein.

(II) Dead cell stained by PI fluorescein.
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特别是当流速增加时，细胞杨氏模量下降的趋势更

为明显。考虑到细胞骨架在细胞机械方面起着重要

的调控作用［42］，通过对细胞肌动蛋白进行染色分

析溶液流动环境对细胞结构的影响（图 8）。可以

看到初始状态时（图 8a）细胞微丝骨架分布不规

则，而当在溶液流动环境下生长 4 h后细胞的微丝

骨架呈现线性分布（图8b），表明了溶液流动环境

对细胞骨架排列的影响。进一步利用所建立的方法

分别对静态环境和流动环境下生长的HGC-27细胞

杨氏模量变化情况进行测量 （图 9）。可以看到，

静态条件下生长的HGC-27细胞杨氏模量首先呈现

下降的趋势（0~3 h），而当细胞生长 4 h时细胞杨

氏模量显著增加（图 9a）。与初始状态（0 h）相

比，在静态环境下生长 4 h的HGC-27细胞杨氏模

量无明显差异。当HGC-27细胞在溶液流动环境下

生长时，细胞杨氏模量均呈现明显下降的趋势（图

9b~e）。综合图 6、7、9的实验结果，可以看到当

癌细胞在静态环境下生长时，不同类型的癌细胞的

Fig. 6 Successive measurements of the Young’s modulus of MCF-7 cells grown in static culture medium by AFM
(a-e) Typical force curves and corresponding Sneddon fitting curves obtained at different time points (0 h (a), 1 h (b), 2 h (c), 3 h (d), 4 h (e)) within

4 h of cell growth. (f) Statistical results.
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Fig. 7 Measuring the Young’s modulus of MCF-7 cells grown in fluidic culture medium by AFM
MCF-7 cells were grown at different medium flow rates (30 ml/h (a), 60 ml/h (b), 120 ml/h (c)) for a period of time (1 h (I), 2 h (II), 3 h (III),

4 h (IV)), and then the cellular Young’s modulus values before and after growth were measured (n=10, **P<0.01; ***P<0.001;****P<0.000 1).

Fig. 8 Confocal fluorescence microscopy images showing the actin organization changes of MCF-7 cells during growth for
4 h in fluidic culture medium（the flow rate is 30 ml/h）

(a) Initial states (0 h) of cells. (b) Cells after growth in fluidic culture medium for 4 h.
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杨氏模量变化具有差异性，而当癌细胞在动态环境

下生长时，细胞杨氏模量均呈现显著下降的趋势，

且溶液流速增加会导致细胞杨氏模量变化更明显。

在肿瘤转移过程中，从原发灶部位脱离的癌细

胞需要穿过细胞外基质进入血管或者淋巴管，随着

血液或者淋巴液到达转移部位，并需要在血液或淋

巴液的液流环境下生存下来以便最终穿出血管或者

淋巴管进入转移部位进行增殖［43］。脉管系统体液

流动微环境在癌细胞的转移过程中起着重要的调控

作用［11］，然而由于缺乏合适的观测工具，目前对

于溶液流动环境下的细胞力学特性行为的认知还十

分有限。事实上研究人员利用AFM对不同侵袭能

力癌细胞的力学特性进行测量的结果表明侵袭性癌

细胞的杨氏模量要明显小于惰性癌细胞的杨氏模

量［14，44-45］。本文的测量结果（图 6、7、9）显示，

当癌细胞置于培养基流动环境下生长时，癌细胞的

杨氏模量会明显下降，显示了液流环境对癌细胞力

学特性的显著影响。2017 年 Oliveira 等［46］利用开

放式微流控芯片技术研究了培养基溶液流动环境

（流 速 范 围 为 30~180 ml/h） 下 的 成 肌 细 胞

（C2C12）生长分化情况，显示了溶液流动环境对

细胞分化的影响。本文通过构建细胞培养基动态液

流系统并与 AFM 结合探测了不同培养基流速下

（30、60、120 ml/h）的癌细胞杨氏模量变化情况，

实验结果（图6、7、9）显示了溶液流动环境对细

胞杨氏模量的显著影响。与此同时，对溶液流动环

境下生长的细胞骨架蛋白进行共聚焦成像，结果显

示在溶液流动环境下生长的细胞微丝骨架呈现明显

的线性分布（图 8），显示了溶液流动环境对细胞

骨架的影响。以往的研究［47-48］表明，微丝骨架对

于细胞力学特性具有重要影响，微丝骨架的重排会

导致细胞力学特性的相应变化。本文的研究显示当

癌细胞在培养基流动环境下生长时，其细胞骨架和

力学特性均会发生显著变化，显示了溶液流动环境

与细胞结构及力学特性之间的关联，为液流环境下

癌细胞的力学行为提供了新的认识。

基于AFM的溶液流动环境下细胞力学特性探

测将对于生命科学领域具有广泛的积极意义。体液

流动微环境在肿瘤的发生发展及演变和临床治疗过

程中（如肿瘤血管生成［49］、肿瘤药物递送［50］、肿

瘤内部血流时间变化［51］、血脑屏障以及血肿瘤屏

障［52］等）起着重要的作用，研究溶液流动环境与

癌细胞之间的相互作用对于揭示肿瘤活动内在机制

具有重要意义。AFM目前被广泛应用于单细胞力

学特性研究，但利用AFM对溶液流动环境下的细

胞力学特性进行探测的研究还未见报道。本文利用

Fig. 9 Measuring the Young’s modulus of HGC-27 cells grown in static or fluidic culture medium by AFM
(a) Young’s modulus changes of cells grown in static culture medium for 4 h. (b-e) Young’s modulus changes of cells grown in fluidic culture

medium (the flow rate is 30 ml/h) for different time periods (1 h (b), 2 h (c), 3 h (d), 4 h (e)). (n=10, ***P<0.001; ****P<0.000 1).
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注射泵/抽取泵液流控制技术构建了培养基动态液

流系统并将其与AFM集成，实现了溶液流动环境

下细胞力学特性的定量测量，对静态和动态环境下

生长的癌细胞进行探测的实验结果显示了培养基溶

液流动环境会显著影响细胞力学特性和骨架结构，

证明了AFM探测溶液流动环境下细胞力学特性的

能力，为溶液流动环境下细胞力学行为研究提供了

新的方法。体液循环系统在人体生命活动过程中起

着重要作用，如血液将氧气、营养物质、激素等运

送到全身各处组织器官以维持生命活动运转［53］。

特别是细胞在生命活动过程中会分泌各种物质（如

外泌体） 至体液中循环以调节生理病理活动过

程［54］。因此本文所发展的溶液流动环境下细胞力

学特性探测方法不仅有助于研究癌细胞流变力学行

为，还可广泛应用于生命科学领域相关科学问题的

研究。

3 结 论

本文提出了基于AFM的溶液流动环境下细胞

力学特性测量方法，揭示了溶液流动环境对癌细胞

力学特性的显著影响，为单细胞流变力学行为研究

提供了新的方法，对于探索发现生命活动内在奥秘

机制具有广泛积极意义。
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Abstract Objective Cell mechanics plays an important role in regulating cellular physiological and
pathological processes and investigating cell mechanics is meaningful for revealing the underlying mechanisms
guiding life activities. The advent of atomic force microscopy (AFM) provides a novel powerful tool for single-
cell studies and AFM-based indentation assay has become an important method for characterizing cell mechanics
in the field of life sciences, yielding numerous new insights into single-cell behaviors. However, current studies of
cell mechanics by AFM are commonly performed in static environment, while cancerous cells are in flow
environment of vascular fluids during tumor metastasis, and thus the results obtained in static environment cannot
completely reflect the real behaviors of cancerous cells in fluidic condition. Particularly, so far knowledge of the
mechanical mechanisms guiding the interactions between fluidic microenvironment and cancerous cells in the
process of tumor metastasis is still limited. Here, based on AFM, a method allowing measuring the mechanical
properties of single cells in fluidic environments is developed. Methods A fluidic cell culture medium device
was established on a petri dish with openings on both sides with the use of an injection pump and an extraction
pump. The fluidic cell culture medium device was integrated with AFM to measure the mechanical properties of
cells in fluidic environments. The fluidic cell culture medium device was also integrated with inverted optical
microscope which had a heating plate to observe the growth states of cells in fluidic environments. MCF-7 cells
(human breast cancer cell) and HGC-27 cells (human gastric undifferentiated carcinoma cell) were used for the
experiments. The fluidic cell culture medium device was used to grow cells to examine the effects of medium
flow rate and flow time on cell proliferation and cell mechanics. Under the guidance of optical microscopy, AFM
probe was moved to cells grown in static culture medium or fluidic culture medium to perform indentation assay
to record force curves, and then Hertz-Sneddon model was applied to analyze the force curves to obtain the
Young’s modulus of cells. Calcein fluorescein was used to stain live cells and PI fluorescein was used to stain
dead cells. The cytoskeleton changes of MCF-7 cells after growth in fluidic culture medium were observed by
confocal fluorescence microscopy. Results The effects of fluidic culture medium on the growth of cells were
firstly analyzed. Experimental results on cell growth show that cell culture medium fluidic environment could
better promote cell growth and proliferation compared with cell culture medium static environment. Then the
mechanical properties of cells grown in static culture medium and fluidic culture medium were measured
respectively. Experimental results show that, when the growth condition of cancerous cells changed from static to
fluidic, the Young’s modulus of cancerous cells decreased significantly and cytoskeletons reorganized, indicating
the influence of fluidic environment on the mechanics of cancerous cells. Conclusion Combining AFM with
fluidic control techniques allows detecting the mechanical properties of single cells grown in fluidic
environments, providing a novel way to investigate the mechanical cues involved in the interactions between
fluidic microenvironments and cancerous cells during tumor metastasis.

Key words atomic force microscopy, fluidic environment, tumor metastasis, cell, mechanical properties,
Young’s modulus
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