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摘　要：气孔是由植物表皮上的一对保卫细胞所构成的微孔隙结构，是陆生植物与周围环境进行气体交换

的最主要通道。气孔的运动和发育决定着气孔对于气体 ( 特别是二氧化碳和水汽 ) 的通导能力，进而影响

植物的光合与生长。本综述首先回顾关于气孔运动和发育调控机制的研究，之后介绍气孔与光合作用相关

的理论研究进展，最后对通过优化气孔性状提升植物光合速率、生物量与产量的重要成果进行概述，并对

今后气孔研究的重要内容进行展望。

关键词：气孔保卫细胞；光合作用；气孔运动；气孔发育；生物量

中图分类号：Q946.5　　文献标志码：A

Research progress of stomata: from guard cells to photosynthesis
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Abstract: Stomata, composed by a pair of guard cells, are micropores on the epidermis of plants. They are serving 
as the primary channels for the gas-exchange of terrestrial plants. Both stomatal movement and development 
determine the ability of stomatal gas conductance (especially for carbon dioxide and water vapor), and thus affect 
plant photosynthesis and growth. This review first discusses the mechanisms of stomatal movement and 
development regulation, then introduces the advances in research on the relationship between stomata and 
photosynthesis. Furthermore, we summarize the research on optimizing stomatal traits to enhance plant 
photosynthetic rates and biomass or crop yield. Finally, we prospect the essential topics of stomatal research in the 
future.
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气孔 (stoma，常用复数形式 stomata) 主要存在

于陆生植物叶片的表面，是由表皮上一对被称为“保

卫细胞”(guard cell) 的特殊薄壁细胞所组成的微孔

隙结构。约 4 亿年前，气孔的出现使植物表皮既可

以保水又可以进行必要的气体交换，推动了维管植

物的大规模登陆，是植物进化历程中的一个重要转

折点 [1-2]。在大多数情况下，虽然气孔面积仅占叶

表面积的 0.3%~5%，但陆生植物与外界环境约 95%
的气体交换都需要通过气孔进行 [3]。

植物的形态虽然千姿百态，但是目前已知的气

孔保卫细胞的形态只有两类。一类是肾形保卫细胞

(kidney-shaped guard cell)，存在于双子叶植物和多

数单子叶植物中，这类保卫细胞在表皮中分布得比

较随机；而在禾本科 (Poaceae)、莎草科 (Cyperaceae)、
灯心草科 (Juncaceae) 植物中存在另一类平行排列的

保卫细胞，即哑铃形保卫细胞 (dumbbell-shaped 
guard cell)，在每个保卫细胞外侧还有一个副卫细胞

(subsidiary cell) 协助保卫细胞控制气孔的开闭 [4-5]。

气孔通导气体的能力对于植物的光合与生长至

关重要。通常，当气体经由气孔孔隙进行扩散时，

会受到来自保卫细胞的阻力，这个阻力称为气孔阻

力 (stomatal resistance)。现在的研究中更多地使用

气孔阻力的倒数，即气孔导度 (stomatal conductance, 
gs)，表征植物与外界进行气体交换的通量。气孔导

度的大小取决于气孔运动和气孔发育的情况。大多

数研究一般使用气孔开度 (stomatal aperture) 表征保

卫细胞体积变化引起的气孔运动；用单位叶面积上

的气孔数量，即气孔密度 (stomatal density/frequency)，
或气孔指数 (stomatal index)，表征气孔的发育情况。

气孔研究已经有一百多年的历史，特别是本世

纪内，随着研究技术的飞速发展，在气孔的分子调

控机制方面取得了丰硕的研究成果。本文将从气孔

运动与气孔发育的分子调控机制引入，进而延伸到

叶片上下两面气孔的差异、叶肉光合作用对气孔运

动的调控、不同光合代谢途径植物的气孔差异等一

系列气孔与光合作用相关的理论研究。最后，本文

简单总结了通过优化气孔性状提高光合速率、水分

利用效率，及生物量或作物产量方面的突出成果，

并对今后气孔研究的重要课题进行了展望。

1　气孔运动的调控

气孔保卫细胞能够快速感知外界环境的变化，

并通过复杂的信号转导机制调控气孔的运动，为植

物能够在各种环境条件下平衡光合作用与水分散失

提供了重要保障 [6–8]。本文将从气孔运动响应光照、

水分、CO2 浓度、温度的调控机制这四个方面，回

顾近几十年的重要研究成果。

1.1　光照

光作为光合作用的能量来源，也是气孔响应外

界信号中最重要的环境因子。早在 19 世纪末，

Francis Darwin 就已发现不同波长的光照射引起气

孔开放的程度存在差异，其中蓝光最容易引起气孔

的开放 [9]。后续的研究进一步发现，蓝光可以在低

光强下快速引起气孔开放，其效率可达红光的 10
倍以上 [10]。

蓝光诱导的气孔开放在离体的表皮和保卫细胞

原生质体中均已得到证实 [11]，说明保卫细胞可以直

接感知蓝光，此过程不依赖叶肉的光合作用 [12]。目

前已知的主要的蓝光信号转导过程为：蓝光受体向

光素 (phototropins, PHOT1 和 PHOT2) 最先感知蓝

光 [13-14]，通过自磷酸化启动下游的级联反应，激活

保卫细胞质膜的 H+-ATPase (PM H+-ATPase)，导致

质膜超极化 (hyperpolarization of the plasma membrane)，
进而激活内向整流型 K+ 通道 (inward-rectifying K+ 
channels)，引起 K+ 离子向保卫细胞内聚集 [13,15-17]。

K+ 离子与其他离子 ( 比如 Cl- 离子、NO3
- 离子等 ) 汇

聚到保卫细胞的液泡中 [18-19]，提高了液泡的渗透势，

使得液泡吸水膨胀，拉动保卫细胞内侧细胞壁向外

运动，开放气孔孔隙。近年的研究进一步表明，保

卫细胞细胞质中存在的蛋白激酶 BLUS1(blue light 
signaling 1) 可被 PHOT1 与 PHOT2 磷酸化激活 [20]，

并将信号间接传递给 1 型蛋白磷酸酶 (type 1 protein 
phosphatase, PP1) 及其调控亚基 PRSL1[20-23]，之后

通过磷酸化 14-3-3 蛋白进一步促进质膜 H+-ATPase
的活化 [15,24-25]。最近的研究还鉴定了一种 Raf-like
蛋白激酶 BHP (blue light-dependent H+-ATPase PHOSP- 
Horylation)，它可与 BLUS1 结合间接介导质膜 H+-
ATPase 的磷酸化 [26]。但是目前仍未鉴定到可以直

接激活质膜 H+-ATPase 的激酶 [16,26]。

红光也可以引起气孔的开放，但主要与光合作

用或脱落酸 (abscisic acid, ABA) 有关。很多研究表

明气孔的红光响应可被光系统Ⅱ电子传递抑制剂

DCMU (N-(3,4- 二氯苯基 )N',N'- 二甲基脲 ) 强烈抑

制 [27-29]。虽然对整叶片照射红光可以诱导保卫细胞

上的质膜 H+-ATPase 磷酸化，引起气孔开放，但是

当红光直接照射离体的表皮时，气孔并不打开，也

无法在保卫细胞中检测到质膜 H+-ATPase 的磷酸

化 [30]，因此，普遍认为叶肉光合作用参与了气孔对
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红光的响应过程 ( 见第 4 章节 )[31]。另外，近些年

还有研究表明，光敏色素 (phytochrome, Phy) 及其

下游转录因子 PIFs (phytochrome interacting factors)
能够参与 ABA 的合成，进而调控气孔对红光的响

应 [32-36]，使气孔运动对红光的响应与水分胁迫 ( 见
第 1.2 章节 ) 建立了联系。

绿光是在叶片下表面和林下冠层中最主要的光

质 [37-38]。有研究表明绿光也可以诱导气孔开放 [39-41]，

特别是在使用 DCMU 抑制叶片光合的条件下，绿

光仍然可以部分诱导向日葵 (Helianthus annuus) 叶
片下表面气孔的开放 [40-41]，说明在保卫细胞中绿光

可能参与类似于蓝光的不依赖光合作用的信号转导

过程。进一步，对拟南芥 (Arabidopsis thaliana) 向
光素突变体 (phot1phot2) 的研究表明，保卫细胞感

知绿光与感知蓝光的机制不同，可能有一种尚未发

现的绿光受体存在于保卫细胞中，介导绿光诱导气

孔开放的过程 [31]。但是，目前绿光如何通过信号转

导机制调控气孔运动还存在知识空白。

值得注意的是，有研究表明气孔对于光照的

响应在早期的维管植物中可能缺失 [42-43]。例如，

在蕨类薄囊蕨纲 (Leptosporangiopsida) 和水龙骨纲

(Polypodiopsida) 中，其气孔对蓝光无响应 [42-43] ；而

在其他一些蕨类或裸子植物如苏铁 (Cycas revoluta)
中，其气孔对红光无响应，仅在蓝光存在时开放，

这些差异有可能是由进化过程中选择压力与生长光

环境的不同所致
[42]。

1.2　水分

气孔的一个重要生理功能是防止植物体水分过

度流失，因此气孔对水分胁迫 ( 包括土壤水分亏缺

和空气湿度降低 ) 十分敏感 [44-49]。植物在受到水分

胁迫时，会产生大量 ABA，因此气孔对水分胁迫

响应的研究主要集中在保卫细胞响应 ABA 的信号

转导过程 [7,50]。目前已知 ABA 信号的主要转导途径

包括受体 PYR1/PYL/RCAR 蛋白、蛋白磷酸酶

PP2Cs、蛋白激酶 SnRK2s，以及 S (slow) 与 R (rapid)
型阴离子通道。具体过程为：PYR/PYL/RCAR 受体

在 ABA 存在的情况下结合 PP2C 蛋白磷酸酶 [51-52]，

导致保卫细胞中的 SnRK2s 激酶 OST1 (open stomata 
1) 活化，OST1 再通过激活质膜上的 S 与 R 型阴离

子通道，使阴离子外流，致使质膜去极化，从而激

活 K+ 外流通道。各种离子的外流引起保卫细胞失

水，使保卫细胞液泡膨压降低、体积减小，最终导

致气孔孔隙的关闭 [53-57]。除此以外，还有研究表明

U-box 泛素连接酶、GHR1 和 EAR1 蛋白等重要组

分都参与了保卫细胞对 ABA 响应的调控 [58-60]。

早期的研究者认为 ABA 在根部产生并在土壤

水分亏缺时向上运输从而关闭气孔 [61]，之后的嫁接

实验表明即使根部无法合成 ABA，土壤水分亏缺

也可以引起气孔关闭 [62]，这说明可能由根部产生的

某种信号诱导了地上部分 ABA 的合成 [62-63]。近年

的一项重要研究表明多肽 CLE25 (clavata3/embryo-
surrounding region-related 25) 可以感知土壤水分亏

缺，并作为从植物根部运输到叶片的远程信号，诱

导叶片中 ABA 的积累，引起气孔关闭 [44,64]。虽然

该信号传递速度较慢，但可能是植物感知自然条件

下土壤逐渐干燥的一种重要调控机制 [64-65]。

除对土壤水分亏缺的感知以外，气孔也可以感

知因外界空气湿度降低导致的饱和水气压亏缺

(vapor pressure deficit,VPD) 的增加，但关于 ABA 是

否参与了 VPD 诱导的气孔关闭仍存在较大争议 [66]。

研究者发现，将三种不同的被子植物叶片置于 VPD
加倍的环境条件下，叶片 ABA 合成相关基因明显

上调，ABA 含量增加，气孔趋于关闭 [67-69] ；而在

不能正常合成 ABA 的突变体中，气孔则会缺乏对

VPD 上升的响应 [70]。但是，也有研究表明 ABA 合

成或感知缺陷突变体的气孔在高 VPD 下会像野生

型一样关闭 [71-72]。近年来的一项研究表明，在高

VPD 下，ABA 受体的六重突变体 pyr1/pyl1/pyl2/
pyl4/pyl5/pyl8 的气孔还是会趋于关闭，但是比野生

型气孔关闭所需时间长，说明 ABA 信号转导并不

是唯一参与高 VPD 下气孔关闭过程的机制 [73]。还

有研究表明，ABA 信号转导途径中的重要蛋白激

酶 OST1 包 含 ABA-box ( 与 ABA 结 合 从 而 激 活

OST1) 和 SnRK2- box ( 不结合 ABA，但在高 VPD
下激活 ) 两个调控域 [74-75]。OST1 激酶缺乏 ABA-
box 的突变体不能响应 ABA，但其气孔在高 VPD
下仍然趋于关闭 [75]。该结果表明 OST1 激酶可能位

于 ABA 与非 ABA 响应的交互点，其可以在不依赖

ABA 的条件下响应高 VPD[66,73,75-76]。

上述水分胁迫引起的气孔关闭可被视为保卫细

胞的主动调节。除此以外，在一些早期维管植物中，

水分胁迫会直接引起保卫细胞内的水分减少，导致

气孔被动关闭 [44,46,48,77]。后续的研究发现，有些蕨

类植物的气孔也可以受到 ABA 的调节 [78-79]。因此，

早期维管植物可能根据物种和环境条件的不同，而

使用被动和主动气孔调节策略应对水分胁迫 [78,80]，

但在被子植物和多数裸子植物中，气孔关闭主要是

主动调节的结果 [1,48,66-67,78,81-82]。
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1.3　CO2浓度

CO2 不仅是光合作用所必需的底物，同时也是

影响气孔运动的重要因子。无论是离体表皮上的气

孔还是单独的保卫细胞原生质体都能够对 CO2 浓度

的变化做出响应，表明保卫细胞中也存在独立的

CO2 感知和信号转导通路 [83-86]。目前的研究表明，

CO2 首先通过跨膜扩散或 PIP2 (plasma membrane 
intrinsic protein 2) 水通道蛋白 (aquaporin) 两种方式

进入保卫细胞 [87-88]，之后在碳酸酐酶 βCA1 和

βCA4 (β-carbonic anhydrase 1 and 4) 作用下催化为

HCO3
–，HCO3

– 可以作为第二信使介导气孔对 CO2

的响应 [89-90]。最新的研究表明，保卫细胞的 CO2 传

感器可能是由促分裂原活化蛋白激酶 MPK4 和

MPK12 (mitogen activated protein kinase 4 and 12) 以
及 HT1 (high leaf temperature 1) 蛋白共同组成 [91-97]。

当保卫细胞内 HCO3
– 浓度低时，HT1 磷酸化并激

活 CBC1 (convergence of blue light and CO2) 蛋白激

酶 [98-99]，引起气孔开放；而当保卫细胞内 HCO3
– 浓

度高时，积累的 HCO3
– 可以触发 MPK4/12 与 HT1

的结合，从而抑制 HT1 激酶活性，导致 CBC1 激

酶活性下调，最终引起气孔关闭 [97]。另外，胞内

HCO3
– 还可以直接激活 S 型阴离子通道 [89,91]，使得

Cl– 和NO3
– 流出保卫细胞，促进气孔关闭过程 [100-101]。

这一过程可调节约 20% 的 S 型阴离子通道活性 [102]。

除此以外，ABA 信号转导途径也可以增强气

孔对 CO2 升高时的关闭响应 [57,103]。近年来的一项

研究表明，在高 CO2 诱导时，ABA 受体的六重突

变体 pyr1 pyl1 pyl2 pyl4 pyl5 pyl8 和 OST1 激酶突变

体 ost1-3 的气孔关闭速度减缓 [57]，说明保卫细胞内

的 ABA 转导途径与 OST1 激酶活性可以促进气孔

对高 CO2 的响应。

1.4　温度

气孔开闭还会受到温度信号的精细调控，以平

衡水分流失与维持叶温的关系。早期的研究者发现，

在不含 CO2 的黑暗环境中，高温 (>35 °C) 可以诱导

蚕豆 (Vicia faba) 离体表皮上的气孔打开，并且这种

响应与保卫细胞内 K+ 的积累有关 [104-105]。对保卫细

胞原生质体的进一步研究表明，当温度从 13 °C 升
至 20 °C 时，膜上 K+ 外流与内流流量均增加，而

当温度继续升高 ( 从 20 °C 升至 28 °C)，K+ 外流流

量降低而内流流量继续增加，即在较高温度下 K+

内流与外流对温度响应的差异导致了气孔开放 [106]。

这些研究表明保卫细胞可能具有独立感知温度变化

的相关分子机制。后续的研究将叶片置于黑暗中，

并使用不同温度进行处理，发现气孔开度会随温度

的增加而增加；而且将高温处理后的叶片重新放置

到低温环境中，气孔开度会减小，表明气孔对温度

变化的响应是双向且可逆的 [107]。尽管光照 ( 辐射 )
可能会引起温度的变化，以及温度也会伴随 VPD
的变化，但在控制光照与 VPD 的条件下，在升高

温度后可以观察到多个物种的更大的 gs
[108-109]。近年

来的研究表明，高温刺激 (38 °C) 引起的气孔开放

与呼吸爆发氧化酶同源蛋白 D (respiratory burst 
oxidase homolog protein D, RBOHD) 介导的活性氧

产生有关，并且可以将气孔开放的信号传递给未经

高温刺激的叶片 [110]。最近在对玉米 (Zea mays) 的
研究中发现， MPK20 蛋白激酶突变体的气孔在高温

下开度更大，而其过表达株系的气孔开度则更小，

因此 MPK20 可能是高温诱导的气孔开放信号转导

途径中的一个重要负调控因子 [111]。除此以外，近

年来的研究也发现高温下的气孔开放与气孔的蓝光

响应途径 ( 见第 1.1 章节 ) 存在交互性，其中向光

素 PHOT1/2 蛋白、BLUS1 蛋白激酶以及质膜 H+-
ATPase 都有可能参与了高温下气孔开放的调控 [112]。

综上所述，在高温诱导气孔开放的过程中存在多种

机制与多个可能的高温信号整合位点 [112]，需要更

多的研究来找到这些信号整合位点并阐明气孔温度

响应的机制。

在过去的几十年中，植物气孔运动响应外界环

境变化的调控机制受到了广泛关注。但由于篇幅有

限，本文难以阐述详尽，未在正文中提及的其他参

与信号转导途径的重要组分可参见表 1。

2　气孔发育的调控

在短期内，植物主要通过上述各种机制调节气

孔运动对环境变化做出响应；但在长时间尺度上，

植物还可以通过对于气孔发育的调控适应外界生长

环境 [121–124]。

在具有肾形保卫细胞气孔的模式植物拟南

芥中，幼叶表皮最初由未分化的原表皮层细胞

(protoderm) 构成，随着发育过程的进行，原表皮层

细胞最终分化为叶片表皮中的三种细胞类型 ：表

皮毛、表皮细胞和保卫细胞 [125]。气孔发育的第

一步是原表皮层细胞转变为拟分生组织母细胞

(meristemoid mother cell, MMC)，然后不对称分裂

形成一个较大的气孔谱系基细胞 (stomatal lineage 
ground cell, SLGC) 和一个较小的拟分生组织细胞

(meristemoid cell, MC)。其中 SLGC 可以分化为表



刘梦龙，等：气孔研究进展：从保卫细胞到光合作用第10期 1293

皮细胞或者进行间隔分裂 (spacing division)，形成

一个新的 MC 并与原来的 MC 隔开。而 MC 可以直

接分化为保卫细胞母细胞 (guard-cell mother cell, 
GMC)，后经一次对称分裂 (symmetric division) 形
成气孔；或进行一到三次的向内螺旋式不对称增殖

分裂 (amplifying division) 形成新的 SLGC 和被 SLGC
包围的晚期 MC 细胞，然后晚期 MC 细胞分化为

GMC，之后再经一次对称分裂形成气孔 [125-128]。

气孔发育过程严格遵循单细胞间隔的模式，即

气孔间不会直接相互接触，两个气孔间至少存在一

个非气孔表皮细胞，以确保气孔的适当开合 [122]。

其中 EPF1/2 (epidermal patterning factor 1/2) 小肽负

调控气孔密度，其通过调节气孔前体细胞的分裂模

式来抑制气孔的形成 [129-133]。产生于叶肉组织的另

一种小肽 EPFL9 ( 或称 STOMAGEN) 则正调控气孔

密度 [134-135]，小肽的受体蛋白 ER (erecta) 和 ERL 
(erecta-like) 也正调控气孔密度，它们的相互作用在

调控气孔发育过程中起作用 [128,136]。此外，SDD1 
(stomatal density and distribution 1) 蛋白酶也是气孔

发育过程中的负调控因子，但其发挥作用的信号途

径至今仍不清楚 [127,137-138]。

上述气孔的发育过程还受到 bHLH (basic helix-
loop-helix) 家 族 转 录 因 子 SPCH (SPEECHLESS)、
MUTE、FAMA，以及结合蛋白 SCREAM (SCRM/
ICE1) 和 SCRM2 的调控，缺失这些转录因子将导

致气孔无法正常形成 [125,129,139]。虽然哑铃形保卫细

胞气孔的发育过程与肾形保卫细胞气孔发育过程有

诸多不同且尚未完全明确 [4,125,129]，但其均受到这些

bHLH 家族转录因子的调控 [125,129,139]。

近年来越来越多的研究将环境信号整合到气孔

发育的通路中，从而探讨气孔发育对于环境的响应

机制。

(1) 光强增加一般会促进气孔的形成，高光强

下生长的植株叶片的气孔指数增加 [140-145]。研究表

明，植物中除向光素外的另一种蓝光受体隐花色素

(cryptochrome, Cry) 与远红外 / 红光光受体光敏色素

Phy A/B 共同介导了光信号对气孔发育的调节，表

现为突变体植株在相应光谱下生长时，比野生型具

有更低的气孔指数与密度 [141,143,145]。在 Cry 和 Phy
信号网络下游的组分中，COP1 (constitutive photomor- 
phogenesis 1)、SPA1 (suppressor of phytochrome 
A1)、PIFs、B-GATA 之间的相互作用能够将光信号

传递给调控气孔形成的转录因子 SPCH、MUTE 和

FAMA，从而实现对气孔发育的调控 [128,143]。

(2) 水分状况也会影响气孔发育，但目前对其

具体分子机制知之甚少。在多个物种中观察到空气

湿度过低、土壤水分亏缺或渗透胁迫时，叶片的气

孔密度降低 [146-154]。其中，ABA 的积累被认为是抑

制气孔发育的重要因素之一 [155] ；也有研究表明，

渗透胁迫发生时，MAPK 级联反应介导的磷酸化使

得 SPCH 蛋白水平降低，从而抑制表皮上气孔的发

育 [148,156]。另外，湿度较低导致的气孔密度下降可

以通过其 DNA 甲基化进行代际遗传 [157-158]。这表明

植物可以通过调控气孔发育来精确调节水分利用效

率以优化生长，但这一过程可能取决于具体的物种

与环境 [77]。

(3) 随着大气 CO2 浓度的升高，气孔密度一般

会下降，但在一些物种中也存在 CO2 浓度升高气孔

密度增加的现象 [124,159]。对 1787—1987 ( 大气 CO2

浓度：280~340 ppm) 年的植物标本进行分析并结合

控制实验的研究表明，CO2 浓度上升会导致多数植

物的气孔密度下降 [160]，并且这一结果也得到了很

表1  其他参与气孔运动响应外界环境变化的信号转导途径组分

环境因素  气孔运动响应 信号转导途径中的其他重要组分 参考文献

光照 蓝光 开放 CRY1/CRY2 (cryptochrome 1/2) [113]
   CBC1/ CBC2 (convergence of blue and CO2 1/2) [98]
 红光 开放 RopGEF2-ROP7/2 (ROPs-specific guanine nucleotide   [114]
       exchange factors 2 – ROP7/2) 
   MKK2-MPK2 (mitogen-activated protein kinase kinase   [115]
       2 - mitogen-activated protein kinase 2) 
水分缺失/VPD升高  关闭 参与ABA调控途径的其他组分* [55,116-117]
CO2浓度增加  关闭 RHC1 (resistant to high CO2) [118] 
   AT2G40180 [119]
温度增加  开放 PME34 (pectin methyl esterase 34) [120]
* 由于本部分内容较多，在本表格中就不再逐一列举，具体请参考所列出的相关文献。
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多后续研究的支持 [124,159,161]。之后，针对模式植物

拟南芥的研究鉴定了首个在高 CO2 下负调控气孔发

育的基因 HIC (high carbon dioxide)，在 CO2 浓度倍

增的条件下，该突变体的气孔密度比野生型高

42%[162]。研究表明，HIC 基因编码一个参与角质层

合成的长链脂肪酸合成酶 [162]，其可能通过改变角

质层成分影响叶片的 CO2 进入和光吸收，从而间接

调控气孔发育，但目前对于 HIC 影响气孔发育的具

体途径仍不清楚 [127-128,163-164]。之后还有研究表明，

碳酸酐酶 βCA1 和 βCA1 突变体 ca1ca4 的气孔密度

在高 CO2 时显著增加 [89]，这主要是由于在突变体

中气孔发育的负调控因子 EPF2 小肽的表达量显著

降低 [165]，说明在气孔运动响应 CO2 途径中发挥作

用的碳酸酐酶也参与了气孔发育的调控。通过联

合蛋白质组学的分析结果发现，高 CO2 下诱导的

胞外 CRSP (CO2 response secreted protease) 可通过切

割 EPF2 前体肽，激活 EPF2，抑制气孔发育 [165]。

因此，高浓度 CO2 抑制气孔发育的机制可能主要由

CRSP 与 EPF2 所介导 [165]。除对 CO2 浓度的直接响

应外，子代植物的气孔发育还可能受到母代植物所

生长环境的 CO2 影响，即代际遗传的影响。最近的

研究表明拟南芥和水稻 (Oryza sativa) 在高 CO2 环

境下经多代种植后，子代植株表现出气孔间距增加

或气孔密度降低 [166-168]，表明代际间的表观遗传调

控可能参与气孔发育对高 CO2 的适应 [167]。

(4) 近年来的研究表明，高温可以通过 PIF4 抑

制 SPCH 启动子的活性和表达，导致气孔密度和指

数降低 [169-170]，而 pif4 突变体则会在高温中仍保持

较高的气孔指数与密度 [170]。SPCH 也可以反过来直

接结合并抑制 PIF4 的转录，表明 PIF4 与 SPCH 形

成负反馈调控，这有利于植物在应对温度波动时通

过调控气孔发育改善生长状况 [170]。需要注意的是，

高温会促进气孔张开 ( 见前文 1.4 章节 )，但会抑制

气孔发育。这可能是由于在自然情况下，高温通常

伴随着水分胁迫，因此植物必须在增加叶片蒸腾冷

却的同时防止水分过度流失。气孔运动与气孔发育

的“矛盾”表型可能反映了植物在高温条件下的复

杂权衡机制。

3　叶片上下两面气孔的差异

在前述关于气孔运动与气孔发育的研究中，一

般仅使用下表面的气孔开度和气孔密度来衡量气

孔对外界环境的响应 [121]，这是因为在多数植物尤

其是木本植物中，气孔仅分布于叶片的下表面，且

下表面表皮较易剥离，便于气孔观察。但是对于很

多草本植物 ( 包括常用模式植物拟南芥 ) 来说，气

孔在上下表面均有分布
[171-172]。两面气孔的分布方

式能够缩短气体由气孔下腔到叶绿体的距离，促

进 CO2 快速扩散，从而使光合速率达到最优 [173-176]。

对于叶片上下两面气孔对环境响应差异的研究将加

深对于气孔如何调节 CO2 向叶内扩散的理解，是气

孔与光合作用相关研究的重要内容。

在自然环境中，叶片上下表面的光环境不同。

由于光照方向主要为自上而下，叶片上表面主要接

收直射光，下表面则主要接收透射光和周围环境的

反射光。具体而言，照射在叶片上表面的光，光强

较强、能量较高、光谱较完整；而光穿过叶片后，

大量红蓝光被叶肉细胞光合作用所吸收利用，因此

能够到达叶片下表面的光，光强较弱、能量较低，

且以绿光为主
[31,35,171]。对蚕豆 [177-178]、向日葵 [40-41]、

陆地棉 (Gossypium hirsutum)[179]、鸭跖草 (Commelina 
communis)[180-181]、苍耳 (Xanthium strumarium)[182] 等

草本植物的研究均表明，两面气孔的光响应存在差

异。其中，通过生理实验发现，当对向日葵叶片两

面分别照光，并保持叶内 CO2 浓度在叶片两侧一致

时，在所有光照强度下，叶片下表面的 gs 均高于上

表面 [40-41]。此外，绿光可以诱导向日葵下表面气孔

开放，但不能诱导上表面气孔开放，这些光响应的

差异并不能够通过翻转叶片使生长光环境改变而消

除
[41]。在调控机制方面，Goh 等 [177-178] 发现上下表

面保卫细胞的质膜 H+- ATPase 泵送 H+ 的能力相似，

但上表面保卫细胞需要更多的光子来激活质膜 H+- 
ATPase。

在气孔发育方面，主要的研究集中在对不同植

物物种叶片上下表面气孔密度的统计分析。Muir[183]

为表征气孔的分布方式，将叶片上表面气孔密度与

总气孔密度之比定义为气孔比率 (stomatal ratio, 
SR)。由其定义可知，当 SR=0 时，叶片仅下表面

具有气孔，即为气孔下生叶；当 SR=1 时，叶片仅

上表面具有气孔，即为气孔上生叶；当 0 ＜ SR ＜ 1
时，叶片具两面气孔

[183]。研究表明，不同植物的

SR 差异很大，但在某些物种中 SR 表现出高度可塑

性，随生长环境的变化而变化。例如，随着光照强

度的降低，蓝桉 (Eucalyptus globulus ssp. globulus)
成龄叶片上表面气孔密度减小，SR 降低 [184]。多数

物种在下表面的气孔密度较上表面更高 [172,185-186]，

但是在禾本科、莎草科等具有直立叶片的植物中，

上下表面的气孔密度通常比较接近 [186]。这些研究
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说明气孔发育在叶片的上下表面可能受到不同的调

控 [187]，但调控机制尚未明确。

4　叶肉光合作用对气孔运动的调控

气孔是 CO2 进入叶片内部的重要通道，因此

气孔运动对于叶片的光合作用，特别是叶肉细胞的

光合作用至关重要。在较为稳定的环境下，气孔对

光照和 CO2 变化的响应速度比光合速率至少慢一个

数量级。在水分充足的情况下，叶片光合速率在光

强变化的几秒内就发生改变，但 gs 发生改变则需几

分钟到几十分钟，气孔响应的滞后导致较低的 gs，

限制 CO2 经气孔向叶片内部的扩散，从而限制光合

作用速率 [188-189]。有研究表明，当光强增加时，由

于气孔响应的滞后，可使光合速率减少约 20%，此

外 gs 的下降也会影响叶片蒸腾散热过程，从而影响

叶表温度，这可能对植物的光合速率和生长产生进

一步的影响 [31,190]。当水分胁迫发生时，gs 减小导致

的叶温升高将影响光合作用的正常进行，导致光系

统 II 的最大量子产额 (Fv/Fm) 和 Rubisco 酶活性降

低
[191-192]。这些气孔运动对光合作用产生的限制被

称为“光合作用的气孔限制”[193-195]。

另一方面，Wong 等 [196] 通过研究不同植物在

不同光照条件下的光合速率和 gs 的关系，发现这二

者存在良好的线性相关，提出了气孔运动与光合作

用可能存在“相协调”(coordination) 的关系，即叶

肉光合也可能通过某种机制调节气孔的运动。之

后有研究通过控制叶片上下表面的 CO2 浓度，证明

了叶片 gs 与叶内 CO2 浓度 (Ci) 而不是环境 CO2 浓

度 (Ca) 的变化相关 [197]。通常认为是光合作用发生

时 Ci 的变化介导了光合作用对气孔运动的调节，因

为 Ci 是由经气孔进入叶片内部的 CO2 和光合作用

所消耗叶片内部 CO2 的量共同决定，即在光照增加

时，光合作用的进行导致了叶片内部 CO2 被消耗，

气孔开放以响应 Ci 的降低；反之当光合作用速率

因其他环境因子减弱时，此时较高的 Ci 则导致气

孔关闭 [197-198]。然而，随后的一些研究表明即使保

证 Ci 恒定，当红光光强发生变化时 gs 也会发生变

化 [28]。此外，在利用反义 RNA 技术抑制卡尔文 -
本森 - 巴萨姆循环中关键酶表达的转基因植株中，

即使 Ci 一直较高，气孔也会响应光强增加而打

开 [199-200]。这些结果说明 Ci 无法完全解释叶肉光合

作用对气孔运动的调节 [31,201–203]，保卫细胞对红光

的响应还可能包含其对某种“叶肉信号”的响应。

存在“叶肉信号”这一想法最早可以追溯到

1954 年，Heath 和 Russell[204] 认为气孔运动可能受

到叶肉向表皮传递的间接化学或电信号的影响。后

来的研究推论叶肉信号可能是一种光合作用的代谢

物，其能够平衡光合作用的电子传递和 Rubisco 酶

的限制
[28,196]。Lee 和 Bowling[205-207] 在 1992 年首次

通过实验证实叶肉信号的存在，他们发现将离体的

表皮或保卫细胞悬浮在从光照后叶片中分离的叶肉

细胞或叶绿体悬浮液中，气孔会恢复对光的响应。

通过比较完整叶片与离体表皮上的气孔对光的

响应，发现离体表皮上的气孔对光照的响应缺失或

降低，从而证明叶肉在控制气孔光响应中的作

用
[198,205-206,208-211]。另外，经过研究发现，将离体的

表皮放置到不同物种叶肉上，气孔也可以恢复对光

的响应，表明叶肉向表皮传递的信号在不同物种间

可能是通用的
[209-216]。在后续的研究中对于信号物

质是气态还是液态产生了争论。Sibbernsen 和 Mott[214]

发现当叶片细胞间隙充满液体时，气孔关闭，他们

认为是液体的存在阻隔了某种气态信号的传递；而

在离体的表皮下方放置一电极，通过施加正负电压

产生不同的气相离子时，气孔会有所响应
[213-214]。

在这之后，Fujita 等 [210-211] 通过在离体表皮与叶肉

之间插入玻璃纸 ( 只能液体透过 ) 或聚乙烯薄膜 ( 液
体和气体均不能透过 )，证明叶肉信号是水溶性的，

并认为其可能通过质外体途径从叶肉组织向保卫细胞

传递。目前的研究已经表明蔗糖
[217-218]、苹果酸 [219-221]

等有可能充当液态信号介导叶肉光合对气孔运动

的调控，但也有理论主张电子传递链氧化还原状

态也能介导叶肉光合作用对气孔运动的调控 [27]。最

近，Głowacka 等 [222] 通过改变光系统 II 亚基 S 的表

达量控制电子传递链的氧化还原状态验证了这一理

论的可能性。

上述这些结果都表明叶肉的光合作用能够调控

气孔的运动，但具体的调控机制还有待进一步阐明。

5　不同光合代谢途径植物在气孔运动与发育

方面的差异

目前大多数有关气孔的研究主要集中于 C3 植

物，这可能是因为 C3 植物种类较多且其气孔更易

进行观察与研究 [188]。除 C3 植物以外，根据光合代

谢途径划分，还存在 C4 植物与 CAM (crassulacean 
acid metabolism) 植物。本节将简要介绍 C4 以及

CAM 植物气孔运动与发育的研究成果。

C4 植物虽然仅占植物物种总量的 3%，但是

其总初级生产力可占全球植物的 23% 左右 [223-224]。
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C4 植物的高生产力得益于其高效的光合作用过

程，特别是空间隔离的磷酸烯醇丙酮酸羧化酶

(phosphoenolpyruvate carboxylase, PEPCase) 介导的 CO2

富集过程，可使得 Rubisco 酶周围的 CO2 浓度提高，

从而有效抑制光呼吸的发生 [224-225]。如前所述，

光合作用速率与气孔导度存在“相协调”的关系 ( 见
第 4 章节 )。C3 植物气孔导度降低后，光合作用

速率也随之下降，使得内在水分利用效率 (intrinsic 
water-use efficiency，即光合作用速率与气孔导度的

比值 ) 不发生显著变化
[226] ；而 Cano 等 [227] 发现，

在所有 C4 植物亚型中，植物的内在水分利用效率

均同气孔导度呈负相关，但与光合作用速率没有呈

现显著的相关关系。此外，有研究表明 C4 植物气

孔对 Ci 变化的敏感性大于 C3 物种 [203,228-230]，当 CO2

浓度增加时，C4 植物相比于 C3 植物更容易关闭气

孔 [231]。在气孔的光响应研究中也发现，无论 C3 与

C4 植物间亲缘关系远近，C4 植物气孔对蓝光的敏

感性比较低 [232-233]。

除了气孔运动的差异，也有研究表明 C4 植物

和C3 植物之间具有气孔大小与气孔密度的差异 [234]。

最近的一项研究表明在 C3 向 C4 演化的过程中，叶

片气孔密度趋向降低，而保卫细胞尺寸则趋向于增

大，这导致了最大气孔导度的降低，随着向 C4 途

径的演化，气孔发育正调控的小肽蛋白 STOMAGEN 
( 或称 EPFL9) 在植物中表达水平也降低 [235]。但是

目前关于在 C3 向 C4 演化过程中，气孔发育如何

变化仍存在较多未知 [233]。

CAM 植物气孔通常在夜晚张开，CO2 进入叶

片内部，在 PEPCase 催化下生成草酰乙酸后被还原

为苹果酸等四碳化合物并储存在液泡中，此时 Ci 降

低；而在光照期间，气孔通常关闭，液泡内积累的

四碳化合物脱羧释放 CO2，Ci 升高，以供 Rubisco
酶固定 [236]。CAM 植物的气孔开闭模式一直以来被

认为是其响应 Ci 变化的结果 [236-238]。然而后续的一

项研究表明，在景天科 Kalanchoe 属植物中，其气

孔导度对 Ci 的变化无响应，表明 Ci 并不是影响

CAM 植物气孔开闭的唯一因素 [239]。通过研究发现

C3 与 CAM 途径间可进行转换的植物，如刺戟木科

的 Portulacaria afra 和番杏科的 Mesembryanthemum 
crystallinum，当它们使用C3途径进行光合碳同化时，

蓝光和红光照射可促进其气孔开放，而当其转变为

CAM 途径时，光照诱导的气孔开放效应消失，气

孔显现出一定程度的关闭 [240-241]。类似地，对于天

门冬科植物 Agave americana 的转录组分析结果也表

明，CAM 植物的气孔可能不具备对蓝光的响应 [242]。

在其他 CAM 植物中，如凤梨科植物 Tillandsia recurvata
的气孔能够在夜间对空气湿度的变化做出响应 [243]。

综上所述，在不同的 CAM 植物中，可能存在着多

种与 C3 植物不同的气孔调控机制 [238,242]。

6　优化植物气孔性状，协同提升作物水分利

用效率与产量

随着气孔运动及气孔发育的调控机制被解析，

如何利用这些理论实现当前和未来气候变化条件下

植株水分利用效率和生物量或产量协同提升是当前

研究的热点。近十年的研究成果主要集中于通过调

控气孔发育、气孔对光的响应，以及保卫细胞糖代

谢三个方面来提高光合速率、作物产量，或优化水

分利用效率
[192,244]。

在改变气孔发育方面，通过超表达分泌性小肽

的基因 EPF1 和 EPF2，可以有效降低拟南芥的气孔

密度
[130,132-133]，显著提高植株的抗旱能力和水分利

用效率，同时不影响 ( 或轻微降低 ) 植株的光合速

率 [131,245-246]。该成果已在水稻 [247]、大麦 (Hordeum 
vulgare)[246]、番茄 (Solanum lycopersicum)[248]、杨树

[Populus nigra × (Populus deltoides Populus nigra)][249]

中得到了广泛的应用。与之相似，超表达另一种气

孔发育负调控因子 SDD1，有效地降低了玉米和番

茄植株的气孔密度，使其水分利用效率和抗旱性均

得到了显著提高
[250-251]。这些成果表明，在未来气

候变化条件下，降低气孔密度可能是提高植株水分

利用效率和抗旱能力的可行策略 [129,252]。与之相反，

超表达气孔发育正调控小肽基因 EPFL9 的植株和

epf1epf2 突变体的气孔密度增加，虽然叶片 gs 和光

合速率也有所增加，但是由于其蒸腾失水过多，水

分利用效率显著下降，导致在一般生长条件下植株

的生物量并未明显增加
[131,155]。今后可以考虑在水

分充足的条件下，比如在条件可控的植物工厂等设

施农业中，应用增加气孔密度技术，通过提升 gs 和

光合速率，实现生物量或产量的提高 [192]。

在改变气孔对光响应方面，超表达光信号转导

途径中的质膜 H+-ATPase，可以有效提高拟南芥植

株在光照条件下的气孔开度、气孔导度和光合速

率 [253]。虽然超表达株系的水分利用效率有所下降，

但是植株的抗旱性并未受到影响，因此在强光下生

长的植株的生物量和角果数量显著增加 [253]。之后

的研究表明，通过在水稻中利用组成型启动子超

表达质膜 H+-ATPase，同时促进了水稻植株叶片的
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光合能力与根部对于铵的吸收能力，使超表达株系

可以在不改变水分利用效率的情况下，显著提升产

量和氮利用效率 [254]。此外，调控气孔在光照条件

下的开闭速度也是优化光合作用和水分利用效率的

有效途径。Papanatsiou 等 [255] 使用合成生物学的方

法，构造了光控 K+ 通道 BLINK1，并在拟南芥保

卫细胞中表达，使植株在光照下的气孔开放与黑暗

下的气孔关闭速度显著提升。在波动光下，可以在

不影响水分利用效率的同时，增加植株生物量的

积累
[255]。

此外，调控保卫细胞糖代谢基因的表达也可以

有效地提高光合作用。在烟草 (Nicotiana tabacum)
保卫细胞中超表达蔗糖合酶 3 基因 SUS3 (sucrose 
synthase 3) 或在水稻中敲除己糖激酶 1 基因 HXK1 
(hexokinase 1) 可增加 gs、光合速率以及植物生物

量或产量 [256-257]。但目前尚不清楚保卫细胞糖代谢

在调节气孔运动中的具体作用，其机制有待进一步

研究。

7　展望

气孔作为 CO2 进入叶片的最主要通道，是光

合作用研究的重要内容。迄今为止，虽然在气孔研

究方面取得了很多成果，但是气孔自身的调控机制、

气孔与光合作用的相协调，以及通过优化气孔提升

植物光合与生物量方面还存在许多亟待解决的问题。

在气孔运动调控机制方面：(1) 质膜 H+-ATPase
的激酶一直未能找到，这是气孔保卫细胞光响应信

号转导中的核心问题；(2) 除蓝光和 ABA 有明确的

受体蛋白以外，气孔保卫细胞感受其他光质、空气

湿度、CO2、温度的受体都尚未明确或存在一定的

争议；(3) 气孔运动响应两种及以上环境因素的机

制、哑铃形保卫细胞气孔运动的调控机制还存在许

多研究空白。在气孔发育调控机制方面 ：(1) 气孔

发育如何响应外界环境因素变化还有许多不明点；

(2) 哑铃形保卫细胞气孔的发育过程尚未完全明确；

(3) 气孔大小的调控机制一直未明。另外，前文中

提及的叶片上下表面气孔差异、叶肉光合对气孔运

动的调控、不同光合途径植物的气孔差异，这三方

面都是理解气孔与光合作用相协调的关键问题，是

今后需要重点开展的理论研究内容。在这些理论研

究的基础上，如何进一步实现通过精准调控气孔协

同提升植物水分利用效率、生物量或产量也是亟待

解决的课题。这些课题能够为全球的粮食生产和陆

地生态系统碳汇能力的提升提供重要的解决方案。
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