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细胞外基质硬度调控间充质干细胞分化
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2吉林大学公共卫生学院, 长春 130021; 3吉林大学临床医学院, 长春 130021)

摘要      新近研究表明, 细胞外基质(extracellular matrix, ECM)的物理性质, 特别是硬度或弹性, 
能对细胞的黏附、铺展、迁移、增殖、分化和凋亡等多种功能和行为产生重要影响。间充质干细

胞(mesenchymal stem cells, MSCs)是组织工程和细胞治疗的理想种子细胞。ECM硬度可诱导MSCs
向脂肪、软骨、神经、肌肉和骨等方向分化。该文综合论述了ECM硬度对干细胞分化的影响, 涵
盖了构建ECM硬度的测量、调控与表征等, 不同培养条件下干细胞对硬度的响应和分化以及硬度

和其他因素的联合作用; 在此基础上, 进一步论述了干细胞分化过程中细胞感应ECM硬度并转化

为生物学信号的机制和信号通路。该文还总结了在ECM硬度调控干细胞分化行为领域最新的研究

进展情况, 较为系统地分析了材料学、细胞生物学、分子生物学水平的主要影响因素, 并对本领域

未来需要重点研究的问题进行了展望。 
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Abstract       Recent studies have suggested that the physical characteristics of extracellular matrix (ECM), 
especially the stiffness or elasticity, played an important role in regulating cellular functions and behaviors, 
including adhesion, spreading, migration, proliferation, differentiation, apoptosis and so on. Mesenchymal stem 
cells (MSCs) are important for cell therapy and tissue engineering. ECM stiffness can induce MSCs into cells of 
adipose tissue, cartilage, nerve, muscle, bone and others. This review discussed the studies of the effect of ECM 
stiffness on stem cell lineage specification, covering the materials and techniques to fabricate substrates, methods 
of controlling stiffness, properties, the response to ECM stiffness and the differentiation of stem cells in different 
culture conditions, as well as the combined effect of ECM stiffness and other biophysical and biochemical cues; 
On this basis, we further shed light on the mechanism and the signaling pathway of the reaction of stem cells to 
ECM stiffness and transduction of stiffness to biological signals during differentiation. This review summarized 
the latest research advancement in the field of differentiation behavior of stem cells modulated by ECM stiffness 
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and presented a relatively systematic analysis of the major factors in the level of materials science, cell biology and 
molecular biology, as well as the prospects of some key problems to be studied in this field.

Key words        extracellular matrix (ECM) stiffness; mesenchymal stem cells (MSCs); differentiation; 
mechanism

细胞外基质(extracellular matrix, ECM)能对细

胞的黏附、铺展、迁移、增殖、分化和凋亡等[1-5]多

种行为和功能产生重要影响。在组织工程材料的构

建中, 为了模仿生理条件下细胞的生存环境, 陆续出

现了人工合成的ECM替代物[6-7]。ECM的物理性质

可以影响细胞的多种生物学行为, 特别是其中的硬

度(stiffness)。硬度是衡量材料软硬程度的一项重要

的性能指标, 它可理解为是材料抵抗弹性形变、塑

性形变或破坏的能力。人体组织的硬度各有差异(图
1)。目前, ECM硬度对细胞(尤其是干细胞)的影响及

其中的信号转导机制成为研究热点。本文就ECM硬

度在MSCs分化中的关键作用及其机制的研究进展

作一综述, 旨在为新型生物医学材料的设计提供科

学根据。

1   ECM硬度 
硬度与模量关系很大, 但是模量是材料本体的

性质, 而硬度更多的表现材料表面的性质。由于目

前对于ECM硬度的研究基本上采用均质材料, 故大

部分情况下可用杨氏模量(Young's modulus, E)或弹性

模量(Elastic modulus, E)表征材料的硬度。杨氏模量

是1807年由英国物理学家Thomas Young提出的描述

固体材料抵抗形变能力和衡量材料硬度的物理量[18]。

杨氏模量的大小标志了材料的硬度, 杨氏模量越大

硬度越大。对杨氏模量测定来说, 至今国内外还没

有一个统一的方法能测试所有的材料的硬度。因为

杨氏模量既与待测材料的性质有关, 也与测量方法

以及测量条件有关。不同材料的杨氏模量范围不同, 
对测量方法的要求也不一样。而且相同材料在不同

的条件下测量, 其杨氏模量值可能不同。依据测量

仪器的不同, 测量硬度的方法大致可以分为拉伸法、

压缩法、压痕法和旋转流变仪法[19-21]。除了杨氏模

量外, 液化抗剪强度(liquefaction stress), 即能使凝胶

液化的最小剪应力, 也是衡量ECM硬度的理想参数
[22]。

ECM硬度的可控性构建是研究的关键环节。

目前, 用于构建ECM硬度的化学成分包括聚丙烯酰

胺(polyacrylamide, PAAm)、聚苯乙烯、聚二甲基硅

氧烷(polydimethylsiloxane, PDMS)、胶原、琼脂糖

凝胶和硅胶等[7,23-26], 并且不同类型基质的硬度范围

和硬度控制方法也有所差异(表1)。其中, PAAm凝

胶因为本身的三维网络结构, 并具有一定的亲水性, 
不易受微生物腐蚀和酶解, 理化性质稳定, 作为模拟

体内细胞生长的理想基质, 应用最广[24,27-28]。通过控

制丙烯酰胺与双丙烯酰胺的比例可构建硬度范围从

几百帕到几十万帕的凝胶, 该范围能够真实反映体

内细胞生存的硬度。PAAm凝胶的出现为研究ECM
硬度对MSCs分化的影响提供了良好的平台[4,29-32]。

具有一定硬度梯度的基质利于系统研究ECM
硬度对MSCs分化的影响。硬度梯度的构建主要通

过以下两种方法: (1)基于PDMS交联密度与温度相关

的性质, 将凝固前的PDMS垂直至于热板上, PDMS底

脑[8-9]、上皮组织[10]、脂肪[11]、肌肉[4]、软骨[12]、类骨质[4,13]、疏松结缔组织[14]、动脉[15]、跟腱[16]、骨[17]。

Brain[8-9], epithelium[10], fat[19], muscle[4], cartilage[12], osteoid[4,13], loose connective tissue[14], artery[15], tendo achillis[16], bone[17].
图1  硬度范围与相应的组织类型

Fig.1  Range of stiffness and relative tissue types 
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部的热板(~120 °C)与顶部的环境空气温度(~20 °C)
构成温度梯度, 导致PDMS交联密度不同, 从而形成

具有一定硬度梯度的PDMS基质[25]; (2)利用具有径

向灰阶的光罩, 通过光聚作用, 使PAAm交联, 构建

了具有径向硬度梯度的PAAm凝胶[33]。近年来, 为模

拟MSCs生存的三维物理环境, 出现了一种效果良好

的触变性(thixotropic)聚乙二醇(polyethylene glycol, 
PEG)硅胶基质[22]。通过调节煅制二氧化硅的量, 可
得到不同硬度的基质, 并且利用这种纳米复合材料, 
可单独控制物理或化学因素对细胞的影响。与传统

聚合凝胶的酶促凝胶化[34]、化学药品[35]或光交联[36]

不同的是, 这种材料利用剪切应力液化PEG硅胶, 并

且在硅胶凝固之前, 便可轻易地将MSCs接种到硅胶

上。然而, 细胞在材料表面的黏附是贴壁依赖型细

胞生长的前提, 细胞只有在表面以一定的黏附力发

生黏附并铺展后, 细胞才能生长[37]。作为ECM替代

物的人工合成的可降解高分子聚合物材料, 绝大多

数亲水性差, 细胞吸附力弱, 需要进行必要的表面改

性和表面修饰, 以提高表面生物活性, 利于细胞在材

料上的黏附, 进而促进细胞的增殖和分化[38]。

2   ECM硬度影响MSCs分化
近年来的许多研究表明, 二维培养条件或三

维培养条件下模拟不同组织硬度的ECM均能诱导

表1  不同类型细胞外基质的硬度范围及硬度控制方法

Table 1  Stiffness range of different types of ECM and methods of controlling ECM stiffness
二维/三维培养

2D/3D culture
细胞外基质类型

ECM type
硬度范围(kPa)
Stiffness range (kPa)

控制细胞外基质硬度的方法

Method of controlling ECM stiffness

2D culture Collagen-I (Col I) 0.1~1.0 The Young’s modulus of the gel increased with the collagen 
concentration[26]

Gtn-HPA-(Tyr)   c ross- 
linked with HRP and H2O2

0.6~26.8 The storage modulus of the hydrogel was significantly raised by 
increasing the H2O2 concentration[39-40]

Poly (acrylamide-co-acrylic 
acid) (pACAA) hydrogel

0.5~70.0 The elastic modulus of the hydrogel had a positive correlation with the 
percentage of cross-linker (bis-acrylamide) used[41]

Polyacrylamide (PAAm) 0.1~80.0 The Young’s modulus of the gel was adjusted by varying the 
concentration of acrylamide and bis-acrylamide[4,30]

Polyalkyl acrylate 250~2 200 The material substrates consist of a vinyl backbone chain with the side 
groups –COO(CH2)xH, the elastic moduli decreased monotonically as 
the number of methyl groups in the side chain increased[42]

P o l y d i m e t h y l s i l o x a n e 
(PDMS)   

11~1 100 As the ratio of oligomer [tetra(trimethylsiloxy)] to cross-linker 
(tetramethyl-tetravinylcyclotetrasiloxane) increased, the Young’s 
modulus of the substrate decreased[43]

Polyethylene glycol (PEG) 
gel

6~26  The shear modulus of the gel had a linear increase with mixed PEG 
macromers [4arm-PEG- thiol (SH) , 8arm-PEG- vinylsulfone (VS)] 
concentrations[44]

3D culture Alginate gel
  

2.5~30 The elastic modulus of the gel was raised by increasing the 
concentration of cross-linker (calcium ions)[45]

Collagen-
glycosaminoglycan (CG) 
scaffold 

0.5~1.5 The compressive modulus of the scaffold was raised by increasing 
the concentration of cross-linker (1-ethyl-3-3-dimethyl aminopropyl 
carbodiimide)[46]

Collagen-hyaluronic acid
scaffold
  

1~10 The elastic modulus of the substrates was modified by adjusting the 
concentration of 1-ethyl-3 (3-dimethylamino-propyl) carbodiimide 
(EDC) as a cross-linker[47]

HyA-Tyr gel cross-linked 
with HRP and H2O2

5.4~11.8 The compressive modulus of the hydrogel was significantly raised by 
increasing the H2O2 concentration[48]

PEG gel 0.2~59.0 The compressive modulus of the scaffold increased with increasing 
PEG-tetramethacrylate (PEGTM) monomer mass fraction[49]

PEG nanofiber scaffold 2~15 The storage modulus of scaffold increased with increasing 
photopolymerization time[50]

PEG-silica gel 0.007~0.100 The liquefaction stress (τy) of the gel was proportional to the weight 
percentage of fumed silica incorporated gel[22]

Gtn-HPA-(Tyr): 明胶–对羟基苯丙酸–(酪胺); HRP: 辣根过氧化物酶; HyA-Tyr: 透明质酸–酪胺。

Gtn-HPA-(Tyr): gelatin-hydroxyphenylpropionic acid-(tyramine); HRP: horseradish peroxidase; HyA-Tyr: hyaluronic acid-tyramine.
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MSCs分化成不同类型的细胞。二维培养条件和

三维培养条件下, ECM诱导MSCs分化主要集中在

神经、软骨、成肌及成骨方向。但二维培养条件

下ECM硬度还可以诱导MSCs分化成腱细胞, 而三

维培养条件下有关于血管组织, 包括内皮细胞和平

滑肌细胞分化方向的报道。此外, 二维培养条件下

ECM硬度还可以维持MSCs处于不分化状态。鉴定

MSCs分化类型的特异性标志物和染色方法如表2和
表3所示。

2.1   二维培养条件下ECM硬度对MSCs分化的影响

目前, 大量的研究结果表明, 二维培养条件下

ECM硬度能诱导MSCs向神经、软骨、成肌和成骨

等方向分化。2006年, Engler等[4]参照之前Pelham
和Wang[56]的 方 法 构 建 了 由I型 胶 原 蛋 白(type I 
collagen, ColI)表面修饰且硬度不同的PAAm凝胶培

养基, 首次开展ECM硬度对MSCs分化影响的研究, 
发现在不存在化学诱导因子的条件下, 将MSCs培
养于0.1~1.0 kPa(模拟脑组织硬度)的基质上, MSCs

表2   接种在不同硬度和表面成分细胞外基质上的MSCs分化方向及鉴定分化方向的特异性标志物

Table 2  Differentiation of MSCs seeded on ECM with different stiffness and surface compositions and 
specific marker to characterize specific lineages

分化方向

Specification
细胞外基质硬度(kPa) 
ECM stiffness (kPa)

细胞外基质表面成分

Composition of ECM surface
特异性标志物

Specific marker
Neurocyte 0.1~1.0 Collagen type I (Col I)[4] β-III tubulin (early marker)[4]     

6.5 ppAAc[51] Microtubule-associated protein 2 (MAP2) (mid/late 
marker)[31]

Neurofilament heavy chain (NFH) (late marker)[4] 
Neurofilament light chain (NFL, NEFL)[31]

Nestin (neural stem cell marker)[31]

Enolase2 (ENO2)[22]

Astrocyte 10 Col I-hyaluronic acid (HyA)[47] Glial fibrillary acidic protein (GFAP)[47]

Oligodendrocyte 10 Col I-HyA[47] CNPase (early marker)[47]

 O4[47]

Endothelial cell 3 Col I[50] Flk-1[50]

Adipocyte 0.25 Col I-fibronection (FN)[52] PPAR-γ[45]

1 Col I[29] Lipoprotein lipase (LPL)[29] 
2.5~5.0 RGD peptides[45] Adiponectin (Adn)[45]

Myoblast 8~17 Col I[4] MyoD, MyoD1[4]

25 FN[30] Myogenin (MYOG)[22]

Desmin[39]

Smooth muscle cell 8~15 Col I[50] α-actin[50]

2 000 000 Col I[29] Smooth muscle α-actin (α-SMA)[29]

Calponin-1[29]

Cardiomyocyte 10.2 Col I[53] GATA4[53]

Myosin heavy chain (MHC)[53]

α-sarcomeric actin (α-SCA)[53]

Chondrocyte 0.5 Col I-HyA[46] Aggrecan (ACAN)[54]

1 Col I[29] Collagen type II (Col II)[54]

1.6±0.3 Col I-FN[54] Collagen type X (Col X )[54]

5.4 HyA-tyramine (Tyr)[48] Sox 9[54]

Osteoblast 1.5 Col I-chondroitin sulphate[46] Runx2 (CBFα1) (early marker)[4]

11~30 RGD peptides[45] Osterix (early marker)[41]

15.4 BMP-2mimetic peptides[41] Alkaline phosphatase (ALP) (early marker)[32]

25~40 Col I[4] osteocalcin (OCN) (late marker)[41]

40.0±3.6 Col I-FN[54] osteopontin (OPN) (late marker)[41]

41 ppTMP[51] Col I[32] 
41±6 pAAc[43]

47.5 RGD peptides[41] 
80 Col I[30]

~250 FN[42]

190~3 100 FN or gelatin[25]

Tendon cell 30-50 Col I[55] Scleraxis (Sclx)[55] 
Tenomodulin (Tnm)[55]

ppAAc: 等离子体聚丙烯酸; ppTMP: 等离子体聚合磷酸三甲酯; pAAc: 聚丙烯酸。

ppAAc: plasma polymerised acrylic acid; ppTMP: plasma polymerized trimethyl phosphite; pAAc: polymerised acrylic acid.
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呈现神经细胞分支状的形态, 并且高表达神经细胞

标志分子P-NFH和β-III微管蛋白(β-III tubulin); 将
MSCs培养于8~17 kPa(模拟肌肉组织硬度)的基质上, 
MSCs变成与C2C12成肌细胞相似的梭形且成肌细

胞标志分子MYOD表达上调; 在25~40 kPa(模拟类

骨质硬度)的基质上, MSCs呈现与成骨细胞相似的

多角形, 并且成骨细胞标志分子RUNX2表达水平上

调。

此外, 不仅单一ECM硬度能影响MSCs分化, 硬
度梯度亦能在MSCs分化中发挥作用。无论在生理

还是病理条件下, 机体内组织和器官的硬度都存在

一定的梯度, 例如, 正常心肌组织的硬度梯度约为

0.6±0.9 kPa/mm, 而梗塞的心肌组织的硬度梯度约为

8.7±1.5 kPa/mm。Tse等[33]通过光聚作用构建了ECM
硬度梯度范围为1~12 kPa且径向梯度为1.0±0.1 kPa/mm
的PAAm凝胶, 发现多数MSCs具有向ECM硬度较大

的方向迁移的趋势, 并分化为成肌细胞, 但其中仍有

少量MSCs表达神经细胞标志分子β-III tubulin。另外, 
Sharma等[55]利用PAAm凝胶模拟肌腱肉芽组织和类

骨质的硬度范围(10~90 kPa), 构建了硬度梯度分别为

10~90 kPa、10~30 kPa、30~50 kPa和70~90 kPa的四

种基质; 发现70~90 kPa梯度的基质能诱导MSCs表
达成骨细胞标志分子RUNX2和碱性磷酸酶(alkaline 
phosphatase, ALP); 在硬度梯度为10~90 kPa, 纤连

蛋白(fibronectin, FN)表面修饰的基质中, 硬度大于

20 kPa的区域有钙结节形成, 说明MSCs向成骨细胞

分化; 而在该硬度梯度的基质表面固定ColI或者添

加含有ColI的培养基溶液后均能抑制成骨分化。此

外, 研究还表明肌腱细胞标志分子Sclx和肌调蛋白

(Tnm)在30~50 kPa且表面固定有ColI的基质中表达

水平上调。

ECM硬度不仅能促进MSCs分化, 还可以保持

MSCs处于静息状态。Winer等[52]研究发现, 在不添

加任何分化诱导因子的前提下, 接种于模拟骨髓硬

度的软基质(E=0.25 kPa)上的MSCs既不增殖也不分

化, 处于静止状态。为证明处于软基质上的MSCs仍
具有多向分化潜能, MSCs在软基质上培养2 d后, 添
加成脂诱导液后, MSCs形成明显的脂滴, 说明其向

脂肪细胞分化; 转到添加了成骨诱导液的硬性玻璃

培养皿上诱导分化24 d后, 与未培养于软基质而直

接诱导分化的细胞作对比, 发现鉴定成骨分化的茜

素红染色均呈阳性, 说明软基质能保持MSCs处于静

止状态, 保持多向分化潜能, 同时依然感应外界物理

或化学刺激。

2.2   三维培养条件下ECM硬度对MSCs分化的影响

近年来, 三维培养技术逐渐成为细胞培养领域

研究的热点, 其利用各种方法及材料, 使细胞以立体

方式生长, 形成类似体内组织的空间结构, 进而减小

二维培养条件与体内生长环境的差异性。因此研究

三维培养条件下ECM硬度对MSCs分化的影响对组

织工程学和临床应用都有重要意义。

三维培养条件下ECM硬度对MSCs分化的影响

与前述二维培养条件下的研究结果相似[22,45-50]。Pek
等[22]运用液化抗剪强度(τy)分别为7, 25, 40, 75, 100 Pa
的PEG硅胶, 研究发现ECM硬度为7 Pa时, 神经标志

分子ENO2的表达上调; 而成肌标志分子MYOD和成

骨标志分子RUNX2分别在中等硬度基质(τy=25 Pa)
和较高硬度基质(τy=75和100 Pa)中表达上调。此外, 
他们通过将精氨酸–甘氨酸–天冬氨酸(Arg-Gly-Asp, 
RGD)肽固定在基质上, 发现RGD肽对处于τy>75 Pa
的基质中的MSCs增殖和成骨分化均有促进作用。

此外, Toh等[48]通过辣根过氧化物酶(HRP)和H2O2调

节透明质酸–酪胺偶联物的交联度, 获得了ECM硬

度分别为5.4, 9.5, 11.8 kPa的三种基质, 他们研究发

表3  鉴定MSCs分化的染色方法

Table 3  Staining method to characterize the differentiation of MSCs into specific lineages
分化方向

Specification
染色方法

Staining method
检测物质

Detection site
参考文献

References

Adipocyte Oil red O Oil droplet [29]

Chondrocyte Alcian blue Proteoglycan [29,54] 

Safranin-O Proteoglycan [48]

Osteoblast Alizarin red Calcium deposit [25,32]

Calcein blue Calcium deposit [25]

Alkaline phosphatase (ALP) assay kit ALP activity [40]

Fast blue ALP activity [45]
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现MSCs在硬度为5.4 kPa的低交联度基质中, 细胞呈

圆形并出现细胞聚集现象。此外, 标志软骨形成的

黏多糖和II型胶原(type II collagen, ColII)明显增多, 
说明MSCs向软骨细胞分化。 

除了上述几种分化方向外, 三维培养条件下

ECM硬度还能诱导MSCs分化成血管类型的细胞。

Wingate等[50]利用硬度范围介于2 kPa与15 kPa之间

(模拟血管内膜及中膜的硬度)的三维PEG纳米纤维

凝胶, 研究发现24 h内95%的MSCs在硬度为3 kPa的
基质中内皮细胞标志分子Flk-1表达上调, 但硬度大

于8 kPa的基质中, 只有20%的MSCs表达Flk-1。相反, 
在硬度大于8 kPa的基质中, 有大约80%的MSCs表达

平滑肌细胞标志分子α肌动蛋白(α-actin), 而在硬度

小于5 kPa的基质中, 只有不到10%的MSCs表达α肌
动蛋白。上述结果对于人工血管的构建具有重要作

用。

2.3   ECM硬度联合其他因素对MSCs分化的影响

干细胞的微环境中存在多种调控因素, ECM硬

度不是决定MSCs分化命运的唯一因素, 其能与细胞

生存的微环境中的其它物理或化学因素相互作用, 
共同影响MSCs的分化过程。

2.3.1   ECM硬度和生长因子      转化生长因子

β(transforming growth factor beta, TGF-β)是一类多

功能的细胞因子, 它可促进MSCs分化成平滑肌细

胞和软骨细胞。Park等[29]利用硬度值为1 kPa的ColI
凝胶和表面涂覆有ColI的细胞培养皿(硬度约为2 
GPa[57])分别模拟软性及硬性基质来探究ECM硬度

对MSCs分化的影响。MSCs在硬性基质中不仅应力

纤维较多, 而且增殖率也较软性基质中高。此外, 在
硬性基质中, 平滑肌细胞标志分子α-SMA、钙调蛋

白-1(calponin-1)表达上调, 而软性基质中的MSCs, 
软骨细胞标志分子ColII和脂肪细胞标志分子LPL表
达均上调。添加TGF-β后, 硬性基质中的平滑肌细

胞标志分子表达进一步上调, 但软性基质中的LPL
表达水平下调, 说明MSCs向脂肪细胞分化受到抑

制。

另外, 骨形态发生蛋白-2(bone morphogenetic 
protein-2, BMP-2)模拟肽具有促进成骨的作用[58]。

Zouani等[41]研究发现, MSCs在硬度为15.4 kPa的
pACAA凝胶中MYOD表达上调, 说明其向成肌细胞

分化, 而MSCs在硬度为47.5 kPa的基质中成骨细胞

标志分子Osterix、RUNX2、OCN及OPN表达均上调, 

说明MSCs向成骨细胞分化; 然后将BMP-2模拟肽固

定在基质表面, 发现MSCs在上述两种硬度条件下均

向成骨细胞分化; 而在更软的0.76~3.2 kPa基质上, 
BMP-2模拟肽的促进成骨作用受到抑制并且MSCs
也不向神经细胞分化, 这可能与软基质诱导肌动蛋

白细胞骨架重组有关。此外, 血小板衍生生长因子、

甲状旁腺激素、成纤维细胞生长因子、表皮生长因

子等[59-61]均能促进MSCs分化, 但它们与ECM硬度是

否存在相互作用, 尚待进一步研究。

2.3.2   ECM硬度和细胞密度       除了ECM硬度外, 
有研究证实, 高细胞接种密度促进MSCs成脂分化, 
而低细胞接种密度促进成骨分化[62]。Xue等[54]基

于以上研究基础, 揭示ECM硬度和细胞密度(细胞

间的相互作用)两者共同决定了MSCs的分化方向。

他们发现当细胞接种密度高(20 000/cm2)时, MSCs
无论在硬度为1.6±0.3 kPa的软性基质或是硬度为

40.0±3.6 kPa的硬性基质中, 不仅形态和铺展面积

没有变化, 而且成骨分化标志分子RUNX2、ALP和
ColI均不表达; 而当细胞接种密度低(1 000/cm2)时, 
MSCs在软性基质中的成骨分化标志分子与硬性基

质中相比, 表达水平显著上调, 说明ECM硬度在细

胞密度低时才对MSCs成骨分化产生影响。此外, 他
们还发现软性基质对MSCs软骨分化具有促进作用, 
但与细胞接种密度无关。

2.3.3   ECM硬度和表面形貌       ECM的表面形貌

是细胞锚着微环境的另一物理特性, 其对干细胞行

为有着重要而复杂的影响, 甚至决定着干细胞的分

化命运[63]。Yu等[53]先采用光刻和微接触印刷技术在

PAAm凝胶表面分别布满长条形和正方形的修饰蛋

白岛并与表面均匀覆盖相同ECM蛋白的基质对照, 
研究发现MSCs在硬度为10.2 kPa且表面布满长条形

蛋白的基质上, 成肌细胞标志分子表达水平不仅明显

高于表面均匀覆盖蛋白组, 而且高于硬度为40.7 kPa
而无论表面形貌组。因此, ECM硬度与表面形貌在

诱导MSCs成肌分化上具有联合效应。

2.3.4   ECM硬度和表面化学      模拟同一组织硬度

范围的ECM却能使MSCs向不同方向分化, 并且有

时在某一组织硬度范围外的ECM仍可以诱导MSCs
分化为该种组织的细胞, 这些现象可能与ECM表面

成分的不同有关, 提示ECM硬度联合表面化学在

MSCs分化中发挥重要作用(表2)。Rowlands等[30]运

用ColI、IV型胶原蛋白(type IV collagen, ColIV)、层
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黏连蛋白(laminin, LN)和FN四种ECM蛋白分别包被

硬度为0.7, 9, 25, 80 kPa的四种PAAm凝胶表面, 组
成十六种复合基质; 研究发现MSCs在80 kPa且ColI
表面修饰的基质中, 成骨细胞标志分子RUNX2的表

达水平最高; 而成肌细胞标志分子MYOD在25 kPa
且FN表面修饰的基质中表达水平最高, 并且与表面

固定有ColI, 硬度为80 kPa的基质中的MYOD表达

水平相似。然而, Yu等[53]证实MSCs在ColI表面修饰、

硬度为10.2 kPa的基质上成肌细胞标志分子表达水

平最高, 而当基质表面修饰蛋白换成FN后, MSCs在
硬度为40.7 kPa的基质上成肌细胞标志分子的表达

水平明显高于其在硬度为10.2 kPa的基质上的表达

量。另有研究证明, ColI对ECM硬度诱导的MSCs
成骨分化具有抑制作用[55]。Wang等[25]将表面分别

经过FN和Gtn修饰的PDMS基质与表面仅用氧等离

子体处理过的基质进行对比, 三者的硬度梯度均为

190~3 100 kPa; 研究发现MSCs经过2周诱导培养, 其
在FN包被的基质上成骨分化指标钙结节形成数量

和尺寸略大于Gtn包被的基质, 但两者均明显大于表

面用氧等离子体处理的基质, 说明FN和Gtn对MSCs
成骨分化具有一定的促进作用[64-65]; 然而, 经过3周
诱导培养后, 他们发现在ECM硬度较大的条件下, 
FN和Gtn包被的基质上钙结节数量仍多于氧等离子

体处理过的基质, 但在较软的基质上这种差距明显

缩小, 且整个硬度梯度范围内三种基质上钙结节尺

寸趋于相似。以上结果均表明, ECM硬度与ECM蛋

白相互作用共同指导MSCs分化。

Murphy等[46]应用硫酸软骨素(chondroitin sulfate , 
CS)和HyA两种不同的黏多糖构建了成分不同的胶

原–黏多糖支架, 其硬度分别为0.5, 1.0, 1.5 kPa。研

究发现MSCs接种在含有HyA成分且硬度为0.5 kPa
的支架表面, 软骨细胞标志分子Sox9表达上调, 而
RUNX2在含有CS、硬度为1.5 kPa的支架上表达上

调, 说明MSCs向成骨细胞分化。此研究不仅证明了

三维培养条件下的支架硬度可调控MSCs分化, 而且

支架成分能进一步促进MSCs分化。

除了ECM蛋白和支架成分外, ECM硬度还能联

合ECM表面修饰聚合物影响MSCs分化。Lanniel等
[51]通过硬度范围介于5.5~152.0 kPa之间且表面与ColI
和分别含有氨基、羧基、磷酸基团三种不同官能团

的等离子体聚合物(ppAAm、pAAC和ppTMP)交联的

PAAm凝胶, 研究ECM硬度与表面化学对MSCs分化

的作用。研究发现, MSCs在硬度为41 kPa, ppTMP表
面修饰的基质中, 成骨细胞标志分子RUNX2表达上

调; 成肌标志分子MYOD在中等硬度值(10~17 kPa), 
pAAC表面修饰的基质中表达上调; 神经细胞标志分

子β-III tubulin在硬度为6.5 kPa的pAAC表面修饰的

基质中表达上调。此外, 添加成骨分化诱导因子后, 
发现MSCs在硬度大于10 kPa, 表面交联ppAAm的基

质中形成了标志成骨分化的钙结节, 但在ColI表面

修饰的基质中无此现象。 

3   ECM硬度调控MSCs分化的信号转导

机制
细胞感应ECM硬度的过程归根结底还是对力

学刺激的感应, 只有将力学刺激转变成相应信号传

入胞内, 才能引起一系列应答反应, 其中的关键问

题是力学信号如何转换为生物学信号。ECM-整合

素–肌动蛋白细胞骨架系统在ECM硬度力学信号转

导中起着重要作用。细胞内存在ECM硬度力学信

号与生物化学信号的反馈循环(图2)。整合素介导

的由内向外信号传递(inside-out signaling)和由外向

内信号传递(outside-in signaling)造成了ECM硬度力

学信号与整合素/Rho信号通路的循环作用。其中

整合素/Rho信号通路将通过与其他信号通路的交

谈“cross talk”, 影响相关基因的表达, 以调控细胞分

化。

3.1   ECM硬度力学信号转导的生物学基础

3.1.1   整合素      整合素是由α、β两个亚单位组成

的异二聚体黏附分子, α、β亚单位均为单跨膜糖蛋

白, α亚单位决定着与ECM结合的受体特异性。迄

今已发现6种α亚单位、9种β亚单位, 它们以不同的

组合方式构成24余种整合素分子, 对不同的ECM蛋

白有不同的结合特性[66]。整合素β亚单位的胞内区

能与黏着斑激酶(focal adhesion kinase, FAK)的氨基

端反应, FAK在细胞内信号转导中具有重要作用, 其
进一步与各种信号分子反应, 如C-Src、Graf、IP-3
激酶等, 这些信号分子又可进一步激活各种下游蛋

白的级联反应, 包括促有丝分裂原激活蛋白激酶

(mitogen-activated protein kinase, MAPK)、蛋白激

酶C(protein kinase C, PKC)和PIP-5激酶等[67]。整合

素通过特殊分子结构将ECM与肌动蛋白细胞骨架

相连: 在细胞外通过识别包含RGD序列的多肽位点, 
整合素与ECM蛋白相互作用; 在细胞内黏着斑(focal 



吕洪伟等: 细胞外基质硬度调控间充质干细胞分化 373

adhesion, FA)处, 整合素通过接头蛋白(主要包括踝

蛋白、纽蛋白和α-辅肌动蛋白)与肌动蛋白纤维束

状结构, 即应力纤维(stress fiber, SF)连接[68]。通过上

述结构, 整合素成为力在ECM与肌动蛋白细胞骨架

之间双向传递的分子连接。目前, 越来越多的研究

表明, ECM硬度力学信号通过整合素介导的信号通

路调控MSCs增殖和分化[31-32], 因此整合素在ECM硬

度力学信号转导中扮演关键角色, 并定位于转导通

路的起始端。

3.1.2   肌动蛋白细胞骨架      细胞骨架是胞浆中一

组由纤维状结构组成的网架, 具有支撑和维持细

胞形态及细胞运动的功能。细胞骨架主要包括微

丝、微管和中间丝。微丝即肌动蛋白纤维(actin 
microfilament), 在真核细胞中由肌动蛋白组成, 系直

径约7 nm的骨架纤维。肌动蛋白以单体或多聚体的

形式存在, 单体的肌动蛋白呈球状, 称为G-肌动蛋

白; 多聚体的肌动蛋白呈纤维状, 称为F-肌动蛋白。

肌动蛋白细胞骨架的主要组成成分是SF应力纤维

(stress fiber, SF)和FA。FA是ECM和肌动蛋白细胞

骨架的附着点, 能够把细胞外信号传递到胞质内[69]。

SF由丝状的F-肌动蛋白组成, SF-FA复合结构使细

胞有力量作用于ECM, 并产生细胞形态改变、迁移

和分化[70]。FA在细胞分化早期为MSCs通过SF收缩

来感应其所处微环境的硬度提供了必要的力传递途

径。细胞通过肌球蛋白II调控肌动蛋白SF收缩, 对
ECM产生牵引力[71]。研究人员通过非肌肉肌球蛋白

II(nonmuscle myosin II, NMMII)的阻断剂blebbistatin
抑制SF收缩产生细胞骨架张力(cytoskeletal tension), 
发现ECM硬度诱导的MSCs分化作用也随之受到抑

制, 说明肌动蛋白细胞骨架是ECM硬度力学信号传

导通路中的重要一环[4,41]。

3.2   ECM硬度力学信号与整合素/Rho信号通路

的循环作用

ECM硬度可以调节肌动蛋白细胞骨架张力, 并
藉此通过整合素调节胞内信号分子的活性。有研究

表示, ECM硬度增加可以引发细胞内力学信号和整

合素/Rho信号通路的反馈循环: ECM硬度增加激活

整合素, 进而刺激Rho活性增加, Rho藉由其受体蛋

白Rho激酶(Rho associated kinase, ROCK)激活肌球

蛋白轻链激酶(myosin light chain kinase, MLCK); 磷
酸化的MLCK又进一步通过调节NMMII活性增强SF
收缩, SF收缩增强反而促进FA装配, 使细胞与ECM
黏附增强, 即细胞作用于ECM的牵引力增加, 其影

响ECM硬度, 从而造成信号的循环作用[72-74]。此外, 

ECM stiffness Stress fiber
contraction

Ca2+

MLCK

ROCK

Rho

Integrin

BMPR RTK Integrin

Smads RAS FAK

ERKAKT

Gene regulation Differentiation

Inside-out signaling

Outside-in signaling

Cross talk of signals

图2   细胞外基质硬度对细胞分化的力学和生化信号反馈循环

 Fig.2   The mechanical and biochemical signals in the feedback loop of ECM stiffness on cell differentiation 
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ECM硬度增加刺激Rho活性增加后, 其受体蛋白

ROCK还可以通过激活细胞膜上力敏感的离子通道

使细胞内钙离子(Ca2+)浓度增加, 进而激活MLCK, 
导致SF收缩增强[75-76]。已有一些证据表明, MSCs中
也存在类似的信号循环作用, 例如, 在硬性基质上, 
MSCs铺展面积大, SF增粗而呈紧张状态, FA紧密且

装配完善; 而在软性基质上细胞的表现则截然相反, 
它们的铺展面积小, 趋近于圆形, 肌动蛋白细胞骨

架和FA装配都不够完善[4,32,41]。此外, Kim等[76]研究

发现, ECM硬度能够调节胞质内钙离子浓度, 而另

有研究证明胞内Ca2+浓度在细胞分化中起着重要作

用[77], 例如电刺激调控钙振荡能促进MSCs成骨分

化[78]。故认为ECM硬度还可能通过调节钙离子浓

度调控MSCs分化。

3.3   整合素/Rho信号通路与其他信号通路的“交
谈(cross talk)”

在基质硬度力学信号与整合素/Rho信号通路的

循环过程中, 整合素/Rho信号通路直接或间接地与

MSCs神经、成肌、成骨等分化相关信号通路之间

发生交联。其中BMP/Smad信号通路、FAK信号通

路、RhoA信号通路及Ras信号通路具有重要调控作

用, 彼此相互联系, 构成一个复杂的信号网络, 最终

导致基因表达的变化。

3.3.1   BMP/Smad信号通路      BMP/Smad信号转导

通路对于细胞分化十分重要, Smad蛋白是胞内介导

BMP信号通路中重要的下游信号分子和细胞内信号

传导中的枢纽[79]。Du等[31]研究表明, 软性基质比硬

性基质更大程度地诱导了MSCs整合素β1的活化, 但
软性基质中的MSCs表面整合素β1含量明显低于硬

性基质。进一步研究发现, 软性基质中的整合素β1
发生了由小窝蛋白介导的胞吞作用所调控的内化。

软性基质使整合素-ECM蛋白复合物解离, 从而触发

整合素的内化; 软性基质导致骨形态发生蛋白受体

(bone morphogenetic protein receptor, BMPR)的亚细

胞定位发生改变, 使其下游信号Smad1/5/8被抑制, 
神经标志分子微管相关蛋白2(microtubule associated 
protein 2, MAP2)、神经丝轻链(neurofilament protein 
light chain, NFL)蛋白和巢(nestin)蛋白表达上调, 最
终导致MSCs向神经细胞分化(图3A)。此外, Zouani
等[41]发现, 在表面固定了BMP-2模拟肽且分别模拟

肌肉和胶原骨组织硬度的ECM上, MSCs均向成骨细

胞分化; 然后通过NMMII的阻断剂blebbistatin抑制

SF收缩, 结果导致上述两种硬度条件下成骨标志分

子的表达均受到阻断, 同时Smad1/5/8的磷酸化水平

及核转位也随之被抑制, 说明MSCs通过细胞骨架张

力感应ECM硬度并调节BMP/Smad信号转导通路从

而进行成骨分化(图3C)。因此, BMP/Smad信号通路

的激活对ECM硬度介导的MSCs成骨分化具有促进

作用, 而BMP/Smad信号通路的抑制促进ECM硬度

诱导的MSCs神经分化。

3.3.2   RhoA信号通路      Rho是一类重要的信号转

导分子, 发挥着“分子开关”的作用, 在GTP结合的活

化状态和GDP结合的非活化状态之间快速切换, 将
细胞外信号传至细胞内, 并且其在肌动蛋白细胞骨

架的调节中起着核心作用。Yu等[53]研究表明, ECM
硬度和表面形貌共同作用使MSCs形成形态细长的

FA, 细长的FA通过整合素β3聚集激活RhoA信号通

路, 同时RhoA又进一步增加下游信号分子MLCK磷

酸化, 其对NMMII的活性具有增强作用。NMMII
通过增强SF收缩产生肌动蛋白细胞骨架张力, 从而

导致成肌细胞标志分子MYOD、GATA4和心肌细

胞标志分子α-横纹肌肌动蛋白(α-sarcomeric actin, 
α-SCA)、肌球蛋白重链(myosin heavy chain, MHC)
表达上调, 最终促使MSCs分化为成肌细胞[62](图
3B)。
3.3.3   FAK信号通路      FAK是整合素介导的胞外–
胞内信号转导通路的基础信号传递分子[80]。Friedland
等[81]证实在ECM硬度力学信号转化成生化信号的过

程中, 由肌球蛋白II调节肌动蛋白SF收缩产生的细

胞骨架张力和ECM硬度产生的被动张力共同作用, 
触发整合素α5β1在松弛状态(relaxed state)和牵张状

态(tensioned state)之间切换, 该过程不仅可以通过改

变整合素α5β1-FN黏合带(α5β1-fibronectin adhesive 
bonds)的强度影响细胞与ECM的黏附力度, 而且能

引起FN上协同位点的变化, 而协同位点的变化具有

激活下游信号分子FAK的作用。另外, FAK可以通

过促进整合素的活化作用, 增强细胞与ECM的黏附

力度[82]。Salasznyk等[83]利用siRNA干扰的方法, 证
明FAK通过调节下游信号分子细胞外调节蛋白激

酶(extracellular regulated protein kinases, ERK)的 活

性, 调控MSCs成骨分化。另有研究揭示, ECM硬度

通过RhoA-ROCK-ERK信号转导通路促进成骨细胞

特异性转录因子RUNX2的表达, 进而调控前成骨细

胞MC3T3-E1的成骨分化[84]。Shih等[32]基于上述研
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究结果, 探究FAK与ROCK两种信号通路在ECM硬

度调控MSCs成骨分化过程中存在的联系, 研究证实

ECM硬度通过整合素α2-ROCK-FAK-ERK1/2信号

转导通路, 调控RUNX2的表达, 进而使MSCs分化为

成骨细胞(图3C)。
3.3.4   Ras信号通路      Ras蛋白在传递细胞生长分

化信号方面起重要作用, 其介导的信号传导被视

为影响ERK、蛋白激酶B(protein kinase B, PKB或
AKT)和Smad等许多信号通路的“总开关”[85]。 当生

长因子激活受体酪氨酸激酶(receptor tyrosine kinase, 
RTK)后, 受体细胞质结构域磷酸化, 新的磷酸化

位点同生长因子结合蛋白2(growth factor receptor-
bound protein 2, Grb2)-SOS蛋白结合后, SOS蛋白

被激活, 进而激活Ras蛋白。AKT是磷脂酰肌醇-3
激酶(phosphoinositide 3-kinase, PI3K)的一个下游

靶点, 活化的AKT参与PI3K调控细胞增殖分化。

Hamidouche等[86]研究证实整合素α5与PI3K/AKT
信号通路及ERK信号通路之间相互联系, 可通过激

活PI3K/AKT信号通路和ERK信号通路诱导成骨标

志分子表达, 促进MSCs成骨分化。Xue等[54]证实, 
40.0±3.6 kPa的硬性基质对MSCs成骨分化有促进作

用。并且硬性基质中Smad1/5/8、AKT和ERK的磷

酸化水平均较软性基质明显上调, 抑制Ras表达, 发
现下游信号分子Smad1/5/8、ERK和AKT均受到抑

制, 并且成骨分化标志分子RUNX2、ALP和ColI表
达下调; 而活化Ras后, 发现Smad1/5/8、ERK和AKT
中, 只有ERK磷酸化水平上调, 而成骨分化标志分子

表达未上调。上述结果提示, Ras-Smad1/5/8/AKT/
ERK信号通路在ECM硬度调控MSCs成骨分化中扮

演必要而不充分的角色, 还有其他的信号网络参与

该过程的调控(图3)。 
3.4   三维和二维培养条件下ECM硬度调控MSCs
分化机制的差异

三维培养条件下ECM硬度调控MSCs分化的机

制与二维培养培养条件的差异主要体现在细胞感应

ECM硬度的过程。二维培养条件下细胞通过SF收缩

图3  细胞外基质硬度调控MSCs分化的信号转导通路

Fig.3  Signal transduction pathways of MSCs differentiation modulated by ECM stiffness
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对ECM产生牵引力来感应ECM硬度并形成ECM硬

度和整合素/Rho信号通路的循环作用; 而三维培养

条件下细胞感应ECM硬度的过程与SF收缩和ROCK
级联反应无关, 但可能与整合素-ECM蛋白黏合带和

中间丝有关。Sapun等[49]利用硬度为0.2~59.0 kPa的
PEG凝胶, 发现MSCs在硬度为59.0 kPa基质中, 成骨

标志物表达上调。与二维培养条件下的硬性基质中

MSCs呈铺展面积较大多角形, 并且肌动蛋白SF密
集相比[1,4,52], 三维培养条件下, MSCs呈圆球形、微

丝和微管稀疏分散, 这与之前Huebsch等[45]的研究结

果相同。进一步通过可溶性的RGD肽阻断整合素

与ECM蛋白间的联系, 发现ECM硬度诱导的MSCs
成骨分化随之受到抑制, 因此整合素-ECM蛋白黏合

带是该过程所必需的。此外, 他们利用拉春库林A、

秋水仙素、blebbistain、ML7与Y-27632分别阻断微

丝、微管、NMMII、MLCK和ROCK, 研究发现除

了拉春库林A有促进MSCs成骨分化作用外, 其他几

种阻断剂均无影响。上述结果提示, 三维培养条件

下MSCs感应ECM硬度过程与肌球蛋白调控SF收缩

产生的张力和ROCK级联反应无关[49]。此外, 细胞

骨架除了微丝和微管外, 还具有中间丝结构, 其与

FA组装有关, 并在胞内与整合素存在联系[87]。研究

发现前成骨细胞通过中间丝感受剪切应力[88], 破坏

中间丝后, 细胞不仅形态发生了改变[89], 而且其对应

力的反应[90]也随之消失。因此三维培养条件下细胞

感应ECM硬度的过程可能与整合素-ECM蛋白黏合

带和中间丝有关[91], 但具体机制还有待进一步研究。

4  结语与展望
ECM硬度调控MSCs分化对组织工程及再生

医学都具有极大的启示。目前, 对于ECM硬度调控

MSCs分化还有许多方面的研究亟需深入, 具体包括

如下几个方面: 
(1)目前采用的模拟组织硬度的ECM材料存

在一定缺陷, 主要包括PAAm和胶原凝胶等, 比如

PAAm凝胶具有一定的细胞毒性, 同时如何稳定控

制其吸水后的弹性模量也是不容忽视的问题; 而由

胶原等生物活性物质制备的凝胶, 则由于其本身就

是ECM成分而对实验结果造成一定干扰。因此如何

能够制备出与体内生理环境更加相似、适合MSCs
植入、培养和分化为特定组织器官且具备生物相容

性和组织硬度的支架材料值得学者研究和探讨。

(2)虽然三维培养条件下ECM硬度对MSCs分化

的影响与二维培养条件下相似, 但由于缺乏保持两

种条件下表面形貌、剪切应力、孔隙率和几何学统

一而硬度可变的培养模型, 因此难以客观地比较两

种条件下ECM硬度影响细胞行为的差异。

(3)统一而高效的ECM硬度测量和表示方法将

为ECM硬度调控MSCs分化的进一步研究和应用打

下坚实基础。

(4)由于ECM硬度不是调控MSCs分化的唯一因

素, ECM硬度单独诱导分化成的细胞在形态、结构

和功能等方面与特定功能的成熟细胞相比仍然存在

差距, 因此需要寻找更多与ECM硬度共同作用的生

物化学和物理因素, 精确控制细胞命运。

(5)细胞感应ECM硬度的过程是目前研究的热

点, 一方面新的力感应信号分子及其转导过程不断

被研究者发现; 另一方面众多实验结果间的内在联

系还不够明确, 研究思路仍局限于ECM硬度力学信

号如何转变为生化学信号这个单向的转化, 而没有

重视生化学信号亦可通过调节细胞骨架的张力、细

胞黏附力和整合素等而转变为力学信号, 而这样的

力学信号更可引发细胞内力学信号和生化信号的

反馈循环, 形成一个更为广泛和多层次的信号网络。

这些过程的细节尚待进一步研究和发掘。

(6)此外, ECM硬度调控MSCs分化有许多信号

通路参与, 迄今为止关于ECM硬度调控MSCs成骨

分化的研究较多, 或许还存在没有发现的信号通路, 
大多数信号通路的确切机制并不明了, 各通路之间

的相互联系研究较少, 进一步研究信号通路任重道

远。

总之, 尽管许多关于ECM硬度调控MSCs分化

的研究结果令人振奋, 但更为深入而系统的研究, 将
为我们揭示更多关于MSC分化的细节, 使我们能够

利用更多的手段去控制分化的进程, 并有望对现代

生物学和医学的发展做出重要贡献。 
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