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Rozprawę doktorską przygotowano w formie zbioru czterech artykułów, w których skład 

wchodzi: 

 

Praca 1: Joanna Doskocz, Marek Langner, Kierowane nośniki substancji biologicznie czynnych 

jako element podniesienia jakości życia społeczeństwa. W: Jakość życia: środowiskowe aspekty 
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Streszczenie 

W ostatnich latach wzrosło zainteresowanie zastosowaniem liposomów w różnych gałęziach 

przemysłu, takich jak kierowane nośniki leków w farmacji, biosensory do monitorowania 

środowiska i diagnostyki medycznej czy systemy dostarczania substancji w kosmetologii lub 

projektowaniu żywności specjalnego przeznaczenia. Właściwości mechaniczne liposomów 

bezpośrednio wpływają na ich stabilność, wielkość oraz ilość i czas cyrkulacji przenoszonej 

substancji. Dodatkowo elastyczność liposomów wpływa na efektywność wyłapywania 

liposomów przenoszących substancje terapeutyczne przez komórki docelowe oraz efektywność 

ich akumulacji w tkankach docelowych. 

Przedstawione wyniki sugerują, że sztywność liposomów jest parametrem, który jest 

krytycznie ważny dla efektywnego projektowania nowych liposomalnych preparatów. Mimo 

to, badania mechaniki dwuwarstwy lipidowej wykonuje się przede wszystkim po zastosowaniu 

liposomów o średnicy powyżej mikrometra, które nie mają zastosowania w przemyśle. 

Liposomy o rozmiarach submikronowych, powszechnie wykorzystane w wielu technologiach, 

rzadko są badane pod kątem właściwości mechanicznych. Dzieje się tak, ponieważ dostępna 

jest ograniczona liczba metod eksperymentalnych zdolnych do ilościowej oceny właściwości 

mechanicznych submikronowych liposomów, a dostępne techniki wymagają zastosowania 

skomplikowanych modeli oraz drogiej aparatury. Mechanika dwuwarstwy lipidowej w 

mikroskali jest badana przede wszystkim przy wykorzystaniu technik mikromanipulacyjnych 

lub spektroskopii drgań technicznych. Badania z wykorzystaniem mikroliposomów dostarczają 

danych przydatnych do zrozumienia układów biologicznych, ale nie udowodniono czy 

parametry uzyskane za pomocą takiego modelu eksperymentalnego można przełożyć na 

nanoskalę.  

Pracę stanowi cykl czterech publikacji. W ramach pierwszej przeanalizowano zastosowania 

liposomów w przemyśle oraz potencjał nanocząsteczek lipidowych do podniesienia jakości 

życia społeczeństwa. W drugiej zebrano metody pomiaru właściwości mechanicznych 

wybranych nanocząstek lipidowych oraz zwrócono uwagę na nieścisłości pomiędzy wynikami 

otrzymanymi ze pomocą różnych technik. W kolejnej publikacji przedstawiono koncepcję 

nowej techniki pomiarowej przeznaczonej do wyznaczenia właściwości mechanicznych 

liposomów w submikronowiej skali. W ostatnim artykule opisano kontynuację rozwoju nowej 

techniki pomiarowej. Dodatkowo w ramach pracy przeanalizowano wpływ właściwości 

mechanicznych liposomów na procesy biologiczne takie jak endocytoza oraz stabilność pod 

wpływem naprężeń mechanicznych.  

 

 

Abstract  
 

In recent years, there has been a growing interest of liposomes applications, such as targeted 

drug systems in pharmacy, medical diagnostics, cosmetology and food for special medical 

purpose design or biosensors for environmental monitoring. The mechanical properties of 

liposomes directly affect their stability, size as well as the amount and time of the substance 

transport. Additionally, liposomes mechanics affects the efficiency of cellular uptake of 
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liposomes carrying therapeutic substances and the efficiency of their accumulation in target 

tissues. The presented results suggest that liposome stiffness is a critical parameter for the new 

liposomal formulations design efficient. Nevertheless, the study of the lipid bilayer mechanics 

mainly focus on liposomes with a diameter greater than 1 micrometer, which are not applicable 

in industry. Sub-micron-sized liposomes, commonly used in many technologies, are rarely 

tested for mechanical properties. This is because there are a limited number of experimental 

methods available for quantifying the mechanical properties of submicron liposomes, and the 

available techniques require the use of complex models and expensive equipment. The lipid 

bilayer mechanics in the microscale is studied mainly using micromanipulation technique or 

flicker-noise spectroscopy method. Studies using microliposomes provide useful data for 

understanding biological systems, but it has not been proven whether the parameters obtained 

with such an experimental model can be translated into the nanoscale. 

This work is an article thesis. It is collection of four publication. The first one analyzed the 

liposomes industrial applications and the potential of lipid nanoparticles to improve the quality 

of life in society. In the second article, methods of the lipid nanoparticles mechanical properties 

determination were collected and attention was drawn to the inconsistencies between the results 

obtained using various techniques. Another publication developed a new technique for 

measuring the liposomes mechanical properties on a submicron scale. In the last article, the 

development of the new measuring technique was continued. Additionally, the effect of the 

mechanical properties of liposomes on biological processes such as endocytosis and stability 

under mechanical stress was studied. 
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Lista symboli i skrótów 

 

cryo-TEM - kriomikroskopia elektronowa (ang. cryogenic electron microscopy) 

DLS – dynamiczne rozpraszanie światła (ang. dynamic light scattering) 

DOPC - 1,2-dioleoilo-sn-glicero-3-fosfocholina 

DPPC - 1,2-dipalmitoilo-sn-glicero-3-fosfocholina 

FRET – transfer energii rezonansu Förstera (ang. Förster Resonance Energy Transfer) 

GUV – ogromne jednowarstwe pęcherzyki (ang. giant unilamellar vesicle) 

LUV - duże jednowarstwowe pęcherzyki (ang. large unilamellar vesicle)  

MLV – wielowarstwowe pęcherzyki (ang. multilamellar vesicle) 

MVV – wielopęcherzykowe pęcherzyki (ang. multivesicular vesicle)   

NBD - Nitrobenzoksadiazol  

PDI – współczynnik polidyspersyjności (ang. polydispersity index) 

POPC - 1-palmitoilo-2-oleoilo-sn-glicero-3-fosfocholina 

Rh-B – Rodamina B 

SUV – małe jednowarstwowe pęcherzyki (ang. small unilamellar vesicle) 

𝜅 – współczynnik sztywności na zginanie (ang. bending rigidity coefficient) 
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1. Cel i teza pracy 

 

Nanocząsteczki przenoszące substancje biologicznie czynne lub preparaty kontrastujące są 

transportowane w krwioobiegu, a następnie dyfundują przez przestrzeń międzykomórkową i 

adhezują do powierzchni chorobowo zmienionych komórek, żeby zostać wchłonięte na drodze 

endocytozy. Z tego powodu skuteczność terapii oraz diagnostyki opartej o nanocząsteczki 

zależy od wydajność procesu endocytozy. Jednakże mechanizm wchłaniania nanocząsteczek 

przez komórki nie jest całkowicie zbadany, a jego znajomość jest konieczna dla projektowania 

preparatów diagnostycznych i terapeutycznych o większej skuteczności.  

Obecnie główną strategią metod celowanych stosowanych w przypadku terapii lub 

diagnostyki jest chemocelowanie, czyli podejście oparte na założeniu, że komórki chorobowe 

charakteryzują specyficzne receptory. Jednak taka strategia jest możliwa tylko, jeśli receptory 

można zidentyfikować oraz ulegają one nadmiernej ekspresji w porównaniu do komórek 

zdrowych. Właściwości mechaniczne komórek nowotworowych różnią się od komórek 

zdrowych, co sugeruje nową strategię kierowania: mechanocelowanie. 

Koncepcja ta jest oparta o przekonanie, że powstawanie endosomów, niezbędnych do zajścia 

endocytozy, jest zależne od właściwości mechanicznych wchłanianych nanocząsteczek. 

Zastosowanie tej techniki w kierowanym dostarczaniu leków pozwoliłoby na rozwój terapii o 

zwiększonej selektywności oraz zredukowanej toksyczności opartej o właściwości 

mechaniczne cząsteczek pełniących funkcje nośników substancji biologicznie czynnych [1]. 

Przedstawiona koncepcja wymaga precyzyjnego określenia właściwości mechanicznych 

zarówno komórki jak i nanocząstki. Jednakże właściwości mechaniczne liposomów są badane 

w przypadku cząstek o średnicy powyżej mikrometra (GUV), natomiast w nanomedycynie 

wykorzystywane są przede wszystkim liposomy w rozmiarach submikronowych (LUV lub 

SUV). Nie zostało do tej pory potwierdzone czy parametry mechaniczne zmierzone w 

mikroskali można bezpośrednio przełożyć na nanoskalę.  

Praca miała na celu weryfikację następujących tez:  

1) krzywizna dwuwarstwy lipidowej związana z rozmiarem liposomów wpływa na 

właściwości mechaniczne liposomów,  

2) siła ekstruzji liposomów jest związana z właściwościami mechanicznymi badanych 

cząstek. 
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2. Opis pracy 

2.1 Liposomy jako przykład kompleksów molekularnych: opis oraz zastosowanie 

(praca 1) 

Liposomy to sferyczne, samoorganizujące się koloidalne powłoki o rozmiarach średnicy od 

20 nm do 100 μm. Ich nazwa pochodzi od greckich słów: lipos – tłuszcz i soma – ciało [2]. 

Liposomy charakteryzuje podobieństwo do błon komórkowych zarówno pod kątem 

kompozycji lipidowej jaki i budowy strukturalnej (Rysunek 1.). Sugeruje to zgodność 

metaboliczną, niską toksyczność, biokompatybilność oraz brak silnej odpowiedzi 

immunologicznej [3]. Z tego powodu są one powszechnie stosowane w wielu gałęziach 

przemysłu, ale przede wszystkim w medycynie oraz farmacji [2,4–6].  

 
Rysunek 1. Porównanie struktury liposomu oraz dwuwarstwy lipidowej (przygotowano na podstawie rysunku z 

pracy [7]) 

 
Rysunek 2. Klasyfikacja liposomów ze względu na wielkość i budowę (wykonano na podstawie rysunku z pracy 

[8]) 

Liposomy klasyfikuje się ze względu na typ powłoki (jedno lub wielowarstwowe, Rysunek 

2.). Liposomy jednowarstwowe zbudowane są tylko z jednej dwuwarstwy lipidowej. Dzielą się 

ze względu na wielkość średnicy na: małe (SUV) o średnicy mniejszej niż 100 nm, duże (LUV) 

o średnicy w przedziale: 100 nm -1 μm oraz ogromne (GUV) – powyżej 1 μm. Z kolei liposomy 

wielowarstwowe (MLV) zawierają kilka koncentrycznych dwuwarstw lipidowych w układzie 
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„skórki cebuli”, a liposomy wielopęcherzykowe (MVV) zamykają w swoim wnętrzu mniejsze 

pęcherzyki lipidowe [9].  

 
Rysunek 3. Wybrane metody formowania jednowarstwowych liposomów  (przygotowano na podstawie rysunku 

z pracy [10]) 

Lipidy wykazują amfifilową naturę, więc w rozpuszczalnikach organicznych spontaniczne 

grupują się w struktury liposomów wielowarstwowych. Przy wykorzystaniu metod 

przedstawionych na Rysunku 3., można uzyskać z liposomów wielowarstwowych pęcherzyki 

jednowarstwowe, które są użyteczniejsze zarówno w przypadku mniejszych liposomów (LUV 

oraz SUV) podczas zastosowania ich jako nośniki leków, jak i w przypadku większych (GUV), 

które pełnią rolę modeli błony komórkowej [11].  

Najpowszechniejszą metodą tworzenia jednowarstwowych liposomów jest ekstruzja, która 

pozwala na uzyskanie względnie homogenicznej (pod względem rozmiarów) średnicy 

populacji liposomów. Ponadto metoda ta jest powtarzalna oraz nie wymaga dużych nakładów 

czasowych [12]. Proces ekstruzji polega na tłoczeniu zawiesiny liposomów MLV przez filtr o 

określonych rozmiarach średnicy porów w wyniku czego powstaje populacja 

jednowarstwowych liposomów o średniej średnicy odzwierciedlającej rozmiar porów 

wykorzystanego filtra. Pomimo powszechnego zastosowania, wciąż istnieją niewyjaśnione 

zagadnienia związane z ekstruzją. Nadal brakuje spójnego modelu wyjaśniającego, w jaki 

sposób wielowarstwowe mikroliposomy o średnicach o rząd wielkości większych niż pory 

filtra, rozpadają się na mniejsze, jednowarstwowe pęcherzyki oraz dlaczego rozmiar 

liposomów uzyskanych metodą ekstruzji jest większy niż średnica filtra wykorzystanego w 

procesie [13,14].   

Opisane wyżej nieścisłości są szczególnie istotne ze względu na to, że rozmiar liposomów 

decyduje o ich zastosowaniu. Liposomy o mniejszych średnicach wykorzystuje się głównie 
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jako nośniki leków ze względu na ich stabilność i korzystny stosunek powierzchni dwuwarstwy 

do objętości rozpuszczalnika zamkniętego w pęcherzyku. Tylko liposomy o średnicy od 50 do 

150 nm są zdolne do uniknięcia fagocytozy, a także dostania się do naczyń krwionośnych w 

mikro-środowisku guza [15,16]. Dzięki zastosowaniu tego typu liposomów można uzyskać 

efekt EPR (zwiększonego przenikania i retencji substancji), pasywnego, kierowanego 

dostarczania leków opartego o różnice w strukturze zdrowych i patologicznych tkanek, takich 

jak np. występowanie zwiększonych rozmiarów porów komórek śródbłonka naczyń 

włosowatych w tkankach nowotworowych [4,17]. 

Z kolei liposomy o większej średnicy (GUV), ze względu na ich rozmiar porównywalny do 

wielkości komórki, stosowane są jako sztuczny model błony komórkowej. Ponadto średnica 

GUV, większa niż limit rozdzielczości optycznej (zdefiniowanej przy kryterium Rayleigha), 

pozwala w prosty sposób na obserwację uformowanych liposomów za pomocą mikroskopu 

świetlnego i umożliwiła rozwój wielu metod, gdzie ogromne liposomy wykorzystuje się jako 

model do wyznaczania parametrów mechanicznych i topologicznych błon lipidowych [18,19].  

Praca 1. ma charakter przeglądowy, a więc opisuje zastosowania liposomów w przemyśle, a 

przede wszystkim w farmacji, produkcji żywności oraz kosmetologii. W artykule szczególnie 

zwrócono uwagę na fakt, że zastosowanie kierowanych nośników substancji czynnych, takich 

jak liposomy, może przyczynić się do poprawy stanu zdrowia społeczeństwa poprzez 

zwiększenie wydajności stosowanych terapii (chemioterapia [20–25], zakażenia grzybiczne 

[26]) lub zmniejszenie skutków ubocznych wynikających z ich stosowania (środki 

przeciwbólowe [27]). Ponadto nośniki te zapewniają poprawę jakości życia chorych 

(podawanie jelitowe insuliny [28]) czy zabieganie chorobom (prewencja wynikająca z 

efektywnej suplementacji witamin i minerałów, których niedobór jest związany z chorobami 

przewlekłymi [29–31]). 

Kierowane nośniki mogą wpłynąć również na rozwój nowych terapii (np. genowej) oraz 

stworzyć narzędzia do walki z chorobami, wobec których współczesna medycyna pozwala 

jedynie na leczenie skutków, bez możliwości eliminacji ich przyczyny (cukrzyca, pląsawica 

Huntingtona, celiakia czy choroba Parkinsona) [5,32].  

 

2.2 Mechanika dwuwarstwy lipidowej oraz dostępne metody jej pomiaru (praca 2)  

Liposomy GUV (służące jako model eksperymentalny błony biologicznej) oraz LUV 

(pełniące rolę nośnika leków) aby skutecznie spełniać swoje funkcje muszą charakteryzować 

się odpowiednimi właściwościami narzuconymi przez wartości fizjologiczne. Wykazano, że 

stabilność liposomów, organizacja lipidów w dwuwarstwie, przepuszczalność i właściwości 

mechaniczne zależą zarówno od czynników wewnętrznych (np. składu molekularnego czy 

stanu fizycznego) oraz zewnętrznych (np. temperatury) [33–36]. 

Podczas charakteryzowania przygotowanych liposomów często bada się organizację lipidów 

oraz właściwości elektrostatyczne powierzchni [37–39].  Rzadko brane są pod uwagę 

właściwości mechaniczne dwuwarstwy lipidowej. Dzieje się tak pomimo dowodów 

eksperymentalnych wykazujących, że kształt i sztywność cząstek wpływa na ich działanie 
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zarówno na poziomie komórkowym, jak i ogólnoustrojowym [40–48]. Prawdopodobnie jest to 

rezultat skomplikowanych metod pomiaru właściwości mechanicznych liposomów.  

 
Rysunek 4. Trzy składowe deformacji błony (przygotowano na podstawie rysunku z pracy [49]) 

Właściwości mechaniczne błony biologicznej można ilościowo opisać jako odpowiedź 

błony na deformacje. W przypadku dwuwarstwy lipidowej wyróżnia się deformacje 

rozciągające, ścinające i zginające, co schematycznie zaprezentowano na Rysunku 4. Ilościowa 

odpowiedź błony na wymienione deformacje jest odpowiednio opisana przez moduł 

sprężystości powierzchni Ka, moduł sprężystości ścinania 𝜇, współczynnik sztywność zginania 

𝜅 oraz moduł krzywizny Gaussa kG [49].  

W warunkach fizjologicznych błona biologiczna jest w stanie ciekło-krystalicznym, a więc 

nie jest ona poddawana siłom ścinającym (𝜇 = 0). W efekcie energia wypadkowego ruchu 

błony, zwana sprężystą wolną energią ℋ (3), jest jedynie sumą energii rozciągającej (1) oraz 

zginającej opisanej przez równanie Helfricha (2).  

 

 
𝐸𝑒𝑥𝑝 =

1

2
𝐾𝑎 (

ΔA

𝐴0
)

2

 (1) 

gdzie: 

𝐸𝑒𝑥𝑝 – energia rozciągania sprężystego na jednostkę powierzchni [𝐽], 

𝐾𝑎- moduł sprężystości powierzchni [
𝐽

𝑚2], 

∆A = A – A0, 

A – pole powierzchni pęcherzyka zdeformowanego [𝑚2], 

A0 – pole powierzchni pęcherzyka w równowadze [𝑚2]. 
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𝐸𝑏𝑒𝑛𝑑 =

1

2
𝜅(𝐶1 + 𝐶2 − 𝐶𝑂)2 + 𝑘𝐺 ∙ 𝐶1𝐶2 (2) 

gdzie: 

𝐸𝑏𝑒𝑛𝑑- energia deformacji zginającej na jednostkę powierzchni [𝐽], 

𝜅- współczynnik sztywności zginania [𝐽],  

𝑘𝐺- moduł sztywności Gaussa [𝐽],  

𝐶𝑂- spontaniczna krzywizna błony wywołana np. asymetrycznym składem lipidowym [-], 

𝐶1, 𝐶2 – główne osie krzywizny membrany określone przez lokalne deformacje błony [-]. 

 

 

ℋ =
𝐴0

2
𝐾𝑎 (

∆𝐴

𝐴0
)

2

+
1

2
𝜅 ∫ 𝑑𝐴

𝐴

(𝐶1 + 𝐶2 − 𝐶𝑂)2

+ 𝑘𝐺 ∫ 𝑑𝐴𝐶1𝐶2

𝐴

 

(3) 

 

Jeśli na liposomy nie działają siły rozciągające, a zmiany deformacyjne są wyłącznym 

efektem zmiany energii termicznej, w równaniu (3) pierwszy człon zostaje pominięty. Zmiany 

krzywizny Gaussa są niezmienne podczas fluktuacji termicznej, a więc trzeci człon równania 

(3) również zostaje pominięty. Energię fluktuacji kształtu błony biologicznej, kiedy nie 

występują zewnętrzne siły, opisuje się za pomocą Hamiltonianu Canhama-Helfricha: 

 

 

ℋ = 𝜎𝐴 +
1

2
𝜅 ∫ 𝑑𝐴

𝐴

(𝐶1 + 𝐶2 − 𝐶𝑂)2 (4) 

gdzie: 

𝜎 – skuteczne napięcie powierzchniowe [
𝐽

𝑚2]. 

Opracowano wiele metod pomiaru właściwości mechanicznych materiałów. Jednak 

dwuwarstwa lipidowa jest szczególnym przypadkiem, ponieważ jest to delikatna nanostruktura 

(jej grubość to w przybliżeniu długość dwóch cząsteczek lipidowych), więc zakres wartości 

parametrów mechanicznych jest bardzo mały i trudny do badania doświadczalnego [49].  

Istniejące techniki, pozwalające na wyznaczenie właściwości mechanicznych błony, można 

podzielić na następujące kategorie [50]: 

• spektroskopia drgań termicznych - technika bazująca na analizie obrazu 

pęcherzyków lipidowych, która wykorzystują zależność pomiędzy termicznymi 

fluktuacjami a sztywnością zginania dwuwarstwy lipidowej opisaną przez równanie 

(4), która opiera się na spontanicznych deformacjach kształtu GUV [51,52], 

• metody oparte na deformacji błony indukowanej siłą zewnętrzną, w której 

właściwości mechaniczne dwuwarstwy lipidowej są obliczane na podstawie 

zależności pomiędzy przyłożoną siłą zewnętrzną a stopniem deformacji błony (np. 

aspiracja mikropipety, pęseta optyczna, formowanie elektrodowe i manipulacje 

mikroskopem sił atomowych (AFM)) [33,53–59], 
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• techniki rozpraszania, gdzie wykorzystuje się korelację pomiędzy parametrami 

strukturalnymi dwuwarstwy lipidowej a właściwościami mechanicznymi, np. analiza 

dyfuzyjnego rozpraszania promieni rentgenowskich na dwuwarstwie lipidowej 

[36,60–62],  

• symulacje metodą Monte Carlo [63] oraz dynamiki molekularnej [64,65], w których 

właściwości mechaniczne wyprowadzane są na podstawie symulacji małych 

fragmentów dwuwarstwy lipidowej, 

• szacowanie właściwości mechanicznych metodami teoretycznymi fizyki materii 

miękkiej [66,67]. 

 

Każda z opisanych metod pozwala wyznaczyć współczynnik sztywności na zginanie (𝜅), 

który ilościowo opisuje właściwości mechaniczne dwuwarstwy lipidowej budującej liposomy. 

Współczynnik ten określa ilość energii potrzebnej do odkształcenia dwuwarstwy lipidowej 

[19]. Wszystkie przedstawione metody przeznaczone do opisu właściwości mechanicznych 

dwuwarstwy lipidowej wykorzystują quasi-płaską dwuwarstwę lipidową lub liposomy o 

średnicy powyżej 1 µm, ponieważ ich rozmiary umożliwiają obserwację agregatów za pomocą 

mikroskopu świetlnego. 

Technika AFM wykorzystuje liposomy o średnicy ok. 100 nm, jednak ze względu na 

charakter pomiarów, liposomy silnie przylegają do podłoża oraz tracą swoją pierwotną 

krzywiznę. Z tego powodu trudno wnioskować o właściwościach mechanicznych mniejszych 

liposomów, w których efekt krzywizny ze względu na stosunek grubości dwuwarstwy do 

średnicy jest dużo większy. W jednej z prac [52] uwzględniono rozmiar liposomów, dla których 

został wyznaczony współczynnik 𝜅. Jednak w tym przypadku nie wykazano zależności 

pomiędzy rozmiarem liposomów a wyznaczonym współczynnikiem 𝜅. Doświadczenie jednak 

zostało przeprowadzone dla niewielkiej ilości agregatów (5).  

Z tego powodu w pracy 2. podjęto próbę weryfikacji pierwszej hipotezy sprawdzającej czy 

krzywizna dwuwarstwy lipidowej związana z rozmiarem liposomów wpływa na właściwości 

mechaniczne liposomów. Istotnym problemem, który zauważono w pracy jest rozbieżność 

wyników literaturowych współczynnika. Otrzymane wartości różnią się w zależności od 

wykorzystanej metody. Przykładowo, 𝜅 wyznaczone metodą pułapki optycznej wynosi 3,3 ∙

10−20 [J] [56], a metodą spektroskopii drgań termicznych - 22,3 ∙ 10−20 [J] [68]. 

Różnice mogą wynikać z powodu trudności w pomiarach, ponieważ próbka liposomów typu 

GUV charakteryzuje się dużą rozbieżnością rozmiarów oraz brakiem homogeniczności, w 

przypadku gdy liposomy zostały zbudowane z mieszaniny lipidów. Jednocześnie najczęściej 

podczas takich pomiarów wyznacza się 𝜅 dla wybranych 10 – 15 liposomów [49,69], a więc 

wybrana próba może nie być reprezentatywna. W ramach artykułu wyznaczono 𝜅 dla ogromnej 

ilości liposomów typu GUV (150) zbudowanych z lipidu POPC. Przeprowadzenie pomiarów 

dla dużej populacji pozwoliło po raz pierwszy wiarygodnie przeanalizować statystycznie 

otrzymane wartości. 
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Rysunek 5. Przykład obrazu serii monitorującej fluktuacje termiczne dwuwarstwy lipidowej oznaczonej sondą 

fluorescencyjną (obraz pokazano w pracy 2) 

W badaniach wykorzystano technikę spektroskopii drgań termicznych. Technika polega na 

rejestracji serii konturów pęcherzyka, którego centrum znajduje się w płaszczyźnie ogniskowej 

mikroskopu optycznego. W przeprowadzanych pomiarach wykorzystano mikroskop 

fluorescencyjny uzyskując dwuwymiarowy obraz liposomów (Rysunek 5). 

Pierwszym etapem analizy jest uzyskanie wartości numerycznej położenia konturu z 

zarejestrowanego obrazu fluktuacji przy jak najmniejszej utracie informacji (w skutek 

niezbędnej obróbki obrazowej). Następnym etapem jest pomiar amplitudy fluktuacji i 

powiązanie ich z parametrami mechanicznymi dwuwarstwy lipidowej. Analiza fluktuacji 

dwuwarstwy lipidowej w celu pozyskania współczynnika mechanicznego polega na określeniu 

położenia błony lipidowej pod danym kątem we współrzędnych biegunowych, a następnie 

analizie otrzymanych wartości położenia za pomocą funkcji autokorelacji kątowej, które 

kolejno są rozkładane transformatą Fouriera. Amplitudy otrzymanych funkcji cosinusowych 

zostają przekształcone w histogramy. Ostatecznie współczynnik zginania jest obliczony na 

podstawie dopasowania modelem nachylenia wykładniczych histogramów w funkcji modu 

[49]. 

W ramach pracy wyeliminowano wpływ obecności sondy fluorescencyjnej oraz warunków 

technicznych (pomiary przeprowadzono wykorzystując dwa różne mikroskopy). Mimo 

zbadania ogromnej ilości liposomów, nie zauważono istotnej korelacji pomiędzy 

współczynnikiem mechanicznych oraz rozmiarem liposomów, więc odrzucono hipotezę 

mówiącą o wpływie krzywizny dwuwarstwy lipidowej na właściwości mechaniczne badanych 

liposomów. 

Opisane badania zostały przeprowadzone tylko dla liposomów o średnicy większej niż 1 µm. 

Zatem weryfikacja hipotezy w skali submikronowej była kontynuowana, co zostało opisane w 

kolejnym rozdziale. Dodatkowo, statystycznie przeanalizowano populację otrzymanych 

wartości. Zauważono, że rozkład otrzymanych wartości nie odpowiada rozkładowi 

normalnemu, a najlepiej odzwierciedlony jest przez rozkład asymetryczny. Nie znaleziono 

biofizycznego uzasadnienia tego zjawiska, więc uznano, że  uzyskane wyniki obarczone są 

błędem technicznym, na który składają się m.in. artefakty związane z przygotowaniem próbek 

lub akwizycją obrazu. Wpływ na wartość błędu może mieć też obecność zanieczyszczeń, np. 
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resztek rozpuszczalnika organicznego lub oddziaływanie komór pomiarowych na próbkę, np. 

adhezja liposomów.  

W przypadku pomiaru właściwości mechanicznych błony za pomocą techniki spektroskopii 

drgań termicznych zazwyczaj rejestruje się serię obrazów przedstawiających fluktuację 

termiczne około 15 liposomów. Następnie oblicza się średnią wartość z otrzymanych 

pomiarów. Jednakże miara średniej jest przeznaczona dla wartości pochodzących z 

jednorodnych zbiorowości o niewielkim stopniu zróżnicowania, ponieważ na wartość średniej 

silny wpływ mają wartości skrajne. Z tego powodu nie należy stosować tej miary w przypadku 

asymetrycznych rozkładów, dla których przeznaczone są inne wskaźniki statystyczne takie jak 

mediana czy dominanta. 

W pracy zwrócono uwagę, że badany rozkład współczynnika 𝜅 opisuje asymetria 

prawostronna. W tej sytuacji wartość mediany jest mniejsza niż wartość średniej. Literaturowe 

wartości współczynnika 𝜅 są wyższe w przypadku zastosowania techniki spektroskopii drgań 

termicznych w porównaniu do innych technik. Powodem tej różnicy może być wykorzystanie 

nieprawidłowej statystyki w przypadku spektroskopii drgań termicznych, a więc zastąpienie 

średniej, medianą lub dominantą, wyeliminuje różnice wyznaczanego współczynnika 

sztywności w zależności od użytej techniki. 

 

2.3 Pomiar siły ekstruzji jako nowa metoda określenia właściwości mechanicznych 

liposomów (prace 3 i 4) 

 

Istnieje wiele metod pomiaru właściwości mechanicznych dwuwarstwy lipidowej. Mimo to, 

każda z nich charakteryzuje się istotnymi technicznymi ograniczeniami. Techniki 

wykorzystujące GUV (m.in. spektroskopia drgań technicznych, aspiracja za pomocą 

mikropipety) charakteryzują się wysokimi wymaganiami technicznymi (mikroskopy o 

wysokiej zdolności rozdzielczej, mikropipeta) oraz skomplikowaną analizą danych (co opisano 

w poprzednim rozdziale) [51,52,54–56]. Dodatkowo, zmierzonych wartości nie można wprost 

przełożyć na submikronową skalę. Symulacje dynamiki molekularnej, modelowanie 

teoretyczne i symulacje Monte Carlo nie mogą być stosowane samodzielnie, ponieważ 

wymagają eksperymentalnej walidacji uzyskanych wartości ilościowych [64,67,70]. Metoda 

oparta na technice rozpraszania wykorzystuje model typu ang. supported lipid bilayer, czyli 

dwuwarstwę lipidową umieszczoną na podłożu, a więc bezpośredni pomiar liposomów nie jest 

możliwy. Ponadto technika ta wymaga złożonego modelu teoretycznego, którego założenia są 

trudne do zweryfikowania [71]. 

Z powyższych powodów, w ramach pracy 3. i pracy 4. podjęto próbę opracowania nowej 

metody charakteryzowania właściwości mechanicznych liposomów, która byłaby łatwa do 

wdrożenia w skali technologicznej. W takim zastosowaniu, metoda powinna charakteryzować 

się: prostotą, wiarygodnością, powtarzalnością oraz względnie niskimi kosztami. Powinna 

umożliwić pomiary w skali poniżej zdolności rozdzielczej, a więc nano-liposomów 

wykorzystywanych przede wszystkim w przemyśle [29,53,72–76]. Dodatkowo, podczas 

pomiaru byłyby wyznaczane właściwości mechaniczne całej populacji liposomów, co byłoby 
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istotną zaletą w stosunku do innych metod, gdzie bada się jedynie kilka obiektów z 

heterogennej populacji liposomów (co jest szczególnie istotne, kiedy liposomy są zróżnicowane 

pod kątem rozmiaru czy składu).  

Nowa metoda opierałaby się na pomiarze siły ekstruzji. Ekstruzja to popularna metoda 

tworzenia homogenicznej populacji liposomów typu LUV. Polega na przetłoczeniu zawiesiny 

liposomów typu MLV przez cylindryczne pory filtra w celu uzyskania liposomów 

jednowarstwowych o średnicy odzwierciedlającej rozmiar porów wykorzystanego filtra [12]. 

Ekstruzję przeprowadza się manualnie lub automatycznie z wykorzystaniem urządzeń 

wywołujących nacisk na próbkę w celu przepchnięcia jej przez pory filtra [77,78]. W ramach 

pracy ekstruzja była przeprowadzona z wykorzystaniem uprzednio utworzonych 

jednowarstwowych liposomów. W tym przypadku homogeniczna populacja 

jednowarstwowych liposomów jest wystawiona na naprężenia mechaniczne podczas procesu 

ekstruzji – liposomy typu LUV są przeciskane przez pory filtra o istotnie mniejszej średnicy, 

zatem pomiar tej siły może zostać wykorzystany do pomiaru stabilności oraz podatności na 

odkształcenia liposomów [79]. 

W pierwszym etapie konieczne było zweryfikowanie hipotezy czy siła ekstruzji liposomów 

zależy od ich właściwości mechanicznych oraz określenie warunków pomiaru siły ekstruzji, 

ponieważ w literaturze znaleziono przesłanki, że właściwości mechaniczne dwuwarstwy 

lipidowej wpływają na proces formowania liposomów [43,44,53,80–84], który następuje 

podczas procesu ekstruzji.  

W celu zweryfikowania drugiej hipotezy rozprawy, czyli sprawdzenia czy siła ekstruzji jest 

związana z właściwościami mechanicznymi liposomów wykorzystano zależności literaturowe 

pomiędzy współczynnikiem mechanicznym oraz temperaturą [85] i stężeniem cholesterolu 

[50,86–89].  

 
Rysunek 6. Model urządzenia służącego do pomiaru siły ekstruzji. Układ składa się z dwóch strzykawek 

Hamiltona (A), uchwytu na filtr (B) oraz ramienia napędzanego silnikiem krokowym (C). Zawiesinę liposomów 

przed (D) i po ekstruzji (E) oraz kierunek siły ekstruzji (F) zaznaczono na rysunku. Schemat pokazano w pracy 4. 

Siła potrzebna do ekstruzji zawiesiny liposomowej przez filtr poliwęglanowy została 

zmierzona za pomocą dedykowanego ekstrudera automatycznego wyposażonego w termostat i 

tensometry. Konstrukcję urządzenia pokazano na Rysunku 6. Podczas ekstruzji temperatura 

próbki była mierzona w sposób ciągły, a objętościowe natężenie przepływu przez membranę 

zadano i utrzymywano podczas eksperymentu. Podczas procesu ekstruzji siła przyłożona do 



19 

 

strzykawki była stale mierzona, umożliwiając wyznaczenie krzywych zależności siły od 

czasu/odległości/objętościowego natężenia przepływu. Przykład danych eksperymentalnych 

przedstawiono na Rysunku 7.  

 

 
Rysunek 7. Przykładowy wykres pomiaru siły ekstruzji. Proces został przeprowadzono w 7 cyklach. Wykres 

pokazano w pracy 4. 

 
Rysunek 8. Wpływ temperatury ekstruzji na rozmiar uzyskanych liposomów oraz zmierzonej siły. Linia kropkowa 

oraz kreskowa przedstawiają odpowiednio temperaturę przed-przejścia oraz przejścia lipidu DPPC. Wykres 

pokazano w pracy 3. 
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W pracy 3. sprawdzono jak siła ekstruzji oraz rozmiar liposomów zależą od temperatury 

procesu ekstruzji oraz fazy lipidowej. W tym celu liposomy LUV o średnicy ok. 140 nm zostały 

prze-ekstrudowane przez filtry o średnicy porów 50 nm. Na podstawie uzyskanych rezultatów 

zauważono, że średni rozmiar liposomów oraz siła ekstruzji są silnie zależne od temperatury 

procesu (Rysunek 8). Średnica liposomów zwiększa się monotonicznie wraz ze zmniejszeniem 

temperatury pomiaru. Uzyskane wyniki wskazują, że stabilność liposomów na mechaniczne 

naprężenia jest ściśle zależna od fazy lipidowej. W fazie ciekło-krystalicznej, gdzie lepkość 

liposomów jest relatywnie niższa, pod wpływem naprężenia mechanicznego, membrana jest 

dezintegrowana oraz powstają mniejsze pęcherzyki lipidowe. W fazie żelowej, gdzie lepkość 

jest większa, naprężenia mechaniczne nie wywołują dezintegracji błony, więc rozmiar 

liposomów nie ulega zmniejszeniu. 

Otrzymane wyniki badań wskazują, że podczas pomiaru liposomy nie tylko się odkształcały, 

ale również dezintegrowały, ponieważ zmieniał się ich rozmiar. Nie udało się, wiec uzyskać 

warunków pomiarów, w których dochodziłoby tylko od odkształcenia liposomów jak jest w 

przypadku pomiaru 𝜅. Mimo to porównano zmierzoną siłę ekstruzji z literaturowym 

współczynnikiem mechanicznym [85] w celu zweryfikowaniu czy siła ekstruzji dobrze 

odzwierciedla właściwości mechaniczne liposomów. Na podstawie otrzymanych wyników 

zauważono, że siła ekstruzji, tak jak współczynnik mechaniczny, rośnie wraz ze zmniejszeniem 

temperatury, jednak charakter zależności jest nieco inny od literaturowego. W przypadku 

pomiaru współczynnika mechanicznego w stanie żelowym, wartość stabilizuje się i dalsze 

zmniejszenie temperatury pomiaru nie wpływa na otrzymaną liczbę. Jednak podczas pomiaru 

siły ekstruzji, nie uzyskano stabilizacji wyniku, a dalsze obniżenie temperatury powoduje 

ciągły wzrost wartości siły ekstruzji. Otrzymane wyniki są zgodne z zależnością uzyskaną przy 

pomiarze rozmiaru pęcherzyków, ponieważ w tym przypadku również pokazano, że dopiero 

przy ok. 20 °C rozmiar liposomów przestaje być zależny od temperatury. 

Otrzymane zależności trudno zinterpretować jednoznacznie oraz zweryfikować tezę czy siła 

ekstruzji dobrze odzwierciedla właściwości mechaniczne. Mimo, że nie uzyskano zależności 

analogicznej do literaturowej, należy podkreślić, że znaleziono tylko jedną pracę, która 

przedstawiałaby zależność wpływu temperatury na współczynnik mechaniczny dwuwarstwy 

lipidowej zbudowanej z DPPC. Najczęściej współczynnik mechaniczny został wyznaczony 

jedynie dla maksymalnie 2 punktów temperaturowych [62,64,84,90,91], na podstawie, których 

nie można ocenić zależności w pełnym zakresie temperatur.  

Z tego powodu, w kolejnym kroku w ramach pracy 4. wykorzystano najpopularniejszą 

literaturową zależność, czyli wpływ stężenia cholesterolu w dwuwarstwie lipidowej na jej 

właściwości mechaniczne. Dane literaturowe wskazują, że zależność pomiędzy 

współczynnikiem mechanicznym a stężeniem cholesterolu w dwuwarstwie lipidowej ma 

charakter liniowy [51]. Jednak zanim możliwe było zweryfikowanie, czy w przypadku siłę 

ekstruzji również charakteryzuje taka zależność, konieczna była standaryzacja pomiarów 

ekstruzji.  

Ekstruzję przeprowadza się w wielu cyklach. Każdy cykl ekstruzji wpływa na próbkę, więc 

po każdym etapie próbka charakteryzuje się innymi parametrami. W pracy 4. pokazano, że 

dopiero po 6. cyklach ekstruzji uzyskiwana jest maksymalna ilość lipidu (wcześniej 
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prawdopodobnie pewna ilość lipidu pozostaje na filtrze). Taka sama ilość powtórzeń ekstruzji 

jest potrzebna aby uzyskać ostateczny rozmiar liposomów o maksymalnym stopniu 

homogeniczności opisanym przez PDI. Po 6. cyklu stabilizuje się również siła ekstruzji, co 

wskazuje, że liposomy w próbce zostają uformowane (Rysunek 9.). Podobne wyniki uzyskano 

w innych pracach [12,13,92,93]. Z tego powodu uznano, że pomiary średniej siły 1. oraz 6. 

cyklu mogą być ilościową miarą dwóch procesów. 

 

 

 
Rysunek 9. Wpływ ilości cykli ekstruzji na siłę ekstruzji oraz odzysku lipidowego liposomów zbudowanych z 

POPC (A) lub mieszaniny POPC i cholesterolu (70:30, mol:mol) (B). Rysunek C i D przedstawia kolejno wpływ 

ilość cykli ekstruzji na rozmiar liposomów oraz ich homogeniczność opisaną przez PDI. Wykres pokazano w pracy 

3.  

W pierwszym przypadku mierzona jest siła potrzebna do wepchnięcia liposomów typu MLV 

do porów filtra oraz pęknięcia liposomu co jest niezbędne do uformowania jednowarstwowego 

liposomu. Dodatkowo potrzebna jest siła do odkształcenia pęcherzyka lipidowego podczas 

przejścia przez por filtra. 

W drugim przypadku, podczas pomiaru siły ekstruzji 6. cyklu, jednowarstwowe liposomy 

są już uformowane, więc mierzona siła odpowiada jedynie siłom deformującym podczas 

przechodzenia pęcherzyków przez pory. Podsumowując, siła 1. cyklu odpowiada siłom 

formującym i deformującym liposomy, a 6. cyklu tylko deformującym. W przypadku 

pomiarów 𝜅 potrzebne są warunki, w których dochodzi tylko do odkształceń deformujących, 

więc wybrano 6. cykl do opisu procesu ekstruzji.  

Następnie w pracy 4. pokazano, że siła ekstruzji w funkcji stężenia cholesterolu wykazuje 

charakterystykę liniową. Ponadto porównano siłę ekstruzji z literaturowymi wartościami 𝜅. 
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Uzyskane wyniki wskazują na wysoki stopień podobieństwa zależności pomiędzy siłą ekstruzją 

lub współczynnikiem mechanicznym a stężeniem cholesterolu. Otrzymane wartości pozwalają 

na potwierdzenie drugiej hipotezy rozprawy wskazującej, że siła ekstruzji dobrze odzwierciedla 

właściwości mechaniczne dwuwarstwy lipidowej. 

Dodatkowo uzyskane wyniki pozwalają na pełną weryfikację pierwszej hipotezy mówiącej, 

że krzywizna dwuwarstwy lipidowej wpływa na właściwości mechaniczne liposomów. W 

pracy 2. odrzucono hipotezę, ale tylko w przypadku liposomów w mikroskali. W tym 

przypadku pomiary przeprowadzono dla mniejszych liposomów w submikronowej skali. 

Wyniki są zgodne z wartościami literaturowymi uzyskanymi dla liposomów typu GUV, czyli 

o rozmiarach większych niż mikrometr. Otrzymane rezultaty potwierdzają wystąpienie takich 

samych zależności w nano- i mikro skali, a więc wskazują, że krzywizna dwuwarstwy lipidowej 

nie wpływa na właściwości mechaniczne liposomów. Wyniki uzyskane w przywołanych trzech 

pracach pozwalają odrzucić hipotezę mówiącą, że krzywizna dwuwarstwy lipidowej wpływa 

na właściwości mechaniczne liposomów.  

 

2.4 Mechanika liposomów w procesie ekstruzji i jej wpływ na procesy biologiczne 

(prace 3 i 4) 

Właściwości mechaniczne dwuwarstwy lipidowej są istotnym parametrem z perspektywy 

procesów biologicznych z dwóch powodów. Dwuwarstwa lipidowa jest podstawową jednostką 

budującą liposomy, czyli nanocząstki służące do przenoszenia leków czy substancji 

kontrastujących. Udowodniono, że mechanika liposomów wpływa na zachowanie in vivo 

liposomów w krwioobiegu po podaniu pacjentowi. Właściwości mechaniczne liposomów 

wpływają na pojemność transportową liposomów jako nośnika, czyli określają ilość i czas 

przenoszonej substancji biologicznie czynnej [6,94–96]. 

Jednocześnie mechanika liposomów bezpośrednio wpływa na stopień endocytozy 

liposomów przez komórki, a więc determinuje ilość substancji zgromadzonej w miejscach 

docelowych, czyli ma istotne znaczenie dla efektywności terapii i diagnostyki [97,98]. Z drugiej 

strony badania nad mechaniką dwuwarstwy lipidowej z wykorzystaniem liposomów typu GUV 

o wielkości podobnej do rozmiaru komórek są niezwykle istotne dla zrozumienia oraz opisu 

procesów komórkowych obejmujących błonę biologiczną, która również jest zbudowana z 

dwuwarstwy lipidowej. Wykazano, że właściwości mechaniczne błony oraz ich zmiana 

odgrywają kluczową rolę w przekazywaniu informacji w komórkach i tkankach, ruchliwości 

komórki, a także egzo- i endocytozie [99–105].  

W pracy 3. pokazano, że stabilność liposomów jest ściśle zależna od fazy lipidowej. 

Liposomy w stanie ciekło-krystalicznym pod wpływem naprężenia mechanicznego jakim jest 

siła ekstruzji rozpadają się na mniejsze liposomy. W stanie żelowym, liposomy są mniej 

podatne na naprężenia, a stopień rozpadu zależy od temperatury. Zauważono, że w 20°C 

(temperatura przejścia przez filtr lipidu DPPC wykorzystanego w doświadczeniu to 41°C, a 

przed-przejściem – 33,5°C [106]) rozpad liposomów zachodzi tylko po wygenerowaniu 

większych naprężeń. Mechanika dwuwarstwy lipidowej ściśle zależy od fazy lipidowej 
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[62,64,84,85,90,106], a więc stabilność liposomów może zostać przewidziana na podstawie ich 

właściwości mechanicznych.  

Dodatkowo w pracy wykazano, że mechanika dwuwarstwy lipidowej w stanie ciekło-

krystalicznym jedynie nieznacznie zależy od temperatury. Z kolei w przypadku fazy żelowej, 

mechanika wyraźnie zmienia się w zależności od temperatury. Otrzymane wyniki są zgodne z 

danymi literaturowymi [107], w których wykazano, że w fazie żelowej stan dwuwarstwy 

lipidowej charakteryzuje złożona funkcja temperaturowa.  

W pracy 4. podjęto próbę analizy procesu ekstruzji oraz zbadanie wpływu właściwości 

mechanicznych dwuwarstwy lipidowej na parametry otrzymywanych  liposomów. Do tej pory 

nie udało się jednocześnie wyjaśnić, dlaczego liposomy wielowarstwowe o 

niehomogenicznych rozmiarach po przejściu przez cylindryczne pory formują się w 

jednowarstwowe liposomy o rozmiarach zbliżonych do średnicy porów filtra [12,13]. 

Choć ekstruzja to działanie technologiczne, to zrozumienie przejścia liposomów przez pory 

ze zmianą ich topologii może pomóc zrozumieć procesy komórkowe takie jak  egzo- czy 

endocytoza, gdzie dochodzi do fuzji błony i powstania nowych pęcherzyków.  

Proces ekstruzji podzielono na 4 etapy: 

1) akumulacja lipidu na wejściu do pora filtra,  

2) wejście liposomu do pora,  

3) przejście liposomu przez por,  

4) opuszczenie poru przez liposom. 

 
Rysunek 10. Schematyczne modele wyjaśniające przebieg ekstruzji. Na rysunku pokazano prawdopodobne 

położenie antydefektów dwuwarstwy lipidowej, w której dochodzi do rozpadu dwuwarstwy lipidowej za pomocą 

kwadratów, w których zobrazowano orientacyjne profile uporządkowania molekularnego lipidów. 

Ciemnoczerwony i biały kolor oznaczają odpowiednio minimalną (izotropię) i maksymalną (anizotropię) wartość 

porządku orientacji. Obraz pokazano w pracy 4. 

W pracy zaproponowano 3 scenariusze, które mogą wyjaśnić jak pory filtra wpływają na 

topologię liposomów (Rysunek 10): 
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A) liposomy tworzone są na wejściu do pora poprzez rozpad większego liposomu na 

mniejsze, a kolejne etapy ekstruzji nie wpływają na uformowane już pęcherzyki,  

B) w porze powstaje cylindryczny pęcherzyk jednowarstwowy z fuzji liposomów 

zakumulowanych na wejściu pora; pęcherzyk opuszczając por rozpada się na mniejsze 

liposomy o rozmiarze odpowiadającym średnicy pora (model zaproponowano w pracy 

[108] oraz taki scenariusz przeanalizowano także w pracy 3.),  

C) w porze powstaje cylindryczny pęcherzyk jednowarstwowy z fuzji liposomów 

zakumulowanych na wejściu pora, a następnie w wyniku pączkowania spowodowanego 

defektami dwuwarstwy lipidowej powstają ostateczne liposomy (model 

zaproponowany w pracy [70]).  

W ramach pracy podjęto próbę weryfikacji zaproponowanych scenariuszy. Uznano, że 

mechanizm tworzenia liposomów podczas procesu ekstruzji można określić na podstawie 

analizy rozmiaru utworzonych pęcherzyków oraz pomiaru stabilności pęcherzyków pod 

względem ich składu lipidowego. Scenariusz A zakłada, że liposomy powstają na wejściu pora 

poprzez rozpad większego liposomu na mniejsze, kiedy naprężenie wynikające z siły ekstruzji 

przekracza wytrzymałość na rozciąganie dwuwarstwy lipidowej. W tym przypadku nie 

powstaje jeden cylindryczny pęcherzyk w porze filtra jak w przypadku scenariusza B i C, gdzie 

występuje fuzja liposomów i wymiana lipidów między liposomami.  

W scenariuszu B liposomy powstają na wyjściu pora pod wpływem fluktuacji termicznej 

dwuwarstwy lipidowej. Z kolej scenariusz C zakłada, że liposomy formują się na skutek 

powstania defektów w dwuwarstwie lipidowej w wyniku naprężeń wywołanych przez 

odziaływanie porów. W pracy założono, że potwierdzenie lub odrzucenie hipotezy o 

powstawaniu cylindrycznego pęcherzyka w porze filtra podczas ekstruzji pozwoli wskazać na 

prawdziwość scenariusza A lub B/C. W doświadczeniu wykorzystano fakt, że pęcherzyk 

powstaje z fuzji wielu liposomów. Wystąpienie fuzji można potwierdzić, jeśli uda się 

zaobserwować wymianę lipidów pomiędzy liposomami biorących udział w ekstruzji.  

Drugi warunek pozwalający zweryfikować prawdziwość scenariusza jest związany z 

rozmiarem otrzymywanych liposomów. Jeśli w wyniku ekstruzji zostaną otrzymane liposomy 

o homogenicznej populacji rozmiaru, to oznacza, że liposomy powstają z jednego ogromnego, 

cylindrycznego pęcherzyka w środku lub na wyjściu z pora (scenariusz C lub B). Ich rozmiar 

jest związany przede wszystkim z rozmiarem pora, a nie wielkością liposomów, które poddaje 

się procesowi ekstruzji. 

Z drugiej strony, jeżeli w pomiarach zostaną otrzymane liposomy o heterogennej populacji 

rozmiarów, będzie to dowód na wystąpienie scenariusza A. W tym przypadku mniejsze 

liposomy powstają na skutek rozpadu większego liposomu, więc pierwszy powstały liposom 

będzie miał rozmiar związany ze średnica pora, a reszta utworzonych pęcherzyków będzie 

miała wielkość ograniczoną przez ilość pozostałego lipidu z rozpadu „pierwotnego liposomu”. 

Założenia eksperymentu zebrano w Tabeli 1.  
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Tabela 1. Podsumowanie założeń zaproponowanych scenariuszy powstania liposomów w procesie ekstruzji 

 Scenariusz A Scenariusz B Scenariusz C 

Powstawanie cylindrycznego 

pęcherzyka w trakcie 

ekstruzji 

Nie występuje Występuje Występuje 

Miejsce powstawania 

liposomów 
Na wejściu pora Na wyjściu pora W porze 

Czynnik powodujący 

powstawanie liposomów 

Naprężenie związane z siłą 

ekstruzji przekracza 

wytrzymałość dwuwarstwy 

Fluktuacje termiczne 

Defekty w dwuwarstwie 

wywołane oddziaływaniem 

poru 

Mieszanie lipidów pomiędzy 

liposomami w trakcie 

ekstruzji 

Nie występuje Występuje Występuje 

Rozmiar uzyskanych 

liposomów w ekstruzji 
Populacja heterogenna Populacja homogeniczna Populacja homogeniczna 

 

 

 
Rysunek 11. Dwa modele wyjaśniające powstawanie liposomów w trakcie ekstruzji służące do sprawdzenia 

powstawania cylindrycznego pęcherzyka z fuzji mniejszych liposomów. Jeśli zajdzie fuzja liposomów, dojdzie do 

wymieszania lipidów oraz sond fluorescencyjnych co zostanie zaobserwowane na podstawie zjawiska FRET. 

Model A odpowiada scenariuszowi B i C, a model B – scenariuszowi A. Obraz pokazano w pracy 4. 
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Rysunek 12. Koncepcja metody pomiarowej opartej o zjawisko FRET pomiędzy sondami NBD i Rh-B (góra). 

Otrzymane spektra fluorescencyjne próbek pomiarowych oraz kontroli pozytywnej i negatywnej (dół). Obraz 

pokazano w pracy 4. 

W celu weryfikacji prawdziwości scenariusza wykonano dwa typy pomiarów: fuzji 

liposomów podczas ekstruzji oraz rozmiaru uzyskanych liposomów w procesie. Do 

sprawdzenia wystąpienia fuzji liposomów podczas ekstruzji wykorzystano popularną metodę 

opartą o zjawisko FRET oraz sond fluorescencyjnych NBD oraz Rh-B [109,110] (Rysunek 11). 

Doświadczenie polegało na przygotowaniu dwóch próbek MLV oznaczonych jedną z sond: Rh-

B lub NBD, które następnie wymieszano oraz przekekstrudowano. Eksperyment powtórzono z 

liposomami typu LUV. Za każdym razem nie zaobserwowano zjawiska FRET (Rysunek 12). 

Otrzymane wyniki wskazują, że podczas ekstruzji nie doszło do wymiany lipidu pomiędzy 

liposomami, czyli również fuzji liposomów potrzebnej do powstania cylindrycznego 

pęcherzyka. Uzyskane rezultaty wskazują na prawdziwość scenariusza A.  

W kolejnym kroku zbadano drugi parametr pozwalający wskazać prawdopodobny 

scenariusz powstawania liposomów podczas ekstruzji – rozmiar liposomów wykorzystanych 

oraz uzyskanych procesie. W tym przypadku zastosowano jednowarstwowe liposomy o 

średnicy ok. 130 i 180 nm, które następnie poddano ekstruzji z wykorzystaniem filtrów o 

średnicy 100, 80 lub 50 nm. Rozmiar liposomów wyznaczono metodą DLS oraz obrazowania 

cryo-TEM. 

Na podstawie uzyskanych wyników pokazano, że liposomy wykorzystane w doświadczeniu 

charakteryzował wysoki stopień homogeniczności. Poddanie liposomów ekstruzji z 

wykorzystaniem filtrów o średnicy mniejszej niż ich rozmiar spowodowało uformowanie 

liposomów o bimodalnej populacji rozmiarów. Otrzymane wyniki wskazują na poprawność 

scenariusza A, ponieważ w tym przypadku z większego liposomu powstają mniejsze. Rozmiar 

pierwszego jest związany z rozmiarem filtra, a wielkość kolejnych jest ograniczona przez ilość 
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pozostałego lipidu. W przypadku scenariusza B i C liposomy powinny odzwierciedlać jedynie 

rozmiar porów filtra.  

Podsumowując, w ramach pracy udowodniono, że podczas ekstruzji liposomów nie 

zachodzi zjawisko fuzji liposomów oraz nie zostaje utworzony cylindryczny pęcherzyk, z 

którego powstają nowe cząstki. Dodatkowo, uzyskane liposomy nie charakteryzuje jednorodna 

populacja rozmiarów. W doświadczeniu uzyskano dwa dowody na to, że podczas ekstruzji 

liposomy powstają na wejściu pora filtra w wyniku „rozbicia” większego liposomu na mniejsze 

jednowarstwowe. Otrzymane wyniki nie są zgodne z modelami proponowanymi w literaturze 

[13,70,108,111,112].  
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3. Podsumowanie i perspektywy badań 

 

Głównym tematem pracy jest analiza wpływu właściwości mechanicznych kompleksów 

molekularnych na przebieg procesów biologicznym. W ramach badań skupiono się na 

nanocząstkach zbudowanych z dwuwarstwy lipidowej – liposomów. Z technicznego punktu 

widzenia, praca miała na celu opracowanie nowej metody pomiarowej umożliwiającej 

wyznaczenie właściwości mechanicznych liposomów typu LUV, które przede wszystkim 

stosuje się jako nośnik leków czy substancji kontrastujących. W stanie wolnym są one trudne 

w podaży. Przykładem takich substancji są te o wysokim stopniu toksyczności w stosunku do 

komórek zdrowych (np. chemostatyki), silnie hydrofobowe lub o niskiej stabilności, np. 

podatne na degradacje enzymatyczną podczas podania dojelitowego [15].  

Dane literaturowe wskazują, że właściwości mechaniczne liposomów bada się przede 

wszystkim z wykorzystaniem liposomów typu GUV [91,113], czyli o znacznie większych 

rozmiarach niż LUV. Do tej pory nie potwierdzono czy właściwości mechaniczne liposomów 

wyznaczone w mikroskali można przełożyć na nanoskalę. Dodatkowo, obecne metody 

pozwalające na określenie mechaniki liposomów są czasochłonne oraz wymagają 

specjalistycznych urządzeń [49,50]. Z tego powodu główną motywacją pracy było opracowanie 

nowej metody pomiarowej, która umożliwiłaby określenie właściwości mechanicznych 

liposomów typu LUV oraz byłaby prosta w aplikacji.  

Pracę rozpoczęto od postawienia dwóch hipotez, które stanowiły punkt wyjściowy 

prowadzonych działań: 

1) krzywizna dwuwarstwy lipidowej związana z rozmiarem liposomów wpływa na 

właściwości mechaniczne liposomów,  

2) siła ekstruzji liposomów jest związana z właściwościami mechanicznymi badanych 

cząstek.  

Pierwsza hipoteza pozwoliła rozstrzygnąć czy wartości określone przy wykorzystaniu 

modelu eksperymentalnego jakim są liposomy typu GUV można przełożyć na liposomy typu 

LUV, które są powszechnie stosowane w medycynie. Potwierdzenie drugiej hipotezy było 

kluczowe do opracowania nowej metody wyznaczającej właściwości mechaniczne liposomów 

na podstawie pomiaru siły ekstruzji. Nowa metoda pomiarowa została również wykorzystana 

do zbadania wpływu mechaniki liposomów na procesy biologiczne co jest tematem 

przewodnim pracy.  

W pierwszym etapie przeprowadzono przegląd literaturowy zastosowania liposomów w 

medycynie, który zaprezentowano w pracy 1. Wyjaśniono również motywację pracy nad 

liposomami jako przedmiotem badań oraz wskazano ogromne znaczenie aplikacji liposomów 

dla prowadzenia efektywnych terapii farmaceutycznych.  

W kolejnym kroku zweryfikowano hipotezę mówiącą, że rozmiar liposomów (tj. krzywizna 

dwuwarstwy lipidowej) wpływa na ich właściwości mechaniczne. W pracy 2. nie wykazano 

istotnych różnic właściwości mechanicznych w mikroskali w zależności od rozmiaru 

liposomów. Dodatkowo w pracy 4. pokazano, że właściwości mechaniczne określone w mikro- 
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i nanoskali wykazują takie same zależności. Otrzymane wyniki pozwoliły odrzucić opisywaną 

hipotezę.  

Następnie w ramach badań zaprezentowanych w pracy 3. i pracy 4. potwierdzono drugą 

hipotezę wskazującą, że siła ekstruzji liposomów odzwierciedla ich właściwości mechaniczne. 

Otrzymane zależności są bazą do opracowania nowej metody pomiarowej określającej 

właściwości mechaniczne liposomów na podstawie wartości siły ekstruzji.  

W ostatnim etapie, przeanalizowano wpływ mechaniki liposomów na przebieg procesów 

biologicznych, w których biorą one udział. W pracy 3. wykazano jak mechanika liposomów 

wpływa na ich stabilność, która jest szczególnie istotna dla zachowania cząstek w 

farmakoterapii. Następnie podjęto próbę analizy zjawiska ekstruzji w celu wyjaśnienia w jaki 

sposób przepchnięcie liposomów przez pory filtra umożliwia otrzymanie zawiesiny liposomów 

jednowarstwowych o homogenicznej populacji rozmiarów. Dodatkowo, przeanalizowano jakie 

siły determinują powstawanie liposomów w trakcie ekstruzji. Uzyskane rezultaty 

zaprezentowano w pracy 4. Otrzymane wyniki są istotne dla efektywnego planowania procesów 

produkcyjnych liposomów, ale również mogą posłużyć w analizie procesów biologicznych, w 

których istotne jest powstawanie nowych pęcherzyków z błony biologicznej czy fuzja błony 

(tj. egzo- i endocytoza).  

Na zakończenie chciałabym podkreślić, że rozpoczętą pracę należy kontynuować w celu 

kompletnego opracowania nowej metody pomiarowej określającej właściwości mechaniczne 

liposomów typu LUV na podstawie siły ekstruzji. Do tej pory, udało się wykazać, że siła 

ekstruzji może być miarą właściwości mechanicznych dwuwarstwy lipidowej. Dodatkowo 

wskazano czynniki, które istotnie wpływają na pomiar siły ekstruzji, a więc w kolejnym kroku 

należy ustandaryzować warunki pomiaru siły ekstruzji, aby mierzona siła była niezależna od 

dodatkowych czynników. 

W następnym etapie należałoby również opracować model empiryczny lub teoretyczny 

łączący siłę ekstruzji z właściwościami mechanicznymi określonymi przez współczynnik 𝜅. 

Poprawność modeli jest możliwa do zweryfikowania poprzez wyznaczenie 𝜅 liposomów w 

obecności roztworu soli lub surfaktantów oraz porównanie otrzymanych wartości z 

wielkościami literaturowymi [114–116]. Wykonanie opisanych prac pozwoli potwierdzić 

opisane w rozprawie relacje pomiędzy siłą ekstruzji a wartościami mechanicznymi liposomów, 

oraz wskazać ograniczenia metody opartej o pomiar siły ekstruzji.           
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PRACA 1 

 

 

Kierowane nośniki substancji biologicznie czynnych jako element podniesienia 

jakości życia społeczeństwa 
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Statistical analysis of bending rigidity coefficient determined using 

fluorescence-based flicker-noise spectroscopy 
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Supplementary information 

Statistical analysis of bending rigidity coefficient determined 

using fluorescence-based flicker-noise spectroscopy. 
Joanna Doskocz1*

• Dominik Drabik1
 • Grzegorz Chodaczek2 • Magdalena Przybyło1,3 • Marek Langner1,3 

 

The sequence of the data processing steps used for the bending rigidity determination as 

described in Materials and Methods. 

Series of images of vesicle (Figure 1) were acquired in a time sequence (5000 images). The set 

of images was numerically processed and used for the membrane bending rigidity coefficient 

determination.  

 
Figure S1 Example of an image of a lipid vesicle labeled with a fluorescence dye. 

Image processing: The vesicle contour is located using the image thresholding. Next, the 

center of vesicle is calculated by geometrically (using Taubin method) fitting circle to the 

contour (Figure S2). This is followed by leading straight lines from circle center at given angle 

to obtain radial intensity spectra. Such spectra are then fitted with Gaussian function in order to 

determine the location of the membrane at a given angle. Below are presented polar plots of 

vesicle with and without axis adjustments.  
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Figure S2 Examples of the membrane positioning used for the localization of the circle center 

for two selected images. The circle center location was identified based on the fitting of a circle 

to the vesicle contour. 

 

 
Figure S3. The presentation of membrane displacement from the fitted circle as a function of 

an angle in two different representations.  
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Figure S4 examples of autocorrelation curves for two different images of a vesicle. 

Each contour is used to calculate autocorrelation curve Figure S4, which is decomposed either 

to Legendre functions or Fourier series, depending on an approach used.  

Based on the decomposed autocorrelation function a plot (Figure S5 and Figure S6) is 

constructed, which is used for the model fitting. Figure S5 shows the fitting using the average-

based approach, whereas Figure S6 shows the fitting using the Statistical approach. 
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Figure S5 Examples of the model fitting for two vesicle images using the average-based 

approach. 
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Figure S6 Examples of the model fitting for two vesicle images using the statistical approach. 
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PRACA 3 

 

The effect of lipid phase on liposome stability upon exposure to the mechanical 

stress 
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PRACA 4 

 

The elucidation of the molecular mechanism of the extrusion proces 

  



80 

 

 



81 

 

 



82 

 

 



83 

 

 



84 

 

 



85 

 

 



86 

 

 



87 

 

 



88 

 

 



89 

 

 



90 

 

 



91 

 

 



92 

 

 



93 

 

 



94 

 

 



95 

 

 



96 

 

 



97 

 

 



98 

 

 



99 

 

 



100 

 

 



101 

 

 



102 

 

 



103 

 

 


