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摘要

DNA不仅是生命遗传信息的载体，而且是一种高度可编程和自组装的纳米材料。不同的DNA结构与其
生物学和化学功能有关。因此，了解各种DNA结构的物理和化学性质在生物学和纳米化学中具有重要
意义。然而，群体分子实验忽略了溶液中DNA结构的异质性。单分子分析方法是观察单个分子的行为
和探测自由能态的高异质性的有力工具。本文介绍了单分子检测和操纵等单分子分析方法，并讨论了这
些方法如何用于测量单/双链DNA（ss/dsDNA）、DNA高阶结构和DNA纳米结构的分子性质。最后，将
DNA纳米技术和单分子分析方法进行结合以了解DNA和其他生物物质、软物质的生物物理特性。
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1. 引言

在生物和化学研究中，传统的生化群体分子实验已被

广泛用于揭示生物大分子，如DNA、RNA和蛋白质的分

子特性、功能和机制[1‒4]。然而，由于群体分子实验忽

略了分子之间的个体差异，因此只提供了一个平均值。为

了全面了解分子的性质和机制，已经研发出单分子分析的

方法。这些方法是分析和研究高异质性体系中分子的有力

工具。单分子分析方法一般包括单分子检测方法和单分子

操纵方法。具体来说，单分子检测技术[即单分子荧光[5]、

纳米孔[6]、单分子超分辨率（SM-SR）显微镜[7]等]可用

于实时观察和跟踪生物分子在荧光变化时不同状态之间的

快速转变过程；而单分子操纵技术[即磁镊[8]、光镊[9]和

原子力显微镜（AFM）[10] ]可以用来直接操纵分子，以

检测分子在拉力作用下的动态过程。对生物分子施加的力

可以降低构象转变能垒，加速构象转变速率，缩短检测时

间。单分子操纵的另一个好处是可以模拟在体内产生的

力，从而确定和量化力对生理和病理过程的影响[11‒12]。

因此，单分子分析方法通过分析DNA等单个生物大分子

的动力学和热力学信息，揭示生化或生物物理反应的精确

动力学。

DNA作为一种基本的体内生物大分子，在遗传信息

的存储中发挥着至关重要的作用。基于碱基对之间的相互

作用，DNA链形成了DNA分子的特殊空间结构，影响了
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DNA的功能。这些DNA空间结构通常根据DNA结构的

复杂性进行分类（图 1）。根据Watson-Crick碱基对原理，

在体内，由于 A-T 和 C-G 之间的相互作用，单链 DNA

（ssDNA）寡核苷酸（一级结构）形成双链 DNA（dsD‐

NA）螺旋[13]。DNA链也可以通过链间或链内相互作用

形成更特殊的空间结构[19]，如G-四链体（G4）[14]、i-

基序（i-motif） [15]、三链或四链连接[16‒17]和三螺旋

[18]。这些结构被称为DNA二级结构。DNA也可以形成

三级结构，如超螺旋DNA [20]和核小体DNA [21]。除了

这些与生物功能相关的结构外，DNA还可以形成人工高

阶纳米结构，如DNA折纸和DNA“砖块”[22‒25]。上述

的DNA结构具有不同的化学和物理性质。检测DNA结构

的性质对于理解DNA的生物或化学功能是很重要的。

迄今为止，已经发展了许多方法来检测不同的DNA

结构。基于DNA的光学活性，利用紫外（UV）-可见光

谱[26‒28]和圆二色性（CD）光谱[29‒31]检测DNA的构

象变化及其与配体的相互作用 [32]。此外，核磁共振

（NMR）、X射线衍射和低温电子显微镜（cryo-EM）技术

经常被用于确定DNA的静态或动态结构[29,33‒34]。为了

检测更大尺寸的静态 DNA 纳米结构，透射电子显微镜

（TEM）和AFM被用于观察形状和形态。在过去的 20年

里，单分子分析方法为DNA结构的化学和物理性质的测

量提供了新的见解。

本文将DNA结构分为一级、二级、三级和高阶结构。

然后，概述了单分子技术的基本原理及其在表征不同

DNA结构方面的应用。最后，讨论了单分子技术的优势

及其未来的发展。

DNA的主要结构是 ssDNA。基于链间和链内的相互

作用，DNA也可以形成复杂的空间结构和拓扑结构，称

为二级结构和三级结构。术语“高阶DNA结构”在本文

指的是人工DNA纳米结构。

2. 单分子技术

2.1. 单分子操纵技术

随着单分子操纵技术的不断发展，其种类不断增加，

包括生物膜力探针[35]、流体诱导拉伸[36‒37]、微针操作

[38]、AFM、光镊和磁镊。后三种方法是最常用的方法，

也是本文主要讨论的重点（表1）。

2.1.1. 原子力显微镜-单分子力谱（AFM-SMFS）

AFM-SMFS可用于操控单个分子和测量分子内相互

作用力[图2（a）]。在这种技术中，表面用底物分子进行

修饰，而可以与底物分子结合的目标分子在AFM-SMFS

悬臂梁的尖端被修饰。移动尖端，使其能够与底物分子结

合，然后以恒定的速度收缩尖端，将会导致悬臂梁的偏

转。悬臂梁的弹性服从胡克定律，因此可以通过悬臂梁的

挠度和弹簧常数来计算施加在被束缚的分子上的力。由

图1. DNA的一级结构和不同的高阶结构。DNA的一级结构是指 ssDNA。基于链间和链内的相互作用，DNA还可以形成复杂的空间结构和拓扑结构，

即二级结构和三级结构。高阶结构是指DNA人工纳米结构。B-DNA：B型DNA。
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此，可以得到力-伸长曲线（FEC）。

2.1.2. 磁镊

磁镊的基本原理是，放置在磁场梯度中的磁性粒子经

历与磁场梯度相同的力。一般来说，两个磁铁必须一起使

用，从而产生张力和扭矩。这对磁铁悬浮在样品流动通道

的上方，使下面的磁场暴露。在流动通道内，生物大分子

连接在流动通道的底部和小磁珠之间。磁珠由外部磁场操

控，从而控制附着在磁珠上的目标分子。在流动通道下

面，有一个连接电荷耦合装置（CCD）相机的显微镜物

镜，将观察到的图像传输到CCD相机；然后，CCD将图

像转换为电信号并将其传输到计算机。当一束平行的光束

撞击磁珠时，就会发生光散射。散射光干扰非散射光，导

致在相机拍摄的图像周围形成同心圆[图2（b）]。磁镊有

一些优点，如强作用力、操作方便；此外，磁镊提供的力

可以在0.1~100 pN的范围内进行调整[39]。

2.1.3. 光镊

一束聚焦的光束作用在折射率高于周围介质折射率的

物体上，可以产生一种光学梯度力。这一原理是由Ashkin

在1970年发现的[40]，这一发现促进了光镊技术的出现和

成熟[41]。光镊使用一束光来捕获粒子[图 2（c）]，并且

光必须产生电位的最低点并形成一个光阱。当光阱的势垒

大于一个物体的动能时，该物体将被稳定地束缚在光阱

中。当光击中粒子时，就会发生折射。由于光子动量的变

化，粒子受到反作用力。多条光线的合力将粒子结合在中

心。此时，可以通过移动光场来移动粒子，以实现像镊子

一样控制磁珠的功能。生物大分子也可以通过将它们与光

阱中捕获的粒子连接起来进行操作。定向移动光束的位置

可以控制生物大分子两端之间的距离，因此光镊可以准确

地对生物大分子施加与粒子运动方向相同的力。尺寸为

20 nm到几微米的粒子可以被稳定捕获[42‒45]。

2.2. 单分子检测技术

单分子检测技术可以通过检测和对溶液中的单个分子

成像，并实时记录单个分子的行为，来确定生物分子的动

态特性和相互作用[46]。

2.2.1. AFM成像

AFM的另一个主要应用是成像。当使用AFM作为成

像工具时，最基本的工作原理是尖端接近样品，直到尖端

与样品之间的相互作用力导致悬臂梁变形。通过记录悬臂

梁的变形情况，可以重建样品的表面轮廓。当扫描样品

时，用户可以通过激光（从悬臂梁反射到位置敏感的光电

探测器）来测量尖端的垂直位置。AFM成像分辨率可以

达到原子水平：横向分辨率可达 2.00 nm，纵向分辨率高

达0.01 nm。

2.2.2. 单分子荧光技术

单分子荧光的基本原理是检测附着在所研究分子上的

表1.单分子操纵技术的比较

Methods

AFM

Magnetic tweezers

Optical tweezers

Force range 

(pN)

> 10

0.1‒100.0

0.1‒100.0

Major applications

Monovalent or multivalent li‐

gand-receptor interactions

DNA elasticity; DNA topology

Force strength of molecular inter‐

actions

Advantages

Monovalent or multivalent ligand-receptor interac‐

tions

High throughput; prone to applying torque

Higher spatial and temporal resolution; DNA mole‐

cules can be moved between different solutions

Disadvantages

Probes are expensive and  fragile, 

and should be modified

Low spatial and temporal resolu‐

tion

Low throughput

图2. 用于检测DNA结构的单分子操纵示意图。（a）AFM-SMFS；（b）磁镊；（c）光镊。
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荧光团所发出的光。基态的荧光基团吸收来自外部光源的

光，然后被激发，并发出 1 × 10‒9~1 × 10‒7 s的荧光[47]。

在单分子荧光中，荧光分子可以附着在DNA上，在短时

间内被检测和监测[48]。利用单分子荧光技术，可以表征

高阶DNA结构的不同构象状态[49]。单分子荧光技术被

广泛用于探测二级DNA结构的不同构象。

在单分子荧光共振能量转移（smFRET）技术中，两

种不同颜色的染料定位于宿主分子上的特定位置[图 3

（a）]。荧光共振能量转移（FRET）是基于两种相互接近

的荧光染料之间的量子相互作用机制。当供体和受体之间

的距离足够近，并且供体被外部光源激发时，受体通过供

体和受体之间的非辐射共振能量转移机制发出部分光。能

量传递的效率取决于供体和受体之间的距离：

EFRET =
1

1 + (r/R0 )6

式中，R0是FRET效率为50%的供体-受体距离；r为供体-

受体距离。smFRET的研究领域正在扩大，smFRET可用

于酶促反应、分子折叠和构象转变。

2.2.3. 纳米孔技术

纳米孔技术作为一种新的单分子检测平台，可以区分

腺嘌呤（A）、胸腺嘧啶（T）、胞嘧啶（C）、鸟嘌呤（G）

等单核苷碱基的差异。纳米孔技术具有高分辨率、高通量

的优点。绝缘膜将电解质室分为顺式室和反式室，一个纳

米孔连接两个室[图3（b）]。当电场施加在纳米孔的两端

时，目标分子占据纳米级孔隙会导致堵塞，从而干扰通过

孔隙的离子电流，产生可测量的信号。这些信号包含了关

于目标分子的结构、动力学和其他信息[50‒51]。作为材

料，纳米孔可以分为生物纳米孔[52‒53]和固态纳米孔[54‒

55]，它们有助于探索不同的DNA高阶结构。

2.2.4. SM-SR显微镜

传统的荧光显微镜受到衍射的限制，这定义了可实现

的分辨率。SM-SR技术使荧光显微镜能够实现大约20 nm

的空间分辨率。在这种技术中，荧光团表现为点源，它们

的图像对应于显微镜的点扩散函数（PSF）。控制发射浓

度可以避免同时发射的所有荧光团；然后，每个分子都可

以在显微镜图像中进行分析。通过PSF [图3（c）]定位每

个单个分子的位置，可以重建最终的超分辨率图像[56‒

57]。SM-SR显微镜已成为纳米尺度上最有效的成像方法

之一，并广泛应用于DNA纳米技术领域[58‒59]。

受激辐射损耗（STED）显微镜是第一个打破光学衍

射极限的远场显微成像技术，属于SM-SR技术的一个主

要类别。STED的基本原理是同时用两束激光照射样品。

一束激光被用来激发荧光分子，使荧光分子在中心达到激

发态。在激发后，荧光分子经历从振动弛豫到最低态的过

程。同时，另一束光猝灭了中心区域外的被激发的荧光分

子，使被激发的荧光分子通过STED回到基态，而没有自

发发射荧光。这样，最终就能获得超过衍射极限的高分辨

率图像[60]。

2.3. 单分子检测和操纵方法的结合

为了研究时间和空间分辨率，将单分子检测与操纵方

法相结合，引入互补优势，并为检测DNA构象变化提供

了更多的细节。这些方法在动态DNA的动力学或热力学

分析方面具有广阔的潜力。早期，Funatsu等[61]首次将光

图3. 用于检测DNA结构的单分子检测的示意图概述。（a）smFRET；（b）纳米孔；（c）SM-SR显微镜。TIRF：全内反射荧光；t1、t2：不同的时间点。
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学捕获与单分子荧光相结合，以直接检测驱动蛋白分子和

微管之间的相互作用。在此之后，将光/磁镊与单分子荧

光或FRET组合，应用于DNA测量变得更加普遍[62‒63]，

如核小体展开[64]和确定G4的构象多样性[65]。光镊与荧

光显微镜和共聚焦微流体技术的结合已经得到了广泛的应

用。该技术将单个分子置于不同的反应混合物中，并提供

诸如身份、构象动力学和空间动力学等信息[66‒67]。此

外，Lee等[68]开发了一种将光阱与三色FRET相结合的方

法，用于测量更复杂样品[如霍利迪连接体（Holliday Hol‐

liday junction）和双发夹]的结构转变或折叠/展开动力学。

3. 表征不同DNA结构的单分子技术

3.1. DNA一级结构

DNA的主要结构是 ssDNA，该结构是利用磷酸二酯

键排列脱氧核苷酸而形成的，没有氢（H）键的相互作

用。ssDNA是DNA复制、转录和修复等生物过程中的重

要中间体[69‒71]。在体内，ssDNA由于其灵活性而经历

了动态的构象变化；因此，对这些力学性能的测量可以为

理解 DNA 的折叠结构提供线索。由于 ssDNA 的高灵活

性，ssDNA的构象只能在群体分子实验中进行统计学上

的描述。通过诸如 smFRET、荧光相关光谱和力谱等单分

子分析方法[72]，ssDNA的力学性能得到了广泛的探索。

利用这些方法，发现 ssDNA的驻留长度（表征灵活性的

一个重要参数[73]）范围在 1.5~5.0 nm 之间，受 DNA 序

列、轮廓长度和缓冲液中阳离子浓度的影响[74]。然而，

这些测量大多是使用较长的 ssDNA [大于 100 核苷酸

（nt）]进行的，因为检测较短的 ssDNA比较困难。最近，

一项研究使用 smFRET对小于14 nt的DNA的灵活性进行

了调查。结果表明，即使 ssDNA短于驻留长度，它也具

有灵活性[69]。

影响 ssDNA弹性的两个因素：碱基堆叠相互作用和

糖褶皱构象转变。先前的一项研究[72]通过AFM测量分

析了两个 ssDNA 聚脱氧核苷酸，即聚 dA（dA）和聚

（dT）的弹性。与具有预期熵弹性行为的聚（dA）相比，

聚（dT）在 FEC约 23 pN和 113 pN时表现出两个过度拉

伸转变，分别是由碱基堆叠相互作用和糖褶皱构象转变

（从C3'-endo缩皱到C2'-endo缩皱）引起的。在具有随机

序列的长 ssDNA中也发现了糖褶皱构象转变[75]，两种糖

褶皱构象的能量差为2~1674 J·mol‒1。

温度也可能影响 ssDNA的延伸。当 ssDNA被相对较

低的力（＜10 pN）拉伸时，由于二级结构的形成，ssD‐

NA 的延伸随着温度的增加而增加。而当拉伸力大于

10 pN时，ssDNA的延伸随温度的升高而减小，说明温度

对 ssDNA的弹性起着重要作用[76‒77]。

如前所述，纳米孔和DNA链之间的相互作用会产生

通过纳米孔的离子电流的变化，使纳米孔可以用于DNA

测序。纳米孔技术是最有前途的第三代测序技术，具有精

度高、成本低、读取长度长等优点。

3.2. DNA二级结构

3.2.1. 双链DNA

3.2.1.1. dsDNA的弹性、解链力和剪切力

Watson、Crick和Franklin在 1953年发现了DNA的双

螺旋结构[78‒79]。此后，双螺旋DNA的化学性质和物理

性质引起了人们的广泛关注，特别是 dsDNA的弹性。以

往的研究表明，自由连接链（FJC）模型和自由旋转链

（FRC）模型最适合用于描述 ssDNA的弹性[80‒82]。FRC

模型与FJC模型基本相同，除了前者固定了最近邻单体之

间的键角[83]。

x = L· (1 -
kBT

2F·lb

)

式中，kB为玻尔兹曼常数；x为聚合物链在给定拉伸力F

下的平均延伸量；lb为聚合物链的旋转单位长度；T为绝

对温度；L为轮廓长度。

对于 dsDNA，力-伸长关系在大的作用力下变成非线

性。这种行为可以用FJC模型来解释，而蠕虫链（WLC）

模型适用于介质力[84‒85]。在经典的FJC模型中，链被表

示为自由连接的非弹性段[86]；在没有外力的情况下，这

些节段的方向是无关的[37]。在这个模型中，分子的弹性

响应为纯熵[87]：

x
L
= coth ( )Flk

kBT
-

kBT
Flk

式中，lk是Kuhn长度。

作为另一种替代模型，WLC是一种用于描述聚合物

分子的模型，该聚合物分子被视为一条长而细的蠕虫；聚

合物链的构型是一个空间曲线，可以在整个链的每一点上

弯曲。WLC模型于 1949年提出[88]，并在 1995年用于描

述单个dsDNA分子的弹性响应[89]。力F与延伸分数（x/

L）相关，如下[89]：

F =
kBT
A
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式中，A是驻留长度。
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为了扩大公式的适用范围，Wang等[90]添加了拉伸

模量来修改公式；力F现在与延伸分数（x/L）有关：

F =
kBT
A
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式中，K0是弹性模量。

1992 年，Smith 等[37]测量了单个 dsDNA 分子的弹

性，这是第一次对核酸的单分子研究。他们模拟了附着在

磁珠上的DNA分子在水动力和磁力作用下的运动。迄今

为止，单分子操纵技术在核酸研究中的应用越来越多，该

技术取得了重要进展。在这种技术中，dsDNA分子的一

端附着在玻璃表面上，而另一端则连接到磁珠上。DNA

分子通过生物素-链霉亲和素或地高辛/抗地高辛抗体等特

定反应被连接到不同的表面。在拉伸力小于 5 pN 时，

DNA表现出以熵效应为主的弹性响应；在大于5 pN的力

时，焓贡献起着关键作用。先前的研究表明，当施加约

65 pN的剪切力时，扭转不受约束的B型DNA（B-DNA）

经历了过度拉伸转变[38,91]，导致其原始轮廓长度延长约

1.7倍。在150 pN时，DNA分裂成单链，并在放松时完全

重组[92]。

Essevaz-Roulet 等 [93]和 Bockelmann 等 [94]对单个噬

菌体 λ DNA 分子进行了机械分离，发现 DNA 机械解链

发生在 10~15 pN 范围内。结果表明，鸟嘌呤/胞嘧啶

（GC）含量高度相关，富 GC 区比富腺嘌呤/胸腺嘧啶

（AT）区具有更高的解链力。这一结果与Rief等[92]的研

究结果一致。对于聚（dG-dC）和聚（dA-dT）DNA链，

解链力为 FG-C = 20 pN 和 FA-T= 9 pN。通过不同拉伸力下

的平衡测量，可以得到解链/再结合自由能和动力

学[95]。

3.2.1.2. 碱基对之间的相互作用

在DNA双螺旋中，氢键连接两条链上的碱基对，这

有助于链间的稳定；而相邻碱基对之间发生碱基堆叠相互

作用，提供链间和链内的稳定[图4（a）] [96]。如果两个

碱基之间的堆叠自由能过高或过低，基因组就会过稳定或

不稳定，从而影响DNA在复制或转录过程中的展开，导

致遗传不稳定[97]。

早在2004年，Sattin等[98]就探索了堆叠相互作用力，

并获得了A-T或G-C碱基对的力贡献。他们发现，虽然

A-T和G-C的氢键数量不同，但这些力的数量近似相等。

此外，他们还报道了碱基堆叠对 dsDNA相互作用的贡献

大于氢键。Kilchherr等[99]利用光镊进一步探讨了DNA

碱基对之间的堆叠力[图4（b）]。他们准备了四种由碱基

A和T创建的碱基对堆叠配置，并使用光镊来测量力-伸

长数据。经过计算，发现每个堆叠的自由能增量在−3.4~

−14.23 kJ·mol‒1之间，这一结果现在为基于DNA的设备

设计提供指导。

碱基对之间也存在着长程（15~25 nm）相互作用。

Luo等[100]利用AFM计算了解离互补碱基对之间的长程

相互作用[图 4（c）]，发现A-T的长程相互作用为(2.3 ± 

0.2) pN，C-G的为(3.5 ± 0.2) pN；这些力是由于核苷酸之

间有序水结构的多重氢键的相互作用。这一结果可能对理

解DNA杂交过程具有重要意义。

3.2.2. 霍利迪连接体

霍利迪连接体是DNA重组中的四链DNA中间体，在

特定条件下可以发生构象转变和分支迁移[图5（a）]。在

没有金属离子的情况下，霍利迪连接体采用四个指向正方

形角的螺旋构象[101]。在 Mg2+浓度超过约 50 μmol·L‒1

时，霍利迪连接体作为两种不同的亚型存在，两者都具有

典型的 X 形结构[102]。随着 Mg2+浓度增加，两种构象

（ISO-I和 ISO-II）之间的转变变慢[103‒104]，分支迁移速

率迅速降低[105‒106]。同样，外力也会影响霍利迪连接

体的构象转变。Hohng等[107]使用一种结合了 smFRET和

光镊的技术，发现霍利迪连接体的构象在0.5 pN或更低外

力作用下时是偏置的[图 5（b）]。Nickels等[108]设计了

一个自组装DNA力钳[图 5（c）]，并表明可以施加外力

使霍利迪连接体在 ISO-I和 ISO-II两种堆叠构象之间连续

切换[图5（d）]。这些结果说明了 smFRET在探索两个霍

图4. 用于探索碱基对之间相互作用的单分子分析方法的概述。（a）碱基

对之间的堆叠相互作用。经许可转载自参考文献[99]。（b）使用光镊和

DNA折纸结构探测碱基堆叠力的示意图。橙色的系链代表一条单链，红

色和蓝色代表末端的碱基对。经许可转载自参考文献[99]。（c）通过

AFM探索核苷酸间相互作用的示意图。PEG：聚乙二醇；H1：dsDNA
螺旋结构。经许可转载自参考文献[100]。
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利迪连接体之间构象变化方面的独特优势。由于单分子技

术可以用于实时观察霍利迪连接体的中间体和异构化，因

此这些技术可以用于探索其内部特性和机械拉伸。这些技

术对于未来分析生物系统中的复杂折叠以及设计和验证复

杂的DNA纳米组分具有重要意义。

3.2.3. DNA G4、i-motif和三重体

G4 是由折叠的富含鸟嘌呤的核酸序列组成的四链

DNA二级结构[109]。G-四分体是G4的一个结构单元，两

层或两层以上的四分体通过 π-π 堆叠形成四链体。1962

年，科学家首次在癌细胞中发现了G4，认为它们的稳定

性可以有效地抑制肿瘤细胞的增殖[110]。G4折叠拓扑结

构可分为三种类型，即混合链结构、反平行链结构和平行

链结构[图 6（a）] [111]。它们由两个因素决定：糖苷构

象和相对链取向[112]。这些结构的力学稳定性可以通过

磁镊来探索。Cheng等[113]发现，所有非平行链G4的展

开力峰值均低于 40 pN，而平行链G4在 40~60 pN范围内

出现展开力峰值，说明平行链G4具有较高的力学稳定性。

当人端粒 G4 被 K+诱导时，它以混合构象的形式存在

[114]。G4的构象变化动力学通常可以通过 smFRET来检

测[115‒117]。Long和 Stone [118]发现，原位重折叠导致

端粒DNA G4构象的动态分布。环的长度和序列也影响

G4的构象和动力学。最近，在Na+的存在下，也观察到了

G4 结构的构象动力学。Noer 等 [119]发现了至少四种

FRET状态，表明端粒G4多态性不仅发生在K+存在的情

况下。作为一种无标记的单分子分析方法，纳米孔也被用

于监测G4 [55,120‒121]的折叠/展开动态；它们显示出比

其他方法具有更高的时空分辨率的潜力。

You等[122]尝试用磁镊探索G4的力学性能[图 6（b）

和（c）]。他们报道了端粒G4的三种折叠状态，这些状

态具有明显不同的机械稳定性和寿命。You等[123]研究

了在致癌基因 c-myc启动子区域形成的DNA G4，发现其

主要物种的展开速度较慢，这可能是 c-myc G4具有基因

沉默功能的原因[122,124]。研究人员对另一个富 G 区，

即人类B细胞淋巴瘤 2（Bcl-2）基因的 P1启动子也进行

了研究。在该区域内，可以形成多个 G4 结构。由于

Bcl2-2345和Bcl2-1245具有复杂的折叠/展开动力学，研

究人员也对它们进行了研究[125]。通过对折叠/展开动力

学的探索，研究者发现Bcl2-2345 G4的力学稳定性低于

Bcl2-1245 G4。这一信息可指导未来用于调控Bcl-2基因

表达的G4靶向小分子的设计。与典型G4相比，对非典

型 G4 的研究较少。Zhang 等[126]报道，具有凸起的 G4

形成序列可以形成完全折叠的G4（高机械稳定性）和部

分折叠的中间体（低机械稳定性），这取决于凸起的长度

和位置。

该KIT基因位于人类染色体 4q12至 4q13上，属于原

致癌基因，可编码干细胞/肥大细胞生长因子受体基因 c-

kit。c-kit 基因异常可能导致细胞异常增加和肿瘤形成

[127]。在KIT基因的近端启动子中有三种不同的G4结构：

图5. 用 smFRET实验探测了霍利迪连接体动力学。（a）霍利迪连接体的

分支迁移和构象转变示意图。Cy5和Cy3荧光团分别在末端附着在两个

悬臂梁上。（b）光镊法探测霍利迪连接体的构象转变。霍利迪连接体通

过生物素连接在表面。经许可转载自参考文献[107]。（c）DNA力钳示

意图。将感兴趣的分子系统（红色矩形）与DNA力钳的两个锚点连接

起来。经许可转载自参考文献[108]。（d）外力作用下霍利迪连接体的构

象转变。经许可转载自参考文献[108]。

图6. 用磁镊拉伸G4。（a）三个G4折叠拓扑结构。经许可转载自参考文

献[113]。（b）磁镊测量的实验设置。（c）运动的力-伸长曲线。红色的

箭头指向G4的展开。经许可转载自参考文献[123]。

7



kit*、kit1和 kit2 [128]。以往的研究表明，这些位点形成

的G4会影响基因的表达[129]。了解这些G4结构的构象

特征和力学性质，深入探索它们在DNA结构中的调控作

用，对于将它们用作潜在的药物靶点具有重要意义。

Buglione等[130]发现G4的形成并不影响FEC。当施加固

定的负扭转应力（负超螺旋= −40）时，野生型 c-kit在低

作用力下（F = 0.3 pN，形成卷曲体结构）延伸，但突变

的 c-kit没有。在高强度（F > 1 pN，形成变性气泡）下，

突变的 c-kit和野生型 c-kit的曲线几乎重合，接近松弛下

的 dsDNA延伸曲线；换句话说，超螺旋的存在对 c-kit区

域DNA的力学性能有很大影响。

与 G4 类似，i-motif 自 20 世纪 90 年代就开始被模拟

了，但近年来逐渐引起了科学家的注意。i-motif是一个由

两个平行的双链通过插入半质子化的胞嘧啶碱基对（C/

C+）形成的四链结构[131]，广泛存在于基因组 DNA 中

[132‒133]，并在微酸性 pH 中保持稳定[134]。一些研究

结果表明，i-motif序列在多种生物过程中发挥着重要作

用，如调控基因表达和复制[135‒137]。Dhakal等[138]是

第一批在单分子水平上探索 i-motif的力学性质的研究者

[图 7（a）]。这些研究人员确定，i-motif 具有 22~26 pN

的解折叠力。通过结合 smFRET和自组装DNA纳米结构

[图 7（b）]，Megalathan 等 [139]证明了人端粒序列在

pH = 9.0 时保持无结构，在 pH = 5.5 时采用了完全折叠

的 i-motif 序列结构。然而，在弱酸性 pH （pH = 6.5）

下，序列经历了 i-motif、部分折叠态和完全展开态之间

的切换动力学过程。拓扑约束也被证明会影响 i-motif的

折叠和构象动力学。在此基础上，Megalathan等[140]研

究了分子拥挤对嵌入在纳米环中的 i-motif 稳定性的影

响。为了模拟体内染色质中 i-motif 结构的真实拓扑结

构，研究人员构建了扎紧的DNA纳米环 i-Cir96L（其中

“L”表示扎紧的）[图 7（b）]。聚乙二醇（PEG）用于

模拟分子拥挤。相比，未扎紧的 i-Cir96纳米环，扎紧结

构中 i-motif 只在 pH = 5.5 时形成，而前者在 pH = 6.5 时

显示明显的折叠，在 pH = 7.0和 7.4时显示大部分折叠状

态[139,141]，表明扎紧的纳米环变得很硬，以至于DNA

弯曲破坏了 i-motif的稳定性。在 PEG存在的情况下，即

使在 pH值为 7.4时，i-motif也表现出较高的 FRET状态，

表明PEG可以稳定 i-motif。

Ding等[142]首次将α-溶血素蛋白纳米孔应用于 i-基

序结构的折叠研究。通过将 i-motif结构封装到纳米腔中，

他们报道了一种用于分析 i-motif寿命的方法。结果表明，

i-motif的折叠寿命随着pH值的增加而降低。Xi等[143]进

一步发现，改变环序列和长度并不影响 i-motif结构的形

成，但较长的环不会降低 i-motif的热稳定性。在没有力的

情况下，Jonchhe等[144]使用微流体通道测量了中性 pH

下 i-motif的半衰期约为 3 s。这些方法是用于研究单分子

动力学的新平台。

当一个嘧啶或嘌呤碱基与沃森-克里克碱基对的嘌呤

形成 Hoogsteen 对时，DNA 三链体就形成了，并占据

DNA双螺旋的大沟，寡核苷酸与dsDNA上的目标序列形

成分子间三链结构[图8（a）] [18]。一个三螺旋结构可能

有许多不同的组成和几何形状[145]。Ling等[146]报道了

一个具有30个三链结构的DNA三链体，并确定了双链和

第三条链断裂的力约为42.6 pN。Lee等[147]通过 smFRET

研究了DNA三链体的形成[图 8（b）]。当嘧啶基序三链

体处于弱碱性条件（pH = 8.5）下时，单链尾部没有被折

叠。随着酸度的增加，低FRET效率峰消失，在高FRET

效率下出现了一个新的峰，表明形成了一个平行的三链

体。Mg2+的存在也可以帮助形成一个三链体，无论是嘌呤

基序三链体还是嘧啶基序三链体。Li等[148]进一步深入

了解了形成三链体的动力学，他们使用了单分子拯救绳策

略，发现DNA三链体的形成也依赖于DNA序列。AA突

变体（将TTAGGG的基序改变为AAAGGG）增加了形成

DNA三链体结构的可能性。

图7. 利用光镊和 smFRET研究了 i-motif的力学性能。（a）光镊法拉伸 i-motif。（b）四种不同的DNA折纸结构示意图。带有 i-motif的DNA结构连接在

DNA双链（T-i-motif）的末端位置，或嵌入DNA双链体（i-双链）和DNA纳米环（i-Cir96和 i-Cir75）中。绿色和红色分别表示Cy3和Cy5荧光团。

经许可转载自参考文献[139]。
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3.3. DNA三级结构

3.3.1. DNA拓扑结构

DNA双螺旋在复制和转录过程中引起扭转应力，从

而产生超螺旋并引起拓扑变化。DNA拓扑结构由连接数

（Lk）描述，其中 Lk = 扭曲（Tw）+ 弯转（Wr） [149]，

Tw指DNA中螺旋旋转的数量，Wr是双螺旋自身交叉的

次数（即超螺旋的数量）。这种交织在一起的结构被称为

卷曲体[150]。一般来说，负和正超螺旋都是在体内产生

的。随着复制体的推进，正超螺旋聚集在复制叉的前面，

导致复制体旋转以放松超螺旋，使两个子DNA链纠缠在

一起[151]。当DNA转录发生时，在转录泡之前产生正超

螺旋DNA，在转录泡之后产生负超螺旋DNA [152]。这种

局部纠缠的DNA链对于转录激活是必需的[153]。

单分子磁镊已经成为研究超螺旋DNA的有效工具，

因为它们可以通过使用磁体对磁珠进行旋转，很容易地引

入超螺旋旋转。当负扭转力作用于DNA时，扭转应力通

常储存在卷曲体中，而不是低作用力（低于 0.5 pN）时

的扭曲。随着作用力的增加，DNA开始扭曲，这种变化

导致DNA变性形成左手结构[154‒155]。当作用力增加到

2 pN时，负扭转力被变性结构完全吸收，DNA长度不改

变[156]。Strick等[154]检测了6条不同GC含量的DNA序

列[图9（a）]，得到了超螺旋密度-延伸曲线[图9（b）]。

在 0.5 pN以下，曲线相似；在 0.5 pN以上，由于DNA部

分融化，DNA长度增加，不同序列的长度增加也不同。

GC 含量较高的 DNA 分子具有较大的延伸性。Kim 等

[157]探索了胸腺嘧啶鸟嘌呤（TG）重复序列的 B 型

DNA 到 Z 型 DNA （B ‒ Z） 的转变动力学；他们的

smFRET 结果表明，TG 重复序列对扭转和拉力很敏感，

并计算了 B‒Z 转变的速率和速率常数。在之前的工作

中，Lee等[63]计算了37 °C下GC重复B‒Z转变的正向速

率（KBZ = 0.051 s−1）、反向速率（KZB = 0.070 s−1）和平衡

常数（Keq = KBZ/KZB = 0.73）。相比之下，TG重复序列的

转变速率要高得多，这说明两态之间的自由能垒是较低

的[156]。

通过传统的光镊很难将扭转应用于DNA。克服这一

图9. 利用单分子磁镊应用扭转技术探索DNA B‒Z转变。（a）利用磁镊进行DNA超螺旋单分子测量的原理图。超螺旋密度-延伸曲线显示了不同的

DNA结构（变性、下缠绕或卷曲）。在一个特征力（Fchar)下，负超螺旋诱导dsDNA局部融化。σ：超螺旋密度。经许可转载自参考文献[156]。（b）曲

线显示了不同作用力下DNA延伸与超螺旋密度的关系。当作用力增加到1.2 pN时，所有GC含量不同的序列均呈现不对称曲线，负超螺旋被DNA熔

融吸收，正超螺旋被卷曲体吸收。6种不同DNA结构体的最终GC含量分别为77%、58%、42%（GC沿分子的不对称分布）、42%（GC沿分子的对称

分布）、39%和38%。Z：DNA延伸长度，LC：轮廓长度。经许可转载自参考文献[156]。

图8. 三链体。（a）DNA三链体中的四个碱基排列。经许可转载自参考文献[147]。（b）嘧啶基序三链体（左图为两个）和嘌呤基序三链体（右图）的

分子结构。一旦被折叠，两个荧光团接近，可以观察到高FRET效率。经许可转载自参考文献[147]。
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挑战，Forth等[150]、Sheinin等[158]、Deufel等[159]用光

镊捕获纳米石英柱，将检测的生物分子固定在石英柱和载

玻片底部，对石英柱进行拉伸操作，扭转生物分子，并获

得DNA的扭转模量[图10（a）]。这种先进的设备被称为

角光学陷阱（AOT）。研究人员扭转了一个单底物DNA，

并编织了一个编织的底物DNA（即将DNA的两条链编织

在一起）[160]。结果表明，对于裸DNA，ssDNA的扭转

模量比编织DNA的扭转模量高三倍，而对于染色质，编

织染色质的扭转模量比单个染色质的扭转模量高5倍。换

句话说，当复制发生在裸DNA上时，复制产生的超螺旋

主要分布在复制体后面（此处底物较软）[图 10（b）]，

而染色体则相反。

3.3.2. 核小体和染色质

在真核生物中，基因组由染色质组成，染色质由

DNA和组蛋白组成。染色质的基本单位是核小体，其中

DNA 的 147 个碱基对被包裹在组蛋白八聚体（H2A、

H2B、H3和H4）周围，约 1.7转[161‒162]。染色质参与

了所有的DNA代谢过程，包括转录、复制、修复和重组。

AFM在探索单个染色质链的行为和性质方面的潜力已经

被证明[163‒165]；高阶染色质结构的形成也可以通过

AFM成像来显示[163]。最近，Kilic等[166]利用 smFRET

揭示了染色质纤维相互转化动力学，发现异染色质蛋白

1α维持染色质处于致密和动态状态。

单分子分析方法允许在应力和扭转条件下观察单个

核小体，这对模拟体内的生理过程很重要。先前的单分

子研究表明，在 15~25 pN的作用力下，核小体将经历从

部分展开到完全展开的转变[167‒169]。当对 DNA 模板

施加约 10 pN 的力时，染色质组装过程显著减慢了

[170]。磁镊已被用于监测核小体在拓扑约束的 DNA 分

子上的核小体组装[图 11（a）]。Gupta等[171]发现，在

0.025~0.051范围内的正超螺旋会阻止核小体的形成。组

蛋白 H2A（ubH2A）在赖氨酸 119 处的单泛素化可以影

响核小体的稳定性。Xiao 等 [172]利用磁镊将 DNA 与

图10. 利用角光学陷阱（AOT）探索DNA拓扑结构。（a）AOT的原理图。经许可转载自参考文献[160]。（b）单个（红色）和编织底物（蓝色）的扭

转模量直方图（左），显示了DNA和染色质底物在复制过程中的差异（右）。在裸DNA上的复制主要分布在复制体的后面，而在染色质上的复制主要

位于复制体的前面。kBT为4.14 × 10−21 J，其中kB是玻尔兹曼常数，T是温度。经许可转载自参考文献[160]。

图11. 用磁镊探测的核小体的组装和拆卸。（a）用磁镊组装核小体。将一个dsDNA分子拴在磁珠和底物表面之间，然后加入核心组蛋白和组蛋白伴侣

Nap1的混合物。核小体的形成是通过监测磁珠的DNA延伸（△Z）的缩短来确定的。经许可转载自参考文献[171]。（b）H2A-核小体和ubH2A-核小体

的力-伸长曲线。经许可转载自参考文献[172]。
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H2A 核小体和 ubH2A 核小体的展开力进行了比较[图 11

（b）]。他们发现 ubH2A 核小体在更高的作用力下经历

了两步展开。ubH2a可以通过防止组蛋白八聚体的DNA

剥离来增加核小体的稳定性。促进染色质转录（FACT）

是一种组蛋白 H2A-H2B 二聚体伴侣[173]，可以促进染

色质上聚合酶的进展 [173]，提高转录的保真度 [174]。

FACT 也被证明能在单分子水平上介导核小体的组装和

拆卸 [175]。最近，Wang 等 [176]直接研究了 ubH2A 对

FACT 功能的影响。通过操控核小体，发现 ubH2A 以不

同的方式调节FACT的双重功能。FACT在核小体组装中

的功能不受H2A泛素化的影响；然而，ubH2A极大地限

制了 FACT与核小体的结合，从而抑制了其核小体的分

解活性。

4. 结合单分子分析方法和DNA纳米技术来检测
DNA结构

DNA纳米组件可广泛用于纳米材料、生物分子传感、

成像和药物递送[177‒180]。由于其高分辨率，单分子技

术可以用于表征单个纳米物体的力学性能。因此，单分子

分析方法与DNA纳米技术的结合填补了研究空白。有许

多关于DNA纳米技术的综述[181‒183]。本文主要关注两

个主题：①使用DNA纳米结构作为静态平台来操控和观

察单个分子；②对DNA纳米结构的结构动力学的研究。

4.1. DNA折纸纳米笼

1991年，Chen等[184]首次报道了利用DNA合成封闭

的多面体物体，随后逐渐构建了具有不同功能、形状和大

小的DNA纳米笼[185‒187]。这些纳米笼表现出极高的稳

定性，使它们可以用于单分子研究。由于熵效应，纳米约

束可以增加DNA和蛋白质二级结构的稳定性，如G4和 i-

motif的稳定性。Shrestha等[188]使用光镊探索了DNA折

纸纳米笼中G4的力学机制[图12（a）]。他们首先使用了

一个中等的纳米笼结构（横截面尺寸为9 nm × 9 nm），发

现G4的展开力明显高于没有纳米笼的相同序列。不同的

纳米笼尺寸也会影响G4的折叠，较小的尺寸会导致更大

的展开力。Jonchhe等[189]发现DNA发夹以相反的方式起

作用[图12（b）]。以往的研究表明，纳米约束条件下G4

图12. DNA纳米笼的设计。（a）上部：包含G4形成序列的纳米笼示意图。底部：一个G4序列与两个dsDNA手柄连接，两端用地高辛和生物素标记。

经许可转载自参考文献[188]。（b）含有发夹的纳米笼示意图。经许可转载自参考文献[189]。
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解折叠势垒的增加是由于水分子在G4解折叠转变过程中

的水化作用[190]。纳米笼内发夹DNA的异常现象归因于

水活性的降低。此外，研究人员认为，阳离子与带负电荷

的折纸表面的相互作用也是影响dsDNA稳定性的因素。

4.2. DNA折纸框架

与磁镊和光镊相比，AFM可以直接对生物分子成像。

AFM 使直接观察酶-dsDNA 相互作用的动态运动成为可

能，尽管控制DNA链的方向是费力的[191]。为了解决这

一挑战，Rajendran等[191]和 Sannohe等[192]创建了一个

基于DNA折纸的观察平台，称为“DNA框架”，它可以

携带底物 dsDNA [图 13（a）[193] ]。研究人员将DNA折

纸和高速AFM相结合，以可视化DNA构象的变化[194]。

在K+存在时，DNA框架中的两个dsDNA桥明显显示为X

型结构，表明G4的形成[图13（b）]。相比之下，没有K+

存在时，G4结构被破坏。在DNA框架中也观察到中间状

态，如G-发夹和G-三链体[图13（b）]。综上所述，DNA

折纸框架可以用来观察G4的形成和破坏，这是首次直接

可视化G4折叠过程中中间体的溶液态结构。后来，Feng

等[195]报道，当核小体接近时被拒绝，而远端的两个核

小体可以长时间保持稳定接触。DNA框架也被用于可视

化 dsDNA 的 B‒Z 构象转变[196]和 DNA 结构变化[197]。

因此，一个组装的DNA框架为在体外探索DNA和染色质

结构提供了一个有效的平台。

4.3. DNA纳米结构的结构动力学

单分子力谱允许深入探索DNA纳米结构的组装。光

镊实验表明，霍利迪连接体的有效密度决定了DNA折纸

结构的力学稳定性。在外力的作用下，可以观察到DNA

纳米管的两种构象的机械异构化[198]。Bae等[199]报道了

一种基于磁镊以控制DNA折纸的机械折叠的策略。支架

DNA被机械拉伸以去除二级结构，然后引入短链。随后，

该力消失，短链之间的位移导致了DNA纳米结构的折叠。

整个折叠过程在 10 min内完成。这些研究证明了单分子

力谱在探测DNA纳米结构的力学性能方面的优越性。

单分子 FRET研究可以监测DNA纳米结构的可逆重

构。Sacca等[200]设计了一个可重构的DNA纳米腔，该

结构改变了DNA折纸结构的内腔大小。最近的许多研究

都使用DNA纳米结构作为药物递送载体。DNA四面体结

构是一种稳定的用于药物递送的纳米结构。Goodman等

[201]报道了一个封闭的四面体结构（高FE）到一个开放

的四面体结构（低FE）的转化——一个可以启动药物释

放机制的过程。一个带有空腔的DNA纳米盒是另一个典

型的例子。盒子的盖子可以根据特定的寡核苷酸被打开，

这一过程可以通过FRET光谱来测量[202]。通过结合布朗

动力学模拟和 smFRET显微镜，Jepsen等[203]发现Mg2+浓

度影响DNA纳米盒的结构刚性。这些研究为提高DNA纳

米结构的稳定性和优化其功能提供了见解。

图13. 直接观察DNA折纸框架中DNA构象的变化。（a）两种不同的DNA折纸框架。经许可转载自参考文献[193]。（b）G4的动态形成（上部）和G-
发夹和G-三链体中间体（下部）形成的AFM图像。经许可转载自参考文献[193]。
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5. 结论和前景

综上所述，DNA链间和链内的相互作用导致了DNA

高阶结构的形成。了解不同DNA高阶结构的化学和生物

物理性质对于揭示其生物学功能以及DNA纳米结构的设

计和构建至关重要。为了解释高阶结构的性质，许多静态

结构检测方法，如透射电镜、低温电子显微镜和X射线衍

射，已经被用来确定DNA的结构。通过对结构数据的分

析，可以计算并得到驻留长度等参数。此外，高速AFM

成像和核磁共振可以直接测量DNA构象转变的动力学。

然而，高速AFM成像要求样品附着在表面，因此不能完

全模拟液体环境。虽然核磁共振可以用于检测动态构象转

变，但其时间分辨率为几秒钟[204]；因此，核磁共振不

能实时记录快速的动态结构转变。相比之下，单分子检测

和操纵方法可以帮助检测DNA的构象变化，具有较快的

转变动力学，如发夹DNA从展开状态到折叠状态的转变

动力学[95]。单分子分析方法的高时间和空间分辨率为检

测构象变化提供了一个可区分的信号。单分子操纵方法的

另一个优点是，这些方法可以直接拉伸和操控单个DNA

分子，从而能够检测DNA的弹性。所施加的力也降低了

不同状态下的转变能垒，加速了转变动力学。因此，单分

子分析方法为检测高阶DNA结构提供了一个强大的检测

工具。

随着单分子技术的快速发展，这些方法也被应用于动

态 DNA 纳米技术领域。结合单分子检测和链置换反应

[205]，DNA 糖基化酶检测[206]、DNA 折纸微阵列表征

[207]和DNA导航器[208]的应用已经出现。预计将会出现

更有效的单分子表征方法。最近，Pei等[209]介绍了一种

基于单分子磁镊和 toehold介导的DNA链置换反应的可重

置 DNA 计算方法。此前，Koirala 等 [210]和 Mandal 等

[211]也提出了几种涉及单分子光镊的DNA检测方法。希

望未来在这个方向上发展出各种DNA存储、DNA检测和

DNA计算方法。

虽然已经对DNA结构进行了广泛的研究，但内源性

和外源性修饰核酸的潜力和功能仍需进一步研究。在体

内，DNA或DNA损伤的表观遗传修饰可能诱导基因沉默

或突变，并可能随后影响细胞的命运[212‒213]。研究表

明，修饰DNA的物理性质不同于DNA。Yang等[214]利

用磁镊检测，认为胞嘧啶的甲基化可能会增强 dsDNA的

缩合。McCauley等[215]通过使用光镊进行发夹解链实验，

提供了鸟嘌呤碱基（oxoG）诱导的突变效应氧化的生物

物理证据。人工核酸[也称为xeno核酸（XNA）]，如α-L-

三核糖基核酸（TNA）、锁核酸（LNA）和 2′-脱氧-2′-

氟-β-D-阿拉伯核酸（FANA）也出现在临床前研究[216‒

218]中。XNA在体内可以抵抗酶消化，因此，XNA的高

生物稳定性为核酸治疗提供了一个新的视角，包括RNA

介导的干扰（RNAi）、反义寡核苷酸（ASO）和适配体

[219]。DNA的构象结构可以通过将核苷酸改变为XNA来

获得改变，而这些结构的稳定性受到XNA之间的相互作

用的影响。最近的研究表明，2′-脱氧-2′-氟-阿拉伯核苷

（如2′F-araG）取代稳定了平行结构的G4，而2′F-araC修

饰稳定了 i-motif [220‒221]。单分子分析方法可以为探测

含有XNA的寡核苷酸不同结构的力学性质和构象变化提

供更多的信息，这对于理解XNA在体内的工作原理具有

重要意义。

然而，获得XNA链比获得DNA更困难。XNA链的

合成有两种有效的方法：固相合成和酶法合成[222]。对

于固相合成，XNA亚胺价格昂贵且不容易获得，而且合

成的效率可能要低得多。相比之下，酶法合成可以获得更

长的XNA链。然而，有必要进化出一种天然酶来特异性

识别XNA（例如，将突变的Tgo聚合酶Tgo-D4K用于FA‐

NA延伸）[223]。进化出的XNA聚合酶应该具有较高的

合成速率和保真度，它们的进化需要大量的工作来筛选合

适的聚合酶突变体。因此，进行单分子实验来检测XNA

的结构取决于XNA链的可用性。

在使用单分子分析方法检测DNA结构时，仍有几个

挑战有待解决。到目前为止，单分子水平的研究已经在体

外进行了，特别是那些涉及使用单分子操纵方法测量的研

究。可以尽可能多地模拟体内环境。例如，通常使用PEG

或二甲亚砜（DMSO）来模拟体内的拥挤[140,224]。然

而，迫切需要填补体外和体内研究之间的差距。最近，

Syrchina 等[225]利用光镊操控核浆中的核仁。Keizer 等

[226]说明了一种利用磁力在细胞核内的基因组位点进行

操控的技术。这些应用显示了在体内操控DNA结构的潜

力。此外，并不是所有的单分子技术都可以进行高通量的

应用，这是单分子技术在解决实际问题方面的一个限制。

对于光镊来说，单光束可以通过声光偏转器共享时间，产

生多个光阱，是提高吞吐量的有效方法。开发高通量光阱

仍然是单分子分析的一个重要挑战。

鉴于过去几十年单分子技术的发展，预计将发现更多

的DNA高阶结构，同时将出现高精度和高通量的单分子

表征方法。
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