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STRESZCZENIE 

 

Struktura chromatyny umożliwia upakowanie DNA, w którego nici jest zapisana informa-

cja genetyczna. Chromatyna występuje na różnych poziomach organizacji. Na najniższym po-

ziomie organizacji występuje w postaci nukleosomów, a na najwyższym poziomie organizacji 

w postaci chromosomów metafazowych. Ze względu na kluczową rolę chromatyny w organi-

zacji DNA, został zbadany wpływ metylacji DNA i histonu H3 na jej strukturę chemiczną. 

Ponadto, został także zbadany udział euchromatyny i heterochromatyny w powstawaniu uszko-

dzeń w wyniku oddziaływania z wiązką protonów, co ma istotne znaczenie dla radioterapii.  

Do badań struktury molekularnej chromatyny zostały wykorzystane dwie techniki nano-

spektroskopii molekularnej: spektroskopia Ramana wzmocniona na ostrzu sondy skanującej 

(TERS, ang. Tip- Enhanced Raman Spectroscopy) oraz spektroskopia w zakresie podczerwieni 

połączona z mikroskopią sił atomowych (AFM – IR, ang. Atomic Force Microscopy Infrared 

Spectroscopy). Spektroskopia TERS umożliwiła zbadanie wpływu metylacji zarówno DNA, 

jak i histonu H3 na strukturę chemiczną chromatyny na najniższym poziomie jej organizacji- 

pojedynczego nukleosomu. Za pomocą spektroskopii AFM – IR, wykonano pomiary pojedyn-

czych chromosomów metafazowych człowieka, czyli chromatyny na najwyższym poziomie  

jej organizacji.  

Na bazie przedstawionych w poniższej rozprawie wyników TERS, na podstawie zmiany 

intensywności pasma charakterystycznego dla wib. zasad A, C i G oraz δ(CH), a także C=C 

(1487 cm-1), zidentyfikowano dwie różne struktury nukleosomów: 1) charakteryzującą się bra-

kiem obecności pasma dla liczby falowej 1487 cm-1 w przypadku liniowego DNA faga λ (głów-

nie konformacja A) oraz 2) charakteryzującą się obecnością pasma dla liczby falowej  

1487 cm-1 w przypadku kolistego DNA (pUC19, współistnienie konformacji A i B). Zanik in-

tensywności pasma na pozycji spektralnej 1487 cm-1 został powiązany z powstawaniem wiąza-

nia wodorowego pomiędzy końcem NH2 kationowych reszt histonów z azotem N7 zasady gua-

ninowej DNA w większym rowku DNA. Ponadto, w oparciu o otrzymane wyniki, stwierdzono, 

że na strukturę nukleosomów najistotniejszy wpływ ma konformacja DNA.  

Za pomocą spektroskopii AFM – IR zweryfikowano wpływ organizacji i budowy che-

micznej chromatyny na powstawanie aberracji chromosomowych w wyniku oddziaływania  

z wiązką protonów. Pokazano, że procesy powstawania uszkodzeń radiacyjnych oraz ich na-

prawy prowadzące do powstania chromosomów dicentrycznych oraz pierścieniowych zacho-

dzą głównie w euchromatynie.  
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Podsumowując, badania nanospektroskopowe chromatyny na najniższym i najwyższym 

poziomie jej organizacji, umożliwiły lepsze wyjaśnienie i zrozumienie zmian spektroskopo-

wych związanych z metylacją lub typem/konformacją DNA. Umożliwiły one także zbadanie 

czułości euchromatyny i heterochromatyny na uszkodzenia związane z oddziaływaniem  

z wiązką protonów.  
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SUMMARY 

 

Genetic information is stored in the chemical structure of the DNA strand and the chro-

matin structure allows the DNA packing and organization. Chromatin occurs at various levels 

of the organization. At the lowest level of organization it forms the nucleosomes,  

and at the highest level of organization it forms metaphase chromosomes. Due to the key role 

of chromatin in DNA packing, the influence of DNA and histone H3 methylation on its chem-

ical structure was investigated. In addition, the participation of euchromatin and heterochroma-

tin in the formation of damage as a result of interaction with the proton beam was also exam-

ined, which is important for radiotherapy. 

Two nanospectroscopic methods were used to study the chemical structure of chromatin: 

Tip- Enhanced Raman Spectroscopy (TERS) and infrared spectroscopy combined with atomic 

force microscopy (AFM - IR). TERS spectroscopy enabled studies of the effect of methylation 

of both DNA and histone H3 on the chemical structure of chromatin at the lowest level  

of its organization - a single nucleosome. On the other hand, the AFM - IR spectroscopy enabled 

the spectroscopic measurements of individual human metaphase chromosomes, which repre-

sents the highest level of chromatin organization. 

Based on the presented TERS results and the decrease of the intensity of band character-

istic for vibrations of DNA bases (A, C, G) and δ(CH), and C=C (1487 cm-1), two different 

nucleosome structures were identified: 1) characterized by no band presence at 1487 cm-1  

in the case of linear phage λ DNA (mainly in A conformation) and 2) characterized  

by the presence of the band at 1487 cm-1 in the case of circular DNA (pUC19, coexistence  

of A and B conformations). Decrease of band intensity at 1487 cm-1 was related to the hydrogen 

bond formation between the NH2 terminal end of the cationic histone residues with the N7  

nitrogen of the guanine DNA base in the larger DNA groove. In addition, based on the results 

obtained, it was concluded that the DNA conformation, not methylation itself, mainly influ-

ences nucleosome structure. 

Using AFM - IR spectroscopy, it was possible to examine the contribution of two main 

types of chromatin: euchromatin and heterochromatin, in the formation of chromosomal aber-

rations as a result of interaction with the proton beam. It was shown that chromosome breaks 

caused by interaction with the proton beam, related to the formation of dicentrics  

or rings, are formed mainly in euchromatin. 
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In conclusion, nanospectroscopic studies of chromatin at the lowest and the highest level 

of its organization allowed for a better explanation and understanding of the nature of observed 

bands in spectra and spectroscopic changes associated with methylation or the type/confor-

mation of DNA. They also enabled studies of the sensitivity of euchromatin and heterochroma-

tin to damage associated with the interaction with the proton beam. 
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WYKAZ UŻYWANYCH SKRÓTÓW 

 

A (ang. adenine)- adenina 

Abs- absorbancja 

ACF (ang. ATP- utilizing chromatin assembly and remodeling factor)- czynnik odtwarzający  

i formujący chromatynę zależny od adenozyno-5′-trifosforanu 

AFM (ang. Atomic Force Microscopy)- mikroskopia sił atomowych 

AFM – IR (ang. Atomic Force Microscopy Infrared Spectroscopy)- spektroskopia w zakresie 

podczerwieni, sprzężona z mikroskopią sił atomowych 

ATP- adenozyno-5′-trifosforan 

anty – 5mC- barwienie fluorescencyjne, umożliwiające śledzenie rozkładu 5-metylocytozyny 

BALM (ang. Binding Activated Localization Microscopy)- mikroskopia lokalizacji wiązania 

Bq- 1 Bekerel- jednostka miary aktywności promieniotwórczej (układ SI) 

BSA (ang. Bovine Serum Albumin)- surowicza albumina wołowa 

BSS (ang. Basic Safety Standards)- Podstawowe Standardy Bezpieczeństwa 

obl.- obliczenia 

C (ang. cytosine)- cytozyna 

CCB- Centrum Cyklotronowe Bronowice 

CCD (ang. Charge-Coupled Device)- detektor w postaci matrycy światłoczułych elementów 

DAPI (ang. 4′,6-diamidino-2-phenylindole)- barwnik fluorescencyjny 

DNA (ang. Deoxyribonucleic acid)- kwas deoksyrybonukleinowy  

DSBs (ang. double strand breaks)- podwójne przerwania nici DNA 

ds (ang. double strand)- dwuniciowa helisa 

EMCCD (ang. An Electron Multiplying Charge-Coupled Device)- rodzaj wysokoczułego de-

tektora CCD wyposażonego w dodatkowy powielacz elektronów, wzmacniający sygnał 

FBS (ang. Fetal Bovine Serum)- serum płodowe z cieląt 

FTIR (ang. Fourier-transform infrared spectroscopy)- spektroskopia fourierowska w zakresie 

podczerwieni 

G (ang. guanine)- guanina 

Gy- 1 Grey- jednostka dawki pochłoniętej (układ SI) 

H1, H2A, H2B, H3, H4 i H3K4me3, H3K36me3 oraz H3K79me3 i H3K9me3, H3K27me3 

oraz H4K20me3- nazwy histonów i ich modyfikacji posttranslacyjnych  

HCA (ang. Hierarchical Cluster Analysis)- hierarchiczna analiza klastrowa 
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HeLa- linia komórkowa wywodząca się z komórek raka szyjki macicy 

INS-1E- sekrecyjna linia komórkowa wywodząca się ze szczurzych komórek β- trzustki 

LET (ang. Linear Energy Transfer)- liniowy transfer energii 

MBE (ang. molecular beam epitaxy)- metoda epitaksji wiązki molekularnej 

mFISH (ang. multicolor Fluorescence In-Situ Hybridization)- wielokolorowa fluorescencyjna 

hybrydyzacja in situ 

NAP-1 (ang. Nucleosome Assembly Protein)- białko umożliwiające odtworzenie nukleosomu 

OPO (ang. Optical Parametric Oscillator)- optyczny oscylator parametryczny 

PBS (ang. Phosphate-buffered saline)- zbuforowany fosforanem roztwór soli fizjologicznej 

PCA (ang. Principal Component Analysis)- analiza składowych głównych  

PCC (ang. Pearson Correlation Coefficient)- współczynnik korelacji Pearsona 

PHA (ang. phytohemagglutinin)- fitohemaglutynina 

PMMA (ang. poly(methyl methacrylate)- szkło akrylowe 

PMT (ang. photomultiplier)- fotopowielacz 

QCL (ang. Quantum Cascade Laser)- laser kwantowo- kaskadowy 

RBE (ang. Relative Biologic Effectivity)- współczynnik względnej skuteczności biologicznej 

RMS (ang. root mean square)- średnia kwadratowa, miara statystyczna pozwalająca oszaco-

wać rząd wielkości danych (tu: chropowatość podłoża) 

RNA (ang. ribonucleic acid)- kwas rybonukleinowy 

RPM (ang. revolutions per minute)- obroty na minutę 

RPMI 1640- medium komórkowe 

SERS (ang. Surface- Enhanced Raman Spectroscopy)- powierzchniowo wzmocniona spektro-

skopia Ramana 

SI (fr. Système International d'unités)- Międzynarodowy Układ Jednostek Miar 

SOD (ang. Sum Of Distances)- suma odległości pomiędzy obiektem a centroidem danego kla-

stra 

SOBP (ang. Spread-out Bragg peak)- poszerzony piku Bragga 

ss (ang. single strand)- jednoniciowa helisa 

SSBs (ang. single strand breaks)- pojedyncze przerwania nici DNA 

SSC (ang. Saline-Sodium Citrate)- bufor 

STM (ang. Scanning Tunneling Microscope)- skaningowy mikroskop tunelowy 

STORM (ang. Stochastic Optical Reconstruction Microscopy)- mikroskopia stochastycznej 

rekonstrukcji optycznej 
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TERS (ang. Tip-Enhanced Raman Spectroscopy)- spektroskopia Ramana wzmocniona  

na ostrzu sondy skanującej 

ts (ang. triple strand)- trójniciowa helisa 

T (ang. thymine)- tymina 

UPGMA (ang. unweighted pair-group method using arithmetic averages)- metoda średniego 

połączenia hierarchicznej analizy klastrowej 

WET (ang. Water Equivalent Thickness)- współczynnik ekwiwalentu wody 

wib.- drgania 

 

Typy drgań:  

νsym/as- drgania rozciągające (symetryczne/ asymetryczne) 

δ- drgania deformacyjne 

δs- drgania nożycowe (ang. scissoring: in–plane bending)  

δr- drgania wahadłowe (ang. rocking: out–of–plane bending) 

γ- drgania wachlarzowe (ang. wagging vibrations) 

∆- drgania rozciągające pierścieni (ang. breathing mode) 
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został przedstawiony na Rys. 13A wraz z linią, pokazującą poziom odcięcia zaznaczoną 
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niemetylowanego DNA + 0,4x widmo histonów H2A, H2B i H4), modelowego widma DNA 
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oraz widma ramanowskie eu- i hetero-chromatyny zebrane z pojedynczego chromosomu, 

rozdzielone dzięki analizie HCA i PCA. ............................................................................... 91 

Rys.  15 Kombinacje liniowe widm ramanowkich niemetylowanego DNA faga λ (A-B)   

i widma histonów H2A, H2B i H4 oraz metylowanego DNA faga λ (C-D) i widma histonów 
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widmami modelowymi chromatyny na najniższym poziomie organizacji a widmami eu-   

i hetero-chromatyny zebranymi z pojedynczego chromosomu zostały przedstawione  w Tabeli 
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DNA (2), będącej fragmentem łącznikowym pomiędzy nukleosomami w chromatynie  (tzw. 
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z niemetylowanymi histonami HeLa (chromatyna nr 2, Tabela 1) naniesionej na pozłacane 
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płomieniowo podłoże z wykorzystaniem niemetylowanego DNA faga λ z niemetylowanymi 
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pojedyncze widma TERS zebrane z nukleosomu (B), DNA (C) i podłoża (D) wraz   
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wyznaczonych współczynników korelacji Pearsona z widmami referencyjnymi (modelowym 
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widmem niemetylowanego DNA faga λ (PCC=0,4)). Dla porównania, przedstawiono także 

widmo, zebrane, gdy sonda nie była w kontakcie z próbką (n=5, E) w celu sprawdzenia 

czystości sondy. Dodatkowo przedstawiono także sygnał z fotopowielacza (PMT), obrazujący 

położenie sondy (F) oraz sygnał przedstawiający obszar największego wzmocnienia sygnału 

TERS (ang. hot spot), otrzymany poprzez integrację sygnału TERS w zakresie spektralnym  

1808 – 43 cm-1. Dolny rząd przedstawia możliwy mechanizm oddziaływania DNA  

w konformacji B i histonu H4 (H4R45) poprzez oddziaływanie z mniejszym rowkiem DNA 

(H), potencjalny mechanizm oddziaływania DNA w konformacji A i histonu H4 (H4R45), 

poprzez oddziaływanie z mniejszym rowkiem DNA (I), który jest jednak mało prawdopodobny. 

Podobnie przedstawiono także potencjalny mechanizm oddziaływania DNA w konformacji B 

i histonu H4 (H4R45) poprzez oddziaływanie z większym rowkiem DNA (J), który także jest 

mało prawdopodobny. Dodatkowo, przedstawiono bardziej prawdopodobny mechanizm 

oddziaływania DNA w konformacji A i histonu H4 (H4R45) poprzez oddziaływanie  

z większym rowkiem DNA (K, struktura oktameru histonowego, PDB ID: 1aoi [138], struktura 

DNA w konformacji B, PDB ID: 1bna [150] oraz struktura DNA w konformacji A, PDB ID: 

4izq [151]). ........................................................................................................................ 120 

Rys.  20 Schemat eksperymentów i analizy danych uzyskanych z pomiarów chromosomów  
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Rys.  21 System nanoIR2 do pomiarów z wykorzystaniem metody AFM – IR (A) wyposażony 

w laser OPO (B) i laser QCL (C). W systemie nanoIR2 do pomiarów w modzie kontaktowym 

wykorzystuje się specjalne sondy AFM (PR-EX-nIR2-10, D). ............................................ 128 

Rys.  22 Widmo mocy lasera OPO zmierzone dla polaryzacji 0 ° (A) i 90 ° (B) bez dodatkowego 

filtra osłabiającego moc lasera oraz zmierzone dla polaryzacji 0 ° (C) i 90 ° (D) z dodatkowym 

filtrem osłabiającym moc lasera dla mocy lasera 100 % w całym zakresie spektralnym 

(uśredniono 5 widm mocy, w każdym punkcie uśredniono sygnał z 128 pulsów lasera (ang. co- 

averages)). ......................................................................................................................... 130 

Rys.  23 Widmo mocy lasera QCL zmierzone dla polaryzacji 0 ° (A) i 90 ° (B) dla modu 

krokowego (ang. stepped mode) oraz zmierzone dla polaryzacji 0 ° (C) i 90 ° (D) dla modu 

szybkiego (ang. fast mode, uśredniono 5 widm mocy lasera, w każdym punkcie uśredniono 

sygnał z 256 pulsów lasera (ang. co- averages)). Moc mierzono dla 100 % mocy lasera w całym 

zakresie spektralnym. ......................................................................................................... 131 

Rys.  24 Badanie wzbudzenia sondy AFM na różnych podłożach do pomiarów z użyciem 

spektroskopii AFM – IR: zależność intensywności sygnału AFM - IR od mocy lasera   

dla częstości w zakresie 0 – 1,2 MHz dla fali wzbudzajacej 1660 cm-1 i polaryzacji 0 ° -   
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na podłożu ZnS (A) i na mice napylonej złotem (150 nm warstwa złota, B). Dodatkowo 

przedstawiono także zależność intensywności sygnału AFM – IR dla kolejnych modów drgania 

sondy AFM od mocy lasera dla podłoża ZnS (C) i miki nappylonej złotem (D). Porównano 

także mapę AFM - IR, przedstawiającą rozkład przestrzenny pasma charakterystycznego   

dla drgania wiązania amidowego w białkach histonowych (1660 cm-1, amid I), otrzymaną   

dla chromosomów naniesionych na kryształ ZnS (E) i mikę napyloną złotem (F). .............. 135 

Rys.  25 Badanie wzbudzenia sondy AFM na różnych podłożach do pomiarów z użyciem 

spektroskopii AFM – IR: zależność intensywności sygnału AFM - IR (IR Amplitude) od mocy 

lasera dla częstości w zakresie 0- 1.2 MHz dla fali wzbudzajacej 2960 cm-1 i polaryzacji 0 ° - 

na podłożu ZnS (A) i na mice napylonej złotem (150 nm warstwa złota, B). Dodatkowo 

przedstawiono zalezność intensywności sygnału AFM - IR (IR Amplitude) dla kolejnych 

modów drgania sondy AFM od mocy lasera dla podłoża ZnS (C) i miki nappylonej złotem (D).
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Rys.  26 Chromosomy człowieka wybarwione z wykorzystaniem metody mFISH przy użyciu 

zestawu 24XCyte Human Multicolor FISH (A, MetaSystems) wraz ze schematem barwienia 

(B). .................................................................................................................................... 142 

Rys.  27 Referencyjne widma AFM – IR DNA, histonów oraz chromatyny (chromosom 

metafazowy) w zakresie spektralnym 3100 - 2700 cm-1 (A) wraz z odpowiadającymi  

im  II pochodnymi (B) oraz widma w zakresie 1800 – 900 cm-1 (C) wraz z II pochodnymi (D). 

Poszczególne widma referencyjne zostały zebrane z: niemetylowanego DNA faga λ (n = 50), 

metylowanego DNA faga λ (n = 50), histonów H2A, H2B i H4 (widmo przedstawione jako 

suma,  n = 150 (n = 50 dla każdego histonu)) oraz z pojedynczego chromosomu metafazowego  

(n = 50). ............................................................................................................................. 147 

Rys.  28  Analiza składowych głównych (PCA) II pochodnych widm (Algorytm wygładzania: 

Savitzky - Golay, wielomian II stopnia, 7 pkt.) zebranych z metylowanego (czerwony)   

i niemetylowanego (niebieski) DNA z faga λ w zakresie spektralnym 3100- 2700 cm-1 (A-B) 

oraz w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1 (C-D). Na Rys. 28A,C przedstawiono wykres 

rozrzutu 3D. Z kolei na Rys. 28B,D przedstawiono otrzymane ładunki czynnikowe (przerywane 

linie oznaczają poziom 0 dla poszczególnych ładunków czynnikowych). ........................... 148 

Rys.  29 Identyfikacja chromosomu metafazowego do pomiarów porównaczych AFM – IR  

w 1) rezonansowym i 2) wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym:  A- topografia 

AFM metafazy. Białą strzałką zaznaczono chromosomy wybrane do badań porownawczych 

(A) oraz do obrazowania z wykorzystaniem rezonansowego modu kontaktowego (B). 
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Topografię AFM porównano z barwieniem mFISH (B) umożliwiającym identyfikację 

wybranego do pomiarów chromosomu (C). ........................................................................ 154 

Rys.  30 Porównanie sygnału AFM – IR w 1) rezonansowym i 2) we wzmocnionym 

rezonansowo modzie kontaktowym na przykładzie śledzenia rozkładu DNA w chromosomie 

człowieka (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem  

i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1): A- topografia AFM wybranego  

do pomiarów chromosomu nr 21. B- sygnał defelction pokazujący drobne zmiany w morfologii 

chromosomu, C- sygnał AFM – IR zebrany w rezonansowym i D- we wzmocnionym 

rezonansowo modzie kontaktowym, E, F- rozkład częstości drgania sondy AFM podczas 

pomiarów w rezonansowym (E) i we wzmocnionym rezonansowo (F) modzie kontaktowym. 

Na Rys. 30G przedstawiono przekrój poprzeczny sygnału AFM – IR na mapie, przedstawiającej 

rozkład przestrzenny DNA w chromosomie człowieka (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 

1230 cm-1, przekrój oznaczono czerwoną strzałką na Rys. 30C) z zaznaczonym dopasowaniem 

liniowym, za pomocą którego wyznaczono poziom intensywności sygnału  

na 1) chromosomie i 2) podłożu. ........................................................................................ 156 

Rys.  31 Porównanie sygnału AFM – IR w 1) rezonansowym i 2) we wzmiocnionym 

rezonansowo modzie kontaktowym na przykładzie obrazowania AFM - IR rozkładu 

biocząsteczek lub ich grup funkcyjnych: A-B- rozkład DNA (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-),  

1230 cm-1), C- rozkład przestrzenny głównie grup CH2 i CH3 oraz zasad DNA w chromosomie 

(rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, 

δ(CH2) w alaninie, δasym(CH3) w walinie, 1450 cm-1), D- rozkład przestrzenny białek 

histonowych (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla wiązania amidowego (amid II,  

1540 cm-1), E-F- rozkład przestrzenny białek histonowych (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla wiązania amidowego (amid I, 1650 cm-1), G-H- rozkład przestrzenny 

acetylacji histonów (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup C=O 

(ν(C=O),  1720 cm-1). Na Rys. 31A, E, G przedstawiono mapy AFM – IR uzyskane  

w rezonansowym modzie kontaktowym. Z kolei na Rys. 31B-D, F, H przedstawiono mapy 

AFM – IR uzyskane we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym. ..................... 157 

Rys.  32 Porównanie sygnału AFM – IR w 1) rezonansowym i 2) wzmocnionym rezonansowo 

modzie kontaktowym na przykładzie uśrednionych widm (n = 10) zebranych z chromosomu  

nr 21 (Rys. 30). Na Rys. 32A przedstawiono widmo AFM – IR zebrane w rezonansowym 
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modzie kontaktowym. Z kolei na Rys. 32B przedstawiono widmo AFM – IR zebrane   

we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym. ..................................................... 160 

Rys.  33 Obrazowanie AFM – IR pojedynczego chromosomu metafazowego człowieka   

we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym: A- topografia AFM – IR wybranego 

chromosomu (chromosom B, Rys. 33), B- sygnał wygięcia sondy AFM (ang. deflection) 

pokazujący drobne zmiany w morfologii chromosomu (za pomocą białego kwadratu oznaczono 

obszar telomeru, dla którego wykonano mapowanie przedstawione na Rys. 34), C- rozkład 

przestrzenny DNA w chromosomie  (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania 

pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1), D- rozkład 

przestrzenny częstości drgania sondy AFM – IR podczas obrazowania, E- rozkład przestrzenny 

głównie grup CH2 i CH3 oraz zasad DNA w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania grup δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, δ(CH2) w alaninie, 

δasym(CH3)  w walinie, 1450 cm-1), F-G- rozkład przestrzenny białek histonowych  

w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, wiązania amidowego (F- amid II, 1540 cm-1,  

G- amid I, 1650 cm-1), H- rozkład przestrzenny acetylacji histonów (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania grup C=O (ν (C=O), 1720 cm-1). ..................................... 161 

Rys.  34 Obrazowanie AFM – IR telomeru w pojedynczym chromosomie metafazowym 

człowieka we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym: A- topografia AFM – IR 

telomeru, B- rozkład przestrzenny DNA w telomerze (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 

1230 cm-1), C- rozkład przestrzenny głównie grup CH2 i CH3 oraz zasad DNA w telomerze 

(rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, 

δ(CH2) w alaninie, δasym(CH3) w walinie, 1450 cm-1), D-E- rozkład przestrzenny białek 

histonowych  w telomerze (rozkład absorbcji pasma, wiązania amidowego (D- amid II,  

1540 cm-1, E- amid I, 1650 cm-1), F- rozkład przestrzenny acetylacji histonów (rozkład 

absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup C=O (ν (C=O), 1720 cm-1). Na Rys.  

34G-H przedstawiono analizę rozdzielczości przestrzennej wykonanego obrazowania (Rys. 

34E). Na Rys. 34G przedstawiono przekrój poprzeczny sygnału AFM – IR na granicy 

chromosomu i podłoża (zaznaczony czerwoną linią na Rys. 34E). Z kolei na Rys. 34H 

przedstawiono I pochodną sygnału AFM – IR na granicy chromosomu i podłoża z dopasową 

krzywą Gaussa (FWHM = 22 nm). ..................................................................................... 163 

Rys.  35 Hyperspectral imaging z rozdzielczością przestrzenną 200 nm: A- topografia AFM 

wybranej metafazy. Białą strzałką zaznaczono chromosom wybrany do pomiarów AFM – IR. 

Na Rys. 35B przedstawiono barwienie DAPI metafazy przedstawionej na Rys. 35A. Na Rys. 
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35C przedstawiono topografię AFM chromosomu wybranego do obrazowania typu 

hyperspectral imaging z zaznaczonym położeniem zebranych widm (macierz widm). Na Rys. 

35D przedstawiono przykładowe widmo zebrane z chromosomu przedstawionego na Rys. 35C 

wraz  z II pochodną (algorytm: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 19 pkt.). .................. 167 

Rys.  36 Porównanie mapowania AFM – IR we wzmocnionym rezonansowo modzie 

kontaktowym z mapowaniem typu hyperspectral imaging: A- topografia AFM wybranego 

chromosomu, B-D- rozkład DNA w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 

1230 cm-1): B, C mapowania AFM – IR w modzie rezonansowym, D- mapowanie typu 

hyperspectral imaging.  Na Rys. 36E-F przedstawiono rozkład przestrzenny białek 

histonowych w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, wiązania amidowego (amid I,  

1660 cm-1). Na Rys. 36G-H przedstawiono rozkład białek histonowych w chromosomie 

(rozkład absorbcji pasma, wiązania amidowego (amid II, 1550 cm-1). Rozmiar piksela na Rys. 

36C,E,G: 16 x 16 nm, a na Rys. 36B,D,F,H:  200 x 200 nm. .............................................. 169 

Rys.  37 Analiza klastrowa (metoda K-średnich) widm zebranych z chromosomu metodą 

hyperspectral imaging: A- rozkład przestrzenny zidentyfikowanych dwóch klastrów, klastra 

charakterystycznego dla: 1) podłoża (szary) i 2) chromosomu (bordowy) zestawiony  

z barwieniem DAPI zmierzonego chromosomu. Na Rys. 37C przedstawiono uśrednione widmo 

dla klastra charakterystycznego dla: 1) podłoża (szary, n = 1389, A) i 2) chromosomu (bordowy,  

n = 211, A). Na Rys. 37D przedstawiono rozkład przestrzenny zidentyfikowanych sześciu 

klastrów wraz z uśrednionymi widmami charakterystycznymi dla tych klastrów (E) oraz   

II pochodnymi widm zebranych z dwóch rodzajów chromatyny zidentyfikowanych w badanym 

chromosomie (F). ............................................................................................................... 172 

Rys.  38 Identyfikacja żeńskich chromosomów X na podstawie kariotypowania: A- topografia 

AFM przedstawiająca kompletną metafazę, B- zdjęcie spod mikroskopu fluorescencyjnego, 

przedstawiające rozkład grup 5mC wyznakowany z użyciem fluorescencyjnego testu 

molekularnego anty – 5mC, C- kariogram wykonany na podstawie topografii AFM (A) oraz  

D- kariogram wykonany na podstawie zdjęcia fluorescencyjnego (B) z dodatkowym 

barwieniem kontrastowym z użyciem jodku propidyny. ..................................................... 176 

Rys.  39 Śledzenie rozkładu metylacji w pojedynczych żeńskich chromosomach X za pomocą 

spektroskopii AFM – IR i molekularnego barwienia fluorescencyjnego anty – 5mC: A,  

G- topografia AFM pojedynczych chromosomów X, B, H- rozkład DNA w pojedynczych 

chromosomach (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem   

i fosforem w szkielecie DNA (νasym (PO2
-), 1240 cm-1), C, I- rozkład białek histonowych 
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(rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania wiązania amidowego (amid I,   

1660 cm-1), D, J- rozkład grup metylowych (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego  

dla drgania grup CH3 (νasym (CH3), 2960 cm-1), E, K- mapa stosunku CH3/PO2
-, F,  

I- molekularne barwienie fluorescencyjne anty - 5mC (kolor zielony) z barwieniem 

kontrastowym jodkiem propidyny (kolor czerwony). ......................................................... 176 

Rys.  40 Identyfikacja aberracji chromosomowej typu chromosom dicentryczny  na podstawie 

kariotypowania: A- topografia AFM przedstawiająca kompletną metafazę,  B- zdjęcie spod 

mikroskopu fluorescencyjnego przedstawiające barwienie DAPI chromosomów, C- kariogram 

wykonany na podstawie topografii AFM (A). Na Rys. 40 aberracja chromosomowa typu 

chromosom dicentryczny oraz zidentyfikowany fragment acentryczny, zostały oznaczone białą 

strzałką. ............................................................................................................................. 177 

Rys.  41 Porównanie uśrednionego widma AFM – IR zebranego  z chromosomu typu dicentryk 

(n = 157) z widmem zebranym z obszaru wokół chromosomu (n = 12, podłoże wraz  

z pozostałościami komórkowymi). ..................................................................................... 178 

Rys.  42 Identyfikacja eu- i hetero-chromatyny w chromosomie typu dicentryk: A- topografia 

AFM z zaznaczonym profilem wysokości (czarna linia) i prawdopodobnym miejscem 

powstania uszkodzenia w wyniku oddziaływania z wiązką protonów (czerwona linia),   

B- sygnał wygięcia sondy AFM (ang. deflection), pokazujący drobne zmiany w morfologii 

dicentryka, C- rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu 

absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie 

DNA  (νasym(PO2
-), 1240 cm-1), D- rozkład  grup metylowych (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania grup CH3 (νasym(CH3), 2960 cm-1), E- rozkład  grup 

metylenowych (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH2 

(νsym(CH2), 2850 cm-1),  F- rozkład DNA (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego  

dla drgania pomiędzy tlenem  i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1240 cm-1), G- mapa 

stosunku CH3/CH2, H- mapa stosunku CH3/PO2
-, I- barwienie DAPI i mFISH zmierzonego 

dicentryka. Na Rys. 42I, znakiem „+” został oznaczony fluorochrom, którym został 

wybarwiony badany chromosom, a znakiem „-„ fluorochrom, którym nie został wybarwiony 

badany chromosom. ........................................................................................................... 180 

Rys.  43 Analiza PCA widm zebranych z chromosomu dicentrycznego w zakresie spektralnym 

3000 cm-1 - 2800 cm-1: A- wykres rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy widm,  

B- ładunku czynnikowe dla trzech pierwszych składowych głównych PC, opisujących kolejno: 

55 %, 14 %, 10 % zmiennosci w danych czynnikowe (przerywane linie oznaczają poziom 0  

dla poszczególnych ładunków czynnikowych), C-D- uśrednione widma zidentyfikowane jako 
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widma zebrane z: euchromatyny (n = 48, kolor niebieski)  i heterochromatyny (n = 53, kolor 

czerwony), E-F- II pochodne widm (algorytm gładzenia: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 

13 pkt.), zidentyfikowanych jako widma zebrane  z: euchromatyny (kolor niebieski)  

i heterochromatyny (kolor czerwony), G- rozkład przestrzenny widm zidentyfikowanych jako 

widma zebrane z euchromatyny (niebieski) i heterochromatyny (czerwony) za pomocą analizy 

PCA w zakresie spektralnym  3100 cm-1 – 2800 cm-1 zaznaczony na mapie stosunku CH3/CH2.
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Rys.  44 Weryfikacja opracowanego modelu, umożliwiającego identyfikację eu-  

i heterochromatyny w dicentryku: A- mapa stosunku CH3/CH2 z zaznaczoną linią wzdłuż której 

wyekstrahowano profil sygnału CH3/CH2 na granicy eu- i hetero-chromatyny, który 

przedstawiono na Rys. 44B. W celu wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe było 

zidentyfikowanie rozkładu przestrzennego euchromatyny i heterochromatyny wybrano 

fragment profilu na granicy tych dwóch rodzajów chromatyny (C) i wyznaczono I pochodną 

sygnału (D). Do wyznaczonej I pochodnej sygnału została dopasowana krzywa Gaussa i została 

wyznaczona wartość szerokość połówkowa FWHM = 51,7 ± 1,6 nm. ................................ 186 
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z chromosomem typu dicentryk: A- topografia AFM z zaznaczonym profilem wysokości,  

B- sygnał wygięcia dźwigni AFM, pokazujący drobne zmiany w morfologii fragmentu 

acentrycznego, C- rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu 

absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie 

DNA (νasym(PO2
-), 1240 cm-1), D- rozkład  grup metylowych we fragmencie acentrycznym 

(rozkładu absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH3 (νasym (CH3),   

2960 cm-1), E- rozkład  grup metylenowych we fragmencie acentrycznym (rozkład absorbcji 

pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH2 (νsym (CH2), 2850 cm-1), F- rozkład DNA   

we fragmencie acentrycznym (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania 

pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym (PO2
-), 1240 cm-1), G- mapa stosunku 

CH3/CH2, H- mapa stosunku CH3/CH2 z zaznaczonymi widmami zebranymi z euchromatyny 

(niebieski) i heterochromatyny (czerwony), I- barwienie DAPI i mFISH zmierzonego 

fragmentu acentrycznego. Na Rys. 45I, znakiem „+” został oznaczony fluorochrom, którym 

został wybarwiony badany chromosom, a znakiem „-„ fluorochrom, którym nie został 

wybarwiony badany chromosom. Na Rys. 45A,G-H białą strzałką oznaczono tzw. trabant 
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3D uzyskany na podstawie analizy widm, B- ładunki czynnikowe dla trzech pierwszych 

składowych głównych PC, opisujących kolejno: 60 %, 11 %, 8 % zmiennosci  w danych 

(przerywane linie oznaczają poziom 0 dla poszczególnych ładunków czynnikowych),  

C-D- uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane z: euchromatyny (n = 36, kolor 

niebieski) i heterochromatyny (n = 10, kolor czerwony), E-F- II pochodne widm (algorytm: 

Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.), zidentyfikowanych jako widma zebrane   

z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony). ........................... 190 
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na podstawie topografii AFM (A). Na Rys. 47 aberracja chromosomowa typu ring oraz 
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w wyniku oddziaływania z wiązką protonów (niebieska strzałka), B- sygnał wygięcia sondy 

AFM (ang. deflection), pokazujący drobne zmiany w morfologii ringa, C- rozkład częstości 

sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 

1240 cm-1),  D- rozkład  grup metylowych w ringu (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania grup CH3 (νasym (CH3), 2960 cm-1), E- rozkład  grup 

metylenowych w ringu (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH2 

(νsym (CH2), 2850 cm-1), F- rozkład DNA w ringu (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 

1240 cm-1), G- mapa stosunku CH3/CH2, H- mapa stosunku CH3/PO2
-, I- barwienie DAPI  

i mFISH zmierzonego ringa. Na Rys. 48I, znakiem „+” został oznaczony fluorochrom, którym 

został wybarwiony badany chromosom, a znakiem „-„ fluorochrom, którym nie został 
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B- ładunku czynnikowe dla trzech pierwszych składowych głównych PC, opisujących kolejno: 

50 %, 17 %, 9 % zmiennosci w danych (przerywane linie oznaczają poziom  0  

dla poszczególnych ładunkow czynnikowych), C-D- uśrednione widma zidentyfikowane jako 

widma zebrane z: euchromatyny (n = 61, kolor niebieski) i heterochromatyny (n = 25, kolor 

czerwony), E-F- II pochodne widm (algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian   
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II rzędu, 13 pkt.), zidentyfikowanych jako widma zebrane z: euchromatyny (kolor niebieski)   

i heterochromatyny (kolor czerwony), G- rozkład przestrzenny widm zidentyfikowanych jako 

widma zebrane z euchromatyny (niebieski) i heterochromatyny (czerwony) za pomocą analizy 

PCA w zakresie spektralnym 3100 cm-1 – 2800 cm-1 zaznaczony na mapie stosunku CH3/CH2.
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wyekstrahowano profil sygnału CH3/CH2 na granicy eu- i hetero-chromatyny, który 

przedstawiono  na Rys. 50B. W celu wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe było 

zidentyfikowanie rozkładu przestrzennego euchromatyny i heterochromatyny wybrano 

fragment profilu na granicy tych dwóch rodzajów chromatyny (Rys. 50C) i wyznaczono  
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i prawdopodobnym miejscem powstania uszkodzenia w wyniku oddziaływania z wiązką 

protonów, B- wygięcie sondy AFM (ang. deflection), pokazujące drobne zmiany w morfologii 

fragmentu acentrycznego, C- rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR 

(dla rozkładu absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem   

w szkielecie DNA (νasym (PO2
-)), D- rozkład  grup metylowych we fragmencie acentrycznym 

(rozkładu absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH3 (νasym (CH3),   

2960 cm-1), E- rozkład  grup metylenowych we fragmencie acentrycznym (rozkład absorbcji 

pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH2 (νsym (CH2), 2850 cm-1), F- rozkład DNA  

we fragmencie acentrycznym (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania 

pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-)), G- mapa stosunku CH3/CH2,  

H- mapa stosunku CH3/CH2 z zaznaczonymi widmami zebranymi z euchromatyny (niebieski)  

i heterochromatyny (czerwony), I- barwienie DAPI i mFISH zmierzonego fragmentu 

acentrycznego. Na Rys. 51I, znakiem „+” został oznaczony fluorochrom, którym został 

wybarwiony badany chromosom,  a znakiem „-„ fluorochrom, którym nie został wybarwiony 
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3D uzyskany na podstawie analizy widm, B- ładunku czynnikowe dla trzech pierwszych 
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składowych głównych PC, opisujących kolejno: 35 %, 19 %, 16 % zmiennosci   

w danych (przerywane linie oznaczają poziom 0 dla poszczególnych ładunkow czynnikowych), 

C-D- uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane z: eu chromatyny (n=16, kolor 

niebieski) i heterochromatyny (n = 22, kolor czerwony), E-F- II pochodne widm (algorytm 

wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.), zidentyfikowanych jako widma 

zebrane z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony). .............. 201 
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sondy AFM podczas pomiaru mapy AFM- IR (rozkład przestrzenny drgania pomiędzy tlenami 

i fosforem w szkielecie DNA- rozkład pasma 1240 cm-1), D- rozkład przestrzenny grup 

metylowych (νasym(CH3), 2960 cm-1), E- rozkład przestrzenny gryp metylenowych (νsym(CH2),  

2850 cm-1), F- rozkład przestrzenny drgania pomiędzy tlenami i fosforem w szkielecie DNA 

(νasym(PO2
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E-F- II pochodne widm (algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.), 
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Rys.  56 Weryfikacja opracowanego modelu, umożliwiającego identyfikację eu-  

i heterochromatyny w aberracji typu minutki: A- mapa stosunku CH3/CH2 z zaznaczoną linią 

wzdłuż której wyekstrahowano profil sygnału CH3/CH2 na granicy eu- i hetero-chromatyny, 

który przedstawiono na Rys. 56B. W celu wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe było 

zidentyfikowanie rozkładu przestrzennego euchromatyny i heterochromatyny wybrano 

fragment profilu na granicy tych dwóch rodzajów chromatyny (C) i wyznaczono I pochodną 

sygnału (D). Do wyznaczonej I pochodnej sygnału została dopasowana krzywa Gaussa i została 

wyznaczona wartość szerokość połówkowa FWHM = 28,9 ± 1,9 nm. ................................ 208 
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I. WSTĘP 

 

Informacja genetyczna zapisana jest w budowie chemicznej nici kwasu deoksyrybonukle-

inowego (DNA). W komórkach eukariotycznych nić DNA jest zorganizowana w wyżej upo-

rządkowaną strukturę, jaką jest chromatyna. Najniższym poziomem organizacji chromatyny 

jest nukleosom, a najwyższym stopniem są chromosomy metafazowe. Ze względu na kluczową 

rolę chromatyny w zapewnieniu zorganizowanego upakowania DNA w jądrze, badanie  

jej struktury chemicznej, a zwłaszcza uszkodzeń powstających pod wpływem np. promienio-

wana jonizującego ma ogromne znaczenie m.in. dla radioterapii. Nanospektroskopia cząstecz-

kowa pozwala na badanie struktury chemicznej próbek i nie wymaga wcześniejszego znako-

wania/wybarwiania chemicznego. Dlatego w prezentowanej rozprawie zastosowano nanospek-

troskopię cząsteczkową do badania struktury chemicznej chromatyny, poddanej działaniu pro-

mieniowania jonizującego. 

 

Zadaniem niniejszej rozprawy jest weryfikacja tezy mówiącej, że dwa podstawowe typy 

chromatyny charakteryzują się różną wrażliwością na promieniowanie jonizujące. Dla-

tego też głównym celem rozprawy jest analiza struktury chemicznej chromatyny na najniższym 

i na najwyższym poziomie jej organizacji z wykorzystaniem nanospektroskopii molekularnej. 

Chromatyna w postaci nukleosomów została zbadana za pomocą spektroskopii Ramana 

wzmocnionej na ostrzu sondy skanującej. Z kolei chromosomy zostały zbadane za pomocą 

spektroskopii w zakresie podczerwieni, sprzężonej z mikroskopią sił atomowych. 

 

1. Nowoczesne metody nanospektroskopii molekularnej w badaniach 

uszkodzeń chromatyny pod wpływem promieniowania jonizującego.  

 

Do dnia dzisiejszego, wiedza na temat budowy chromatyny i chromosomów metafazo-

wych jest rozległa. Wiele uwagi zostało również poświęconej badaniom uszkodzeń radiacyj-

nych chromosomów metafazowych. Ponadto, duży wysiłek został włożony w analizę wpływu 

metylacji, zarówno DNA, jak i histonów na strukturę chromatyny. Wciąż jednak, brakuje na-

rzędzi, które w sposób jednoznaczny, z nanometryczną zdolnością rozdzielczą, umożliwiłyby 

identyfikację i mapowanie rozkładu dwóch podstawowych typów chromatyny: aktywnej tran-

skrypcyjnie euchromatyny oraz silnie metylowanej i skondensowanej, nieaktywnej heterochro-

matyny. W celu uzupełnienia i wzbogacenia istniejącej wiedzy na temat struktury molekularnej 
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chromatyny, w niniejszej rozprawie, została zastosowana nanospektroskopia molekularna. Ba-

dano chromatynę na najniższym poziomie organizacji- pojedynczych nukleosomów  

oraz na poziomie organizacji chromosomów metafazowych. W prezentowanej rozprawie, zo-

stał podjęty również temat powstawania uszkodzeń radiacyjnych w chromosomach metafazo-

wych. Według najlepszej wiedzy Autora, nanospektroskopia molekularna po raz pierwszy  

na świecie została zastosowana do badań nukleosomów oraz chromosomów z widocznymi 

aberracjami, powstałymi w wyniku oddziaływania z wiązką protonów. W prezentowanych  

w rozprawie badaniach wybrano spektroskopię Ramana wzmocnioną na ostrzu sondy skanują-

cej (TERS, ang. Tip - Enhanced Raman Spectroscopy) oraz spektroskopię w zakresie podczer-

wieni, sprzężoną z mikroskopią sił atomowych (AFM – IR, Atomic Force Microscopy Infrared 

Spectroscopy) ze względu na ich zalety w badaniach próbek biologicznych, takie jak: 1) nie-

niszczące działanie na delikatne struktury jak nukleosomy, czy chromosomy metafazowe,  

2) brak konieczności stosowania dodatkowego znakowania lub skomplikowanej preparatyki 

próbek, 3) nanometryczną zdolność rozdzielczą oraz 4) możliwość otrzymania jednocześnie 

komplementarnej informacji o wielu grupach funkcyjnych znajdujących się w badanych prób-

kach. W badaniach struktury chemicznej chromatyny na poziomie organizacji pojedynczych 

nukleosomów, zostały do tej pory wykorzystane głównie metody krystalograficzne, mikrosko-

pia elektronowa oraz spektroskopia magnetycznego rezonansu jądrowego (NMR, ang. Nuclear 

Magnetic Resonance). W badaniach chromosomów metafazowych, wykorzystywano z kolei 

głównie metody biologii molekularnej, jak np. barwienie z użyciem przeciwciał typu anty-

5mC, metody cytogenetyczne, jak np. barwienie Giemsą lub mFISH (ang. multicolor Fluore-

scence In-Situ Hybridization - fluorescencyjna hybrydyzacja in situ). Głównym ograniczeniem 

tych technik eksperymentalnych jest niska rozdzielczość przestrzenna, konieczność modyfika-

cji próbki i jej znakowania oraz brak możliwości uzyskania pełnej informacji o strukturze che-

micznej. W badaniach chromosomów, stosowano również techniki mikroskopowe, włączając 

wysokorozdzielcze metody mikroskopowe jak STORM (ang. Stochastic Optical Reconstruc-

tion Microscopy - mikroskopia stochastycznej rekonstrukcji optycznej), czy BALM (ang. Bin-

ding Activated Localization Microscopy - mikroskopia lokalizacji wiązania). Podobnie jednak 

jak metody biologii molekularnej, w technikach mikroskopowych, konieczna jest modyfikacja 

próbki poprzez przyłączenie fluorochromów. Ponadto, metody te nie dostarczają informacji  

o strukturze chemicznej, konformacji DNA czy białek. Jedną z metod, która umożliwia obra-

zowanie chromosomów z nanometryczną zdolnością rozdzielczą bez dodatkowego barwienia 
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jest mikroskopia AFM (ang. Atomic Force Microscopy - mikroskopia sił atomowych). Jed-

nakże, metoda ta dostarcza informacji jedynie o morfologii. Nie umożliwia ona wglądu w struk-

turę chemiczną badanych próbek.  

Prezentowana rozprawa została podzielona na trzy główne części: 1) wstęp teoretyczny,  

w którym omawiane są podstawy fizyczne i biologiczne badanych zagadnień, 2) opis pomiarów 

chromatyny na poziomie pojedynczych nukleosomów z wykorzystaniem spektroskopii TERS 

wraz z prezentacją wyników oraz 3) opis pomiarów chromatyny na poziomie chromosomów 

metafazowych z wykorzystaniem spektroskopii AFM – IR również wraz z prezentacją wyni-

ków. W pierwszej części „Wstępu” zatytułowanej: „Hierarchiczne uporządkowanie materiału 

genetycznego w komórkach - od DNA do chromosomów”, zostały omówione zagadnienia 

związane z budową chromatyny. Opisano dwa główne rodzaje chromatyny: euchromatynę  

i heterochromatynę oraz omówiono morfologię chromosomu metafazowego. W części zaatu-

towanej „Promieniowanie jonizujące i jego oddziaływanie z materią” zostały przedstawione 

podstawy fizyczne oddziaływania wiązki protonów z materią oraz powstawanie uszkodzeń ra-

diacyjnych chromatyny i aberracji chromosomowych. Następnie, w części „Klasyczne metody 

spektroskopii molekularnej” zostały zaprezentowane podstawy fizyczne spektroskopii w zakre-

sie podczerwieni oraz spektroskopii Ramana. W części „Metody mikroskopii skaningowej” zo-

stały omówione podstawy fizyczne mikroskopii sił atomowych. Kolejna część wstępu teore-

tycznego do niniejszej rozprawy pt. „Metody nanospektroskopii molekularnej” traktuje o pod-

stawach fizycznych spektroskopii TERS oraz AFM – IR. W ostatniej części wstępu pt. „Wie-

lowymiarowe analizy statystyczne” zostały opisane wykorzystane metody, które posłużyły  

do opracowania zebranych danych: analiza klastrowa oraz analiza składowych głównych. 

Część eksperymentalna rozprawy została podzielona na dwie części. Pierwsza część zatytuło-

wana „Badanie struktury molekularnej chromatyny w nanoskali: badanie struktury odtworzonej 

chromatyny z wykorzystaniem spektroskopii Ramana wzmocnionej na ostrzu sondy skanującej 

(TERS)” traktuje o badaniach spektroskopowych nukleosomów chromatyny odtworzonej  

z DNA o różnym poziomie metylacji i histonów zawierających niezmodyfikowany histon H3 

oraz zawierających histon H3K27me3. Studia te miały na celu zbadanie wpływu metylacji 

DNA i histonu H3 na strukturę chemiczną chromatyny na poziomie nukleosomu i identyfikację 

markerów spektroskopowych z tym związanych. Aby osiągnąć zamierzony cel, wykorzystano 

nanospektroskopię TERS ze względu na możliwą do uzyskania nanometryczną zdolność roz-

dzielczą. Kolejna część eksperymentalna pt. „Badanie struktury molekularnej chromatyny  

w mikroskali: badanie chromosomów z wykorzystaniem nanospektroskopii AFM - IR” traktuje 
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o badaniach chromosomów metafazowych z widocznymi aberracjami typu: chromosom dicen-

tryczny, chromosom pierścieniowy oraz aberracja typu minutki (ang. double minutes) z wyko-

rzystaniem nanospektroskopii AFM – IR. Celem badań chromosomów była identyfikacja miej-

sca uszkodzenia w wyniku oddziaływania z wiązką protonów oraz identyfikacja rodzaju chro-

matyny biorącej udział w powstawaniu aberracji chromosomowych. Zidentyfikowane za po-

mocą mikroskopii AFM i spektroskopii AFM – IR miejsca powstania uszkodzeń w chromoso-

mach były także weryfikowane z wykorzystaniem metody mFISH. Ponadto, w części metodo-

logicznej niniejszej rozprawy, zostały porównane dwa mody pracy dostępne w badaniach  

z wykorzystaniem nanospektroskopii AFM – IR: klasyczny mod kontaktowy oraz wzmocniony 

rezonansowo mod kontaktowy. W interpretacji rezultatów otrzymanych z użyciem nanospek-

troskopii AFM – IR zostały wykorzystane wyniki, otrzymane, dzięki zastosowaniu metody 

TERS, które uzupełniły i rozszerzyły wiedzę dotyczącą wpływu metylacji na strukturę che-

miczną chromatyny i związany z nią kształt widm oscylacyjnych i występujące pasma. Obie 

części eksperymentalne zostały podzielone na dwa podrozdziały: 1) opis eksperymentu  

i 2) prezentacja wyników oraz dyskusja.  

 

2. Hierarchiczne uporządkowanie materiału genetycznego w komór-

kach- od DNA do chromosomów 

 

2.1. Struktura DNA i struktura chromatyny 

 

DNA (ang. deoxyribonucleic acid), czyli kwas deoksyrybonukleinowy jest w komórkach 

nośnikiem informacji genetycznej. W sekwencji DNA jest zapisana informacja dotycząca ko-

lejności aminokwasów w białkach [1]. Jest to długi liniowy polimer zbudowany z cukru (deok-

syrybozy), kwasu fosforowego oraz zasad purynowych (adenina- A, guanina- G) i pirymidy-

nowych (cytozyna- C, tymina- T) [2]. Cząsteczki deoksyrybozy połączone z grupami fosfora-

nowymi stanowią rdzeń molekuły DNA, pełniąc rolę strukturalną. Z kolei informacja gene-

tyczna jest zachowana w sekwencji zasad leżących wzdłuż łańcucha DNA. Cząsteczka DNA 

ma formę podwójnej helisy. Składa się ona z dwóch komplementarnych nici kwasu nukleino-

wego. Podwójną helisę stabilizują wiązania wodorowe (4 – 21 kJ∙mol-1) i oddziaływania hy-

drofobowe.  

 Ludzki genom jądrowy zawiera 3,1 miliarda par zasad i koduje ponad 26 tys. genów 

[3]. Całkowita liniowa długość DNA w komórce eukariotycznej wynosi około 2 m [4].  Z tego 
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też względu, problem upakowania takiej ilości informacji w jądrze komórkowym o rozmiarze 

rzędu 6 μm nie jest trywialny [4]. Jest to jednak możliwe, między innymi dzięki białkom histo-

nowym, na które nawinięta jest nić DNA. Dzięki nawijaniu DNA na białka histonowe, powstają 

cewki i pętle, które zapewniają coraz wyższy poziom organizacji, zapobiegając jednocześnie 

niekontrolowanemu splątaniu się nici DNA [4]. Niezwykłe jest, że pomimo tak wysokiego 

stopnia upakowania DNA w chromatynie, jest ono wciąż łatwo dostępne dla wielu enzymów 

komórkowych, które są odpowiedzialne za replikację, naprawę oraz transkrypcję [4]. Kompleks 

DNA z białkami histonowymi jest określany mianem chromatyny (z języka greckiego: chroma- 

kolor, ze względu na własności barwienia) [4].  

 Podstawową jednostką organizacyjną chromatyny są nukleosomy (Rys.  1A) [4]. Struk-

tura nukleosomów została odkryta w 1974 r. Są one zbudowane ze 147 par zasad DNA nawi-

niętych na oktamer histonowy (Rys.  1A). Oktamer histonowy jest zbudowany z dwóch kopii 

czterech histonów: H2A, H2B, H3 oraz H4 i stanowi on rdzeń nukleosomowy [4]–[8]. Nukle-

osom twory strukturę o kształcie dysku o średnicy rzędu 11 nm i wysokości rzędu 5,5 nm [8]. 

Oktamer histonowy tworzy symetryczną strukturę w kształcie łuku, w której trzy różne miejsca 

wiążące DNA są rozmieszczone wzdłuż zewnętrznej zakrzywionej krawędzi [5]. Struktura nu-

kleosomów jest stabilizowana dzięki oddziaływaniom elektrostatycznym między szkieletem 

fosforanowym DNA, a dodatnio naładowanymi resztami histonów [9]. Przyjmuje się, że w po-

jedynczym nukleosomie występują 142 wiązania wodorowe [4]. Rozważając strukturę DNA  

w nukleosomie, obserwuje się pewną statystyczną preferencje oddziaływania DNA z białkami 

oktameru histonowego poprzez mniejszy rowek (ang. minor DNA groove), który charaktery-

zuje się sekwencjami DNA bogatymi w zasady A:T [7]. Wynika to z faktu, iż rejony bogate  

w takie sekwencje, łatwiej ulegają kompresji niż rejony zawierające zasady C:G [4]. Obserwa-

cja ta wskazuje, że pewne sekwencje DNA będą wpływać na orientację DNA w nukleosomie 

[7]. Do tej pory uważano, że oddziaływanie pomiędzy rdzeniowymi histonami a helisą DNA 

zachodzi jedynie poprzez mniejszy rowek DNA, dzięki wiązaniom wodorowym pomiędzy ato-

mami głównego łańcucha amidowego białka a atomami tlenu fosforanowego szkieletu DNA 

[10]. Jednakże ostatnie badania S. Bilokapic i in. wskazują, iż możliwe jest zniekształcenie 

struktury histonów, które prowadzi do zmiany orientacji DNA względem histonów i jego trans-

lokacji [9]. Co więcej, S. Bilokapic i in. na podstawie istniejącej literatury, sugeruje, że w roz-

tworze nukleosomy mogą występować w różnych strukturach, z których nieliczne zostały zba-

dane za pomocą badań  krystalograficznych [9], [11]–[13].  
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 Nawinięcie na oktamer histonowy powoduje 7- krotne liniowe upakowanie DNA [2], 

[5]. Porównując tą wartość z wartością 104, która mówi o krotności upakowania DNA w chro-

mosomach metafazowych (Rys.  1A), które są najwyższym poziomem upakowania chroma-

tyny, widać, że formowanie się nukleosomów to zaledwie pierwszy krok. Nukleosomy nawi-

nięte na nić DNA, tworzą strukturę koralików nanizanych na sznurek (ang. beads-on-a-string) 

[2]. Pomiędzy kolejnymi nukleosomami występuje tzw. DNA łącznikowe (ang. linker DNA) 

[2], [4]. Długość łącznikowego DNA waha się kilku do 80 par zasad [4]. Można oszacować,  

że w jednej diploidalnej komórce człowieka występuje 30 milionów nukleosomów [4]. Kolej-

nym krokiem kondensacji DNA jest formowane się struktur o wyższym stopniu upakowania, 

stabilizowanych przez histon H1. Na tym etapie, DNA jest upakowane o czynnik 30 – 40 [7]. 

Następnie, łańcuch DNA tworzy kolejną helisę o średnicy około 36 nm i skoku helisy równym 

11 nm, nazywaną solenoidem lub 30 - nm włóknem (ang. 30-nm fiber). Zwijanie włókiem so-

lenoidu prowadzi do jeszcze większej kondensacji DNA [2], [8]. Obecnie, nie jest znany do-

kładny model zwijania się DNA w solenoid. Przyjmuje się, że odpowiada za to tzw. zigzag 

model [4]. Wciąż prowadzone są badania, mające na celu wyjaśnienie tego procesu.  

 

Rys.  1 Upakowanie DNA w strukturę chromatyny i chromosom metafazowy (A) oraz 

aberracje chromosomowe: B- chromosom dicentryczny, C- chromosom pierścieniowy oraz 

D- aberracja typu minutki.   
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2.2. Struktura chromosomów 

 

Chromosomy są zbudowane z DNA oraz białek (Rys.  1A). Oprócz białek histonowych: 

H2A, H2B, H3, H4, które wchodzą w skład nukleosomów, są one również zbudowane z histonu 

H1, białek niehistonowych oraz RNA (ang. ribonucleic acid) [14]–[17]. Chromosomy mogą 

być obserwowane tylko w jednym stadium komórkowym, stadium mitozy [18]. W cyklu ko-

mórkowym, nić chromatyny ulega kondensacji i dekondensacji. Mitoza, w trakcie której do-

chodzi do podziału jądra komórkowego, jest podzielona na cztery fazy: 1) profaza, 2) metafaza, 

3) anafaza, 4) telofaza. Interfaza jest to z kolei okres pomiędzy kolejnymi mitozami [19]. Inter-

fazę również można podzielić na trzy fazy: G1, S oraz G2. W fazie S (ang. synthetic), materiał 

genetyczny ulega podwojeniu (replikacji). W fazie G1 (ang. pre-synthetic gap), komórka przy-

gotowuje się do replikacji, a w fazie G2 (ang. post-synthetic gap) do podziału. Komórki, które 

pozostają w uśpieniu, pozostają w fazie G0, jak na przykład limfocyty [19]. W fazie mitozy  

w stadium metafazy, chromatyna jest najbardziej skondensowana ze względu na następujący 

po niej podział materiału genetycznego i cytoplazmy. Właśnie w stadium metafazy, materiał 

genetyczny jest obserwowany w postaci chromosomów metafazowych.  

Chromosomy metafazowe posiadają charakterystyczną budowę (Rys.  1A). W ich mor-

fologii można wyróżnić następujące elementy: 1) ramię krótkie (p) oraz ramię długie (q),  

2) przewężenie pierwotne, przez które ramię krótkie łączy się z długim, tak zwany centromer, 

3) telomery, 4) przewężenia wtórne, tzw. organizatory jąderka (NOR, ang. nucleolus organizer 

region) [18]. Pozycja centromeru jest stała dla danego chromosomu. Z tego względu chromo-

somy można podzielić na następujące grupy: 1) chromosomy metacentryczne, dla których dłu-

gość ramion p i q jest taka sama, 2) chromosomy submetacentryczne, dla których ramię p jest 

nieco krótsze od ramienia q oraz 3) chromosomy akrocentryczne, które posiadają bardzo krót-

kie ramię p [18].  

Poszczególne elementy morfologii chromosomów pełnią inne funkcje. Rolą centromeru 

jest zapewnienie właściwej segregacji chromosomów podczas podziału mitotycznego [18]. Te-

lomery z kolei zabezpieczają chromosomy przed skracaniem. W ich rejonie, znajdują się ob-

szary subtelomerowe, gdzie występuje znaczna liczba genów. Warto też wspomnieć, że enzym 

telomeraza, który odpowiada za syntezę sekwencji telomerów, ulega dezaktywacji w dojrza-

łych komórkach. Ponadto, przy każdym podziale komórkowym, długość telomerów skraca się 

o około 50 par zasad. Stąd uważa się, że proces skracania telomerów ma związek ze starzeniem 

się organizmu [18]. Na ramieniu krótkich chromosomów akrocentrycznych (p), występują 

przewężenia wtórne. Przewężenia te (NOR), są określane mianem organizatorów jąderka, które 
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kodują RNA rybosomów (rDNA, ang. ribosomal DNA). rDNA może występować w różnej 

ilości kopii, stąd też długość przewężenia może być różna u różnych osób. Pod koniec podziału 

mitotycznego, wokół NOR, które są aktywne transkrypcyjnie, powstają jąderka, które poprzez 

łączenie się, tworzą większe jąderko. Po zakończeniu podziału, aktywne NOR, znajdują  

się w obrębie nowo powstałego jąderka [18]. Fragmenty materiału genetycznego, znajdujące 

się za przewężeniem wtórnym to tzw. satelity (inaczej trabanty) [18]. Obszar chromosomów,  

w którym występują NOR oraz satelity jest wysoce polimorficzny [18]. 

W prawidłowych komórkach somatycznych człowieka jest 46 chromosomów. Zestaw 

chromosomów, charakterystyczny dla każdego gatunku to kariotyp. Z kolei, kariotyp przedsta-

wiony w postaci graficznej, to kariogram [18]. W prawidłowym organizmie, każda komórka 

posiada taki sam zestaw chromosomów, z wyjątkiem wysoce wyspecjalizowanych komórek. 

Spośród nich w komórkach somatycznych człowieka, występują 23 pary chromosomów homo-

logicznych, z czego 22 pary stanowią chromosomy somatyczne (autosomalne, od 1 do 22),  

a jedną parę stanowią chromosomy płciowe (XX lub XY). Każda diploidalna komórka czło-

wieka zawiera jeden chromosom z pary odziedziczony od ojca, a jeden od matki. Z kolei  

w komórkach płciowych, które są haploidalne, występuje tylko jeden komplet 23 chromoso-

mów. Poszczególne chromosomy można rozróżnić na podstawie wielkości, położenia centro-

meru, stosunku długości ramion p do q oraz charakterystycznego wzoru prążkowego (przy wy-

konaniu odpowiedniego barwienia) [18], [20], [21]. Ze względu na morfologię, wyróżnia  

się siedem grup chromosomów (od A do G) [18], [20], [22]. W celu opisu chromosomów oraz 

występujących nieprawidłowości w ich budowie, tak zwanych. aberracji wprowadzono mię-

dzynarodową nomenklaturę: system ISCN 2005 [18]. 

 

2.3. Euchromatyna a heterochromatyna 

 

Ze względu na budowę chemiczną oraz pełnioną funkcję biologiczną, można wyróżnić 

dwa rodzaje chromatyny: 1) euchromatynę oraz 2) heterochromatynę. Euchromatyna jest ak-

tywna transkrypcyjnie. Z kolei heterochromatyna to część chromatyny nie aktywna transkryp-

cyjnie [18]. Oznacza to, że ta część chromatyny nie ulega transkrypcji, czyli „przepisaniu”  

na RNA i translacji, czyli „przetłumaczeniu” kodu DNA na sekwencje aminokwasową [18].  

Heterochromatyna została zidentyfikowana przez Heitza w 1928 r. na podstawie podsta-

wowych różnić w kondensacji w interfazie [23]. Fragmenty DNA budujące heterochromatynę 

zawierają wiele sekwencji powtarzających się. Pod względem budowy, heterochromatyna po-

zostaje skondensowana [23]. Również jej replikacja zachodzi późno. Do dnia dzisiejszego, 
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funkcja heterochromatyny nie jest w pełni poznana. Obecnie, przyjmuje się, że wpływa  

ona na zachowanie stabilności budowy chromosomów oraz regulację ekspresji genów [18]. 

Długo sądzono, że formowanie się heterochromatyny wiąże się tylko w wyciszaniem genów. 

Dziś jednak wiadomo, że bierze ona także udział w aktywacji genów [23]. Z chemicznego 

punktu widzenia, formowanie się heterochromatyny jest związane zarówno z metylacją DNA, 

jak i metylacją histonów [23]–[25]. Metylacja pełni kluczową rolę w epigenetycznej kontroli 

ekspresji genów. Bierze ona również udział w wielu procesach chorobowych [26]–[28]. Obec-

nie, wyróżnia się cztery grupy genów, w kontroli których kluczową role pełni metylacja DNA: 

1) geny odpowiedzialne za utrzymanie prawidłowego stanu komórki (ang. housekeeping ge-

nes), 2) geny specyficzne dla tkanek, 3) geny zależne od chromosomu X oraz 4) geny związane 

z imprintingiem, czyli rodzicielskim piętnem genomowym [29]. W przypadku metylacji DNA 

u ssaków, metylowana jest cytozyna, poprzez kowalencyjne połączenie grupy CH3, co daje  

5-metylocytozynę (5mC) [25], [30]. Na formowanie się euchromatyny i heterochromatyny 

ogromny wpływ ma metylacja reszt lizyny w histonie H3. Obecnie wiadomo także, że rozkład 

markerów epigenetycznych nie jest przypadkowy [5]. Niektóre modyfikacje reszt lizyny w hi-

stonie H3 są charakterystyczne dla euchromatyny: H3K4me3, H3K36me3 i H3K79me3 [25]. 

Inne modyfikacje z kolei są charakterystyczne głównie dla heterochromatyny: H3K9me3, 

H3K27me3 i H4K20me3 [25]. 

Można wyróżnić dwa rodzaje heterochromatyny: 1) konstytutywną, która występuje  

we wszystkich komórkach oraz 2) fakultatywną, która jest skondensowana warunkowo [18], 

[23]. Heterochromatyna konstytutywna występuje głównie w obrębie centromerów, satelit  

i krótkich ramion (p) chromosomów akrocentrycznych oraz na chromosomie Y (ramię q) [18]. 

Z kolei heterochromatyna fakultatywna, to chromatyna, która została odwracalnie zdezaktywo-

wana. W komórkach człowieka przykładem na tego typu inaktywację jest dezaktywacja jed-

nego z chromosomów X w organizmie kobiety [18]. Inaktywacja jednego z chromosomów  

X w organizmie kobiety zachodzi w każdej diploidalnej komórce losowo we wczesnym sta-

dium rozwoju embrionalnego [18]. Nieaktywny chromosom X w komórce może zostać wybar-

wiony jako tzw. ciałko Barra [18]. 

Euchromatyna, to chromatyna, która jest aktywna transkrypcyjnie. Zawiera ona zatem 

znaczącą liczbę genów. W interfazie w cyklu komórkowym, ulega ona dekondensacji,  

aby umożliwić dostęp enzymom transkrypcyjnym [18]. Heterochromatyna i nieaktywne frag-

menty chromatyny nawet w interfazie mogą pozostać skondensowane.   
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3. Promieniowanie jonizujące i jego oddziaływanie z materią 

 

3.1. Promieniowanie jonizujące 

 

Terminem „promieniowanie jonizujące” określa się, promieniowanie, które może zjoni-

zować atom lub molekułę (czyli może spowodować wybicie elektronów z powłok atomowych) 

znajdujące się w medium przez które promieniowanie to przechodzi [31]. Promieniowanie jo-

nizujące może być falą elektromagnetyczną o odpowiedniej energii, lub może też mieć naturę 

cząsteczkową [31]. Można do niego zaliczyć m. in. protony, cząstki α (jądra 𝐻𝑒2
4 ), ciężkie wo-

doropodobne jony, elektrony (cząstki β) oraz promieniowanie X, czy γ. Istnieją dwa główne 

naturalne źródła promieniowania jonizującego: 1) wysoko- energetyczne cząstki promieniowa-

nia kosmicznego oddziałujące z atmosferą Ziemi oraz 2) radioaktywne nuklidy obecne w sko-

rupie ziemskiej [32]. Może być ono również uwolnione w wyniku rozpadów promieniotwór-

czych niestabilnych jąder, w wyniku reakcji jądrowych, a także może być produkowane w cy-

klotronach lub na przykład za pomocą lamp promieniowania X [31]. Źródło promieniowania 

może zostać opisane poprzez miarę jego aktywności, czyli ilość rozpadów promieniotwórczych 

w ciągu 1 s [31]. Jednostką SI (fr. Système International d'unités, Międzynarodowy Układ Jed-

nostek Miar)  aktywności jest 1 Bekerel (Bq, 1 Bq = 1/s). 

 

3.2. Oddziaływanie promieniowania jonizującego z materią 

 

Gdy promieniowanie jonizujące przechodzi przez materię, dochodzi do jonizacji atomów, 

z którymi promieniowanie oddziałuje. W miejscu przejścia promieniowania, pozostają wów-

czas pozytywnie naładowane jony. Rozkład pierwotnych zdarzeń, jonizacji oraz wzbudzeń 

wzdłuż pierwotnego toru promieniowania jonizującego, zależy od rodzaju promieniowania 

[22].  Prawdopodobieństwo zajścia wspomnianych procesów jest określone przez prawa me-

chaniki kwantowej [33]. Jest ono określone przez przekrój czynny. Uwzględniając rodzaj pro-

mieniowania przechodzącego przez materię, w zależności, czy będą to naładowane cząstki,  

czy też fotony, będą zachodzić inne procesy fizyczne. Zostaną one omówione poniżej.  

W ogólności, jeśli rozważa się przechodzenie naładowanych cząstek przez materię, 

można wyróżnić głównie dwa zjawiska: 1) utratę energii przez cząstki oraz 2) zmianę kierunku 

lotu cząstek [33]. Efekty te zachodzą głównie dzięki 1) nieelastycznym zderzeniom cząstek  

z elektronami ośrodka oraz 2) elastycznym zderzeniom cząstek z jądrami ośrodka. Tego typu 
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reakcje zachodzą wiele razy na jednostkowej długości toru lotu cząstek [33]. Ostatecznie, ob-

serwowany jest efekt kumulowania się tych pojedynczych zdarzeń. Ponadto, mogą zachodzić 

również inne procesy, jak: 3) emisja promieniowania Czerenkowa, 4) reakcje jądrowe oraz  

5) powstawanie promieniowania hamowania. Zjawiska te występują jednak rzadziej niż utrata 

energii przez cząstki oraz zmiana kierunku lotu [33].  

W ogólności, naładowane cząstki można podzielić na dwie grupy: 1) elektrony i pozytony 

oraz 2) ciężkie jony (cięższe od elektronów, takie jak miony, piony, cząstki α, protony, lekkie 

jądra). Z ostatniej grupy należy jednak wykluczyć ciężkie jądra ze względu na występowanie 

dodatkowych efektów fizycznych [33]. 

Spośród dwóch wymienionych procesów, występujących najczęściej (nieelastyczne i ela-

styczne rozpraszanie), rozpraszanie nieelastyczne jest odpowiedzialne głównie za straty energii 

i zmiany pędu przez naładowane cząstki przy przechodzeniu przez materię [33]. Podczas tego 

zjawiska, tracona energia jest przekazywana elektronom. Można zatem wyróżnić dwa rodzaje 

oddziaływań: 1) twarde zderzenia (ang. hard collisions), dla których przekazana energia jest 

wystarczająca, aby zjonizować atom lub cząsteczkę oraz 2) miękkie zderzenia (ang. soft colli-

sions), dla których występują jedynie wzbudzenia atomów lub cząsteczek [33]. Rozpraszanie 

elastyczne na jądrach zachodzi rzadziej z powodu dużej masy jądra w porównaniu z masą 

cząstki padającej [33]. Zjawisko to ma duże znaczenie, zwłaszcza w przypadku, gdy masa 

cząstki padającej jest porównywalna z masą jąder atomowych w materii przez którą promie-

niowanie to przechodzi [33]. Jednak nawet w takiej sytuacji, większa część energii jest tracona 

na nieelastyczne rozpraszanie na elektronach ośrodka [33].  

Rozpraszanie nieelastyczne jest procesem statystycznym. W makroskopowej objętości 

ośrodka, takich zdarzeń jest wiele, stąd fluktuacje strat energii są raczej małe. Z tego  

też względu, uzasadnione jest operowanie pojęciem średnich strat energii na jednostkową dłu-

gość, dE/dx [33]. Parametr dE/dx jest inaczej nazywany mocą zatrzymywania. Po raz pierwszy, 

parametr ten został w sposób teoretyczny wyznaczony przez Bohra na podstawie praw mecha-

niki klasycznej. Dopiero Bethe i Bloch wzięli pod uwagę również efekty kwantowo – mecha-

niczne (1) [33]. Oprócz uwzględnionych już efektów rozpraszania nieelastycznego i efektów 

kwantowo - mechanicznych, we wzorze (1) można dodatkowo uwzględnić korekcję gęstości 

lub korekcję ze względu na powłoki, które są istotne, odpowiednio w przypadku wysokich  

lub niskich energii promieniowania [33]: 
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−
𝑑𝐸

𝑑𝑥
= 2𝜋𝑁𝑎𝑟𝑒

2𝑚𝑒𝑐2𝜌
𝑍

𝐴

𝑧2

𝛽2
[ln (

2𝑚𝑒𝛾2𝑣2𝑊𝑚𝑎𝑥

𝐼2
) − 2𝛽2] (1) 

gdzie:   

𝑁𝑎 − 𝑙𝑖𝑐𝑧𝑏𝑎 𝐴𝑣𝑖𝑔𝑎𝑑𝑟𝑜 

𝑟𝑒 −  𝑘𝑙𝑎𝑠𝑦𝑐𝑧𝑛𝑦 𝑝𝑟𝑜𝑚𝑖𝑒ń 𝑒𝑙𝑒𝑘𝑡𝑟𝑜𝑛𝑢 

𝑚𝑒 −  𝑚𝑎𝑠𝑎 𝑒𝑙𝑒𝑘𝑡𝑟𝑜𝑛𝑢 

𝜌 −  𝑔ę𝑠𝑡𝑜ść 𝑎𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑢𝑗ą𝑐𝑒𝑔𝑜  

𝑚𝑎𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎ł𝑢 

𝛽 =
𝑣

𝑐
 

𝛾 =
1

√1 − 𝛽2
 

𝑍

𝐴
−  𝑙𝑖𝑐𝑧𝑏𝑎

𝑎𝑡𝑜𝑚𝑜𝑤𝑎

𝑚𝑎𝑠𝑜𝑤𝑎
  𝑎𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑢𝑗ą𝑒𝑔𝑜 𝑚𝑎𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎ł𝑢 

𝑧 − ł𝑎𝑑𝑢𝑛𝑒𝑘 𝑐𝑧ą𝑠𝑡𝑒𝑘 𝑝𝑎𝑑𝑎𝑗ą𝑐𝑦𝑐ℎ 

𝐼 − ś𝑟𝑒𝑑𝑛𝑖 𝑝𝑜𝑡𝑒𝑛𝑐𝑗𝑎ł 𝑤𝑏𝑢𝑑𝑧𝑒𝑛𝑖𝑎  

𝑊𝑚𝑎𝑥 − 𝑚𝑎𝑘𝑠𝑦𝑚𝑎𝑙𝑛𝑦 𝑡𝑟𝑎𝑛𝑠𝑓𝑒𝑟 𝑒𝑛𝑒𝑟𝑔𝑖𝑖  

𝑝𝑜𝑑𝑐𝑧𝑎𝑠 𝑗𝑒𝑑𝑛𝑒𝑔𝑜 𝑧𝑑𝑒𝑟𝑧𝑒𝑛𝑖𝑎 

𝜌 − 𝑔ę𝑠𝑡𝑜ść 𝑚𝑎𝑡𝑒𝑟𝑖𝑎ł𝑢 𝑎𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑢𝑗ą𝑐𝑒𝑔𝑜 

 

 

 

 

Dla nierelatywistycznych prędkości, zależność dE/dx od energii kinetycznej padających 

cząstek jest zdominowana przez czynnik 1/β2 i maleje z rosnącą prędkością aż do wartości 

około 0.96c, gdzie zależność ta osiąga minimum. Warto zauważyć, że wartość mocy zatrzymy-

wania w położeniu minimum jest praktycznie taka sama dla różnych rodzajów cząstek posia-

dających ten sam ładunek [33]. Dla energii wyższych niż położenie minimum, czynnik 1/β2 jest 

praktycznie stały, a zależność dE/dx rośnie w sposób logarytmiczny. Wzrost ten jest jednak 

ograniczony przez wprowadzoną korekcję ze względu na gęstość [33]. Dla bardzo niskich ener-

gii, formuła Bethego – Blocha (1) załamuje się. Zależność dE/dx od głębokości penetracji po-

kazuje z kolei, że w przypadku cięższych cząstek, obserwuje się gwałtowny wzrost zdepono-

wanej energii na jednostkę długości w pobliżu końca toru lotu cząstek. W tym rejonie obser-

wuje się tzw. pik Bragga. Pik ten jest charakterystyczny dla cząstek naładowanych przechodzą-

cych przez materię dla zależności dE/dx od głębokości penetracji [33].  

Formuła Bethego – Blocha sprawdza się dobrze w przypadku cząstek elementarnych,  

do cząstek α dla prędkości od 0,1β aż do prędkości relatywistycznych. Zgodność teorii z eks-

perymentem na poziomie kilku procent może zostać zachowana również dla cząstek o wyż-

szych wartościach Z, jeśli uwzględni się poprawkę ze względu na ładunek [33]. Formuła (1) 

załamuje się dla prędkości ≤ 0,05β.   

Użytecznym parametrem umożliwiającym opisanie depozycji energii przez różne rodzaje 

promieniowania jest liniowy transfer energii (LET, ang. Linear Energy Transfer) [22]. Para-

metr ten opisuje straty energii podczas przechodzenia wiązki przez dany ośrodek [34].  

Ze względu na wartość współczynnika LET, można wyróżnić dwa typy promieniowania:  

1) promieniowanie o niskim LET, jak promieniowanie X, promieniowanie γ i wiązka protonów 
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oraz 2) promieniowanie o wysokim LET, jak wiązka neutronów, czy ciężkich jonów, na przy-

kład jonów węgla [34]. Obecnie wiadomo również, że wartość współczynnika LET zależy  

od głębokości penetracji przez promieniowanie. Jeśli weźmie się pod uwagę wiązkę protonów 

o energii 200 MeV/nukleon, wartość liniowego transferu energii w wodzie maleje od wartości 

4.8 keV/µm na głębokości 1 mm do 0.5 keV/µm na głębokości 262 mm [35].  

Dawka pochłonięta (D), określa średnią energię przekazaną przez promieniowanie joni-

zujące do materii na jednostkę masy w elemencie objętościowym. Jest ona zdefiniowana przez 

Podstawowe Standardy Bezpieczeństwa (BSS, ang. Basic Safety Standards) zgodnie z równa-

niem (2). W układzie SI jednostką zaabsorbowanej dawki jest 1 Grey (Gy): 1 Gy = 1 J/kg [22]. 

 

𝐷 =  
𝑑𝜀

𝑑𝑚
 

gdzie: 

 𝑑𝜀- średnia energia przekazywana przez promieniowanie jonizujące do materii w ele-

mencie objętościowym 

𝑑𝑚- masa materii w elemencie objętościowym 

 

(2) 

Do określenia skutków biologicznych oddziaływania różnego typu promieniowania joni-

zującego na organizm, stosuje się współczynnik względnej skuteczności biologicznej (RBE, 

ang. Relative Biologic Effectivity), który jest dany wzorem (3) [34], [36], [37]. Współczynnik 

RBE określa, jaka dawka promieniowania danego typu jest potrzebna do wywołania takiego 

samego efektu biologicznego jak dawka referencyjnego wysokoenergetycznego promieniowa-

nia X: 

𝑅𝐵𝐸 =  
𝐷𝑋

𝐷𝑝𝑟𝑜𝑚
,  

gdzie: 

𝐷𝑝𝑟𝑜𝑚- dawka badanego promieniowania wywołująca dany efekt biologiczny 

𝐷𝑋- dawka wysokoenergetycznego promieniowania X wywołująca ten sam efekt bio-

logiczny 

(3) 

 

 Wartość współczynnika RBE dla wiązki protonowej wynosi 1,1. Oznacza to, że skutki 

biologiczne po zastosowaniu wysokoenergetycznego promieniowania X i wiązki protonów 

będą podobne. Wartość współczynnika RBE zależy jednak od wielu parametrów,  



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 14 Kraków, 2019 r. 

 

jak np. 1) parametry fizyczne promieniowania: typ i energia wiązki oraz 2) parametry biolo-

giczne: typ komórek, frakcjonowanie dawki, czy utlenowanie tkanki [34]. Ponadto, rozkład 

uszkodzeń w komórkach jest inny dla różnego typu promieniowania. Dla wiązki fotonów, 

uszkodzenia te są łatwe do naprawienia, ponieważ rozłożone są równomiernie. Z kolei na dro-

dze wiązki protonów powstają klastry uszkodzeń. Bywają one często niemożliwe do naprawy 

ze względu na gęstość ich występowania, co prowadzi do śmierci komórek [34]. Z tego  

też względu, przewidywanie skutków biologicznych jedynie na podstawie wartości współczyn-

nika RBE nie jest wystarczające. Ponadto, w przypadku radioterapii, czyli metody umożliwia-

jącej leczenie nowotworów z wykorzystaniem promieniowania jonizującego, ogromne znacze-

nie ma kontrolowanie dawki zdeponowanej. Ze względu na występowanie piku Bragga w przy-

padku wiązki naładowanych cząstek, kontrola zdeponowanej dawki jest łatwiejsza niż dla pro-

mieniowania X. Pik Bragga jest to strome maksimum, charakteryzujące depozycję energii pro-

mieniowania jonizującego na końcu toru lotu cząstek. Pomimo zbliżonej wartości LET promie-

niowania X i wiązki protonów, to właśnie wiązka protonów jest wykorzystywana w radioterapii 

nowotworów położonych w bliskim sąsiedztwie krytycznych organów, takich jak nowotwory 

kręgosłupa, prostaty, nowotwory gałki ocznej, zatok przynosowych, nosa, nosogardła, opon 

mózgowych, podstawy czaszki, czy nowotworów pediatrycznych [36], [38].  

 

3.3. Uszkodzenia radiacyjne DNA i białek  

 

W wyniku oddziaływania DNA z różnego typu fizycznymi lub chemicznymi mutage-

nami, powstają uszkodzenia pierwotne (ang. primary lessions). W wyniku oddziaływania pro-

mieniowania jonizującego z  DNA można wyróżnić 1) pojedyncze (SSBs, ang. single strand 

breaks) i 2) podwójne przerwania nici DNA (DSBs, ang. double strand breaks), 3) uszkodzenia 

zasad DNA oraz powstawanie wiązań chemicznych pomiędzy DNA i białkami lub fragmentami 

DNA (ang. cross-links) [22]. Uszkodzenia zarówno białek, jak i DNA mogą być spowodowane 

bezpośrednio przez promieniowanie lub pośrednio poprzez wolne rodniki powstałe w wyniku 

jonizacji lub radiolizy wody [39], która naturalnie występuje w organizmach żywych. W ko-

mórkach, uszkodzenia DNA mogą zostać naprawione, w wyniku czego nie powstaną aberracje 

chromosomowe, czyli nieprawidłowości w ich ilości lub budowie.  
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3.4. Powstawanie aberracji chromosomowych 

 

Organizm, posiadający prawidłowy komplet chromosomów jest określany jako euploi-

dalny.  Nieprawidłowości w liczbie lub morfologii chromosomów określa się mianem aberracji. 

Aberracje chromosomowe ze względu na liczbę chromosomów dzieli się na aneuploidalne oraz 

na poliploidalne. Aberracje aneuploidalne związane są z nieprawidłową liczbą jednego  

lub kilku chromosomów. Aberracje poliploidalne również związane są z zaburzeniami w licz-

bie chromosomów, jednakże w przypadku, gdy nieprawidłowa liczba dotyczy całego pojedyn-

czego zestawu chromosomów [18]. Aberracje strukturalne związane są z nieprawidłową mor-

fologią chromosomów. Powstają one w wyniku pęknięć i przeniesienia fragmentów chromoso-

mów oraz połączenia ich w nowe konfiguracje [18]. W wyniku powstania tego typu aberracji, 

może dojść do znacznej utraty części materiału genetycznego podczas podziału komórkowego 

ze względu na dużą niestabilność powstałych chromosomów z aberracjami. Może to mieć bar-

dzo poważne konsekwencje kliniczne, jak na przykład inicjalizacja procesu onkogenezy. Tego 

typu aberracje powstają w wyniku pękania prawidłowych chromosomów. Wówczas,  

na ich końcach powstają tzw. lepkie końce (ang. sticky ends), które mogą łączyć się z innymi 

komplementarnymi fragmentami DNA. W przypadku prawidłowych chromosomów jest to nie-

możliwe, gdyż ich końce są zabezpieczone poprzez telomery. Spośród aberracji strukturalnych 

można wyróżnić następujące typy: 1) translokacje, 2) delecje, 3) powstawanie chromosomów 

pierścieniowych, 4) duplikacje, 5) inwersje, 6) powstawanie izochromosomów [18]. Gdy do-

chodzi do duplikacji lub utraty części materiału genetycznego, aberracje takie nazywa się nie-

zrównoważonymi. Z kolei, jeśli ilość materiału genetycznego jest zachowana, takie aberracje 

nazywa się zrównoważonymi [18]. W prezentowanej rozprawie zostaną zbadane trzy typy aber-

racji chromosomowych: 1) powstawanie chromosomu dicentrycznego, 2) powstawanie chro-

mosomu pierścieniowego oraz 3) delecja terminalna (dystalna) typu minutki. Zostaną  

one szczegółowo omówione poniżej. Pierwsze dwie aberracje (chromosom dicentryczny i chro-

mosom pierścieniowy) zostały wybrane do badań ze względu na fakt, iż są one wykorzysty-

wane w dozymetrii biologicznej. Z kolei aberracja typu minutki została wybrana do badań  

w celu sprawdzenia, czy metoda AFM – IR umożliwia śledzenie rozkładu eu- i hetero-chroma-

tyny w chromosomie o grubości rzędu 40 nm, co jest na granicy detekcji wybranej metody 

nanospektroskopowej.  

Chromosom dicentryczny (ang. dicentric chromosome) charakteryzuje się występowa-

niem dwóch centromerów (Rys.  1B). Powstaje on, gdy dochodzi do jednoczesnego pęknięcia 

chromatyny w dwóch różnych chromosomach. Wówczas chromosom dicentryczny powstaje  
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z połączenia dwóch centrycznych fragmentów chromosomów, w których wystąpiło pęknięcie. 

Dodatkowo, powstaje fragment acentryczny z dwóch acentrycznych fragmentów uszkodzo-

nych chromosomów [22]. W dozymetrii biologicznej, chromosomy dicentryczne są głównym 

typem aberracji wykorzystywanych w analizie [22].  

Chromosom pierścieniowy (ang. ring chromosome) powstaje najczęściej, gdy dochodzi 

do utraty dwóch telomerów (Rys.  1C). W takich przypadkach, wraz z chromosomem pierście-

niowym powstaje dodatkowy fragment acentryczny [18], [22]. Powstawanie tego typu aberracji 

jest szczególnym przykładem delecji dystalnej. Do powstania chromosomu pierścieniowego 

dochodzi, gdy nastąpi jednoczesne pęknięcie chromosomu na ramieniu krótkim (p) i długim 

(q). W wyniku pęknięcia dochodzi do utraty obu fragmentów acentrycznych, a pozostałe lepkie 

końce chromosomu łączą się, tworząc pierścień [18]. Powstawanie chromosomów pierścienio-

wych jest rzadsze niż powstawanie dicentryków [22].  

Przykładem delecji jest powstanie chromosomu typu minutki (ang. double minutes, Rys.  

1D). Minutki są niewielkimi acentrycznymi fragmentami chromosomów, powstałymi w wy-

niku pęknięcia albo w obrębie telomerów (aberracja dystalna), albo w obrębie ramion chromo-

somu (aberracja śródmiąższowa).   

Opisane powyżej aberracje chromosomowe: 1) chromosom dicentryczny, 2) chromosom 

pierścieniowy oraz 3) fragment acentryczny typu minutki należą do aberracji niestabilnych  

[22]. W przypadku aberracji niestabilnych, materiał genetyczny nie jest dzielony równomiernie 

pomiędzy komórki potomne, w wyniku czego uszkodzone komórki będą eliminowane podczas 

dalszych podziałów komórkowych. Przeciwieństwem są stabilne aberracje chromosomowe, 

typu inwersje lub translokacje, które mogą zostać odziedziczone przez komórki potomne i po-

zostać w populacji.  

Aberracje chromosomowe ze względu na liczbę chromosomów mogę powstać zarówno 

w trakcie podziału mitotycznego lub mejotycznego (czyli procesu podziału redukcyjnego jądra 

komórkowego). Nieprawidłowości, które pojawiły się w trakcie mejozy, ujawniają swoje skutki 

w całym organizmie potomnym. Z kolei te, które powstały w trakcie mitozy, ograniczają się 

tylko do komórek potomnych [18]. Aberracje strukturalne mogą być z kolei spowodowane błę-

dami w trakcie mejozy, wskutek nieprawidłowej wymiany segmentów między chromosomami 

homologicznymi lub niewłaściwymi chromosomami podczas procesu zwanego crossing - over. 

Inną przyczyną powstawania aberracji strukturalnych może być oddziaływanie chromatyny  

z czynnikami uszkadzającymi, takimi jak promieniowanie jonizujące [18].  

Powstawanie uszkodzeń chromosomów w wyniku oddziaływania z promieniowaniem jo-

nizującym zostało zaobserwowane po raz pierwszy przez Müllera w 1927 r. na przykładzie 
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chromosomów muszki owocowej Drosophila Melanogaster. Następnie w 1929 r. uszkodzenia 

chromosomów w wyniku oddziaływania z promieniowaniem X zostały potwierdzone przez Pa-

intera i Müllera [22]. W późniejszych latach, Sax zaproponował hipotezę „pęknięcie najpierw” 

(ang. „breakage first”) [22]. Postulował on, że uszkodzone rejony chromosomów wchodzą  

ze sobą w kontakt w chwili, gdy chromosomy ulegną całkowitym pęknięciom. Wówczas uszko-

dzone fragmenty przesuwają się i łączą, tworząc chromosomy z widocznymi aberracjami. Al-

ternatywne wytłumaczenie zaproponował Revell, który sugerował, że punkty uszkodzeń stano-

wią niestabilne fragmenty chromosomów, które mogą wzajemnie oddziaływać [22]. Nie są one 

jednak całkowitymi przerwaniami fragmentów chromosomów. W późniejszych latach, 

Chadwick i Leenhouts zaproponowali możliwość oddziaływania powstałego uszkodzenia  

w sensie Revella z nieuszkodzonym chromosomem, co miało prowadzić do powstania chromo-

somu z aberracjami [22].  

Limfocyty we krwi obwodowej, pozostają normalnie w fazie G0 cyklu komórkowego. 

Aberracje powstałe w wyniku oddziaływania z promieniowaniem jonizującym należą do typu 

aberracji chromosomowych, czyli takich, które angażują obie chromatydy (ramiona chromoso-

mów) [22]. Promieniowanie jonizujące jest typem mutagenu, którego działanie nie zależy  

od występowania komórek w fazie S w cyklu komórkowym. Jednakże, aberracje chromoso-

mowe i chromatydowe występują w wyniku oddziaływania promieniowania jonizującego z ko-

mórkami w fazie G0/G1 oraz G2/S [22]. W przeciwieństwie do promieniowania jonizującego, 

promieniowanie UV oraz substancje chemiczne powodują powstawanie aberracji chromatyno-

wych [22].  

Badanie aberracji chromosomowych w limfocytach jest obecnie używane do oceny dawki 

pochłoniętej przez pacjentów narażonych na zdarzenia radiacyjne [22]. Aby wyznaczyć dawkę 

pochłoniętą (2) przez pacjenta, dla określonej ilości metafaz, wylicza się częstość występowa-

nia aberracji chromosomowych (takich jak chromosomy dicentryczne i pierścieniowe). Następ-

nie, w oparciu o krzywą kalibracyjną odpowiedzi komórek na promieniowanie  (ang. dose re-

sponse curve) oblicza się dawkę pochłoniętą [22]. Krzywą kalibracyjną otrzymuje się poprzez 

ekspozycję krwi in vitro na promieniowanie jonizujące o odpowiednich własnościach. W takim 

referencyjnym eksperymencie, należy równocześnie wyznaczyć dawkę pochłoniętą za pomocą 

przyrządów fizycznych [22]. Tego typu urządzenia są zwykle wykalibrowane dla powietrza. 

Aby zatem wyznaczyć dawkę pochłoniętą przez tkankę, należy wziąć pod uwagę czynnik ko-

rekcyjny. Przyjmuje się, że dawka pochłonięta przez jądro komórkowe, odpowiada wyznaczo-

nej za pomocą tej metody dawce pochłoniętej [22]. Stanowi ona również średnią dawką po-

chłoniętą przez limfocyty. Można przyjąć, że odpowiada ona średniej dawce pochłoniętej  
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przez całe ciało, ze względu na fakt, że limfocyty są rozłożone w organizmie równomiernie 

oraz są w ciągłym ruchu [22].  

 

3.5. Radioterapia protonowa  

 

Głównym celem radioterapii jest dostarczenie w sposób jak najbardziej efektywny  

jak największej dawki promieniowania jonizującego w rejon guza przy jednoczesnym jak naj-

mniejszym narażeniu zdrowych komórek [39]. W radioterapii wykorzystuje się różne rodzaje 

promieniowania jonizującego oraz różne metody dostarczania go do organizmu [34], [39], [40]. 

W celu zapewnienia jak największej ochrony zdrowym komórkom, stosuje się frakcjonowane 

dawki terapeutycznej. Zapewnia to czas zdrowym komórkom na naprawę materiału genetycz-

nego pomiędzy kolejnymi zabiegami napromieniania [39]. Jak już zostało wspomniane w ni-

niejszej rozprawie, w przypadku wiązki cząstek naładowanych, dla zależności dE/dx od głębo-

kości penetracji, występuje pik Bragga. Efekt gwałtownej depozycji energii na końcu toru lotu 

cząstek, jest wykorzystywany w precyzyjnej kontroli zdeponowanej dawki promieniowania jo-

nizującego, m.in. w terapii protonowej. Zjawisko to nie występuje w przypadku wiązki foto-

nów. Dla fotonów, obserwuje się eksponencjalny zanik deponowanej energii w zależności  

od energii [35]. Ze względu na fakt, iż pik Bragga jest bardzo wąski w porównaniu z rozmiarami 

guza, aby umożliwić zdeponowanie dawki promieniowania jonizującego w obrębie całego 

guza, stosuje się modulatory, otrzymując rozszerzony pik Bragga (SOBP, ang. Spread  

Out Bragg Peak) [41].  

Wiązka protonów jest produkowana z wykorzystaniem głównie cyklotronów, a dzięki 

zastosowaniu zaawansowanej fizyki, inżynierii oraz technologii informacyjnej [41] można  

ją transportować w niemal dowolnym kształcie (przekroju poprzecznego) oraz dowolne miejsce 

napromienianego obiektu. Użycie cyklotronu umożliwia przyspieszanie wiązki protonów  

do energii rzędu setek MeV (protony o energii 230 MeV docierają w wodzie na głębokość  

30 cm [42]). Następnie, przyspieszona wiązka protonów jest transportowana jonowodami  

w wysokiej próżni (w celu unikania interakcji z cząsteczkami powietrza), do pomieszczeń te-

rapeutycznych [41]. Na końcu toru lotu wiązki terapeutycznej należy ją ostatecznie uformować 

tak, aby odpowiadała kształtowi i położeniu guza nowotworowego [42]. Aby osiągnąć posze-

rzenie wiązki stosuje się głównie elementy pasywne, jak np. folie. Możliwe jest również stoso-

wanie elementów aktywnych, jak np. magnesy skanujące. Aby ograniczyć pole poprzeczne 

wiązki terapeutycznej, wykorzystuje się kolimatory [42]. Na ostatnim etapie formowania 
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wiązki, stosuje się kompensator. Jego kształt jest dobierany dla każdego pacjenta indywidualnie 

[42]. Proces planowania radioterapii protonowej jest skomplikowany i bardzo wymagający.   

Możliwość wykorzystania wiązki protonów w radioterapii zaproponował w 1946 r. Wil-

son po zanalizowaniu profilu głębokościowego zdeponowanej dawki [41]. W 1956 r. Lawrence 

i Larson rozpoczęli stosowanie wiązki protonów w radioterapii [34], [35], [37], [41].   

Od lat 50- tych ubiegłego wieku, zainteresowanie zastosowaniem protonów w leczeniu nowo-

tworów stale rośnie. Obecnie na świecie funkcjonuje wiele centrów terapii protonowej. W Pol-

sce od 2011 r. funkcjonuje jedno takie centrum w Krakowie, Centrum Cyklotronowe Brono-

wice, które znajduje się na terenie Instytutu Fizyki Jądrowej Polskiej Akademii Nauk [43], [44].  

W Centrum Cyklotronowym Bronowice (CCB) prowadzona jest radioterapia protonowa z wy-

korzystaniem akceleratora Proteus-235 [44]. Dodatkowo, układ pracujący z akceleratorem Pro-

teus-235 jest wyposażony w gantry, umożliwiające napromieniania pacjenta wiązkami z róż-

nych stron [45]. Zastosowanie gantry, umożliwia rozszerzenie możliwości prowadzonej radio-

terapii na nowotwory zlokalizowane poza narządem wzroku. Do 2016 roku terapia nowotwo-

rów oka była główną terapią prowadzaną w CCB. 

Obecnie, oprócz coraz lepszej kontroli zdeponowanej dawki w miejscu występowania 

guza, dąży się także do zindywidualizowania terapii w celu zwiększenia jej efektywności.  

Aby zwiększyć efektywność radioterapii rozpatruje się  takie aspekty jak hipoksja w guzie, 

szybkości repopulacji komórek i radiooporność, zarówno komórek nowotworowych, jak i zdro-

wych [46]. Dodatkowo, radioterapię można skombinować z innymi rodzajami terapii,  

jak np. chemioterapia, czy leczenie chirurgiczne  [39], [40].  

 

4. Klasyczne metody spektroskopii molekularnej 

 

4.1. Teoretyczne podstawy spektroskopii w zakresie podczerwieni 

 

Pod pojęciem spektroskopii, zawierają się metody, służące badaniu powstawania, wła-

sności i interpretacji widm. Obecnie, spektroskopia jest wykorzystywana w szczególności  

do badania struktury materii [47]. W badaniach spektroskopowych z wykorzystaniem światła, 

rozpatruje się dwa główne zjawiska towarzyszące oddziaływaniu fali elektromagnetycznej  

z materią: 1) absorbcję i 2) emisję, wynikającą ze wzbudzenia układu [47].   
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W momencie, gdy monochromatyczne światło o częstości υ i intensywności I0 pada  

na badaną próbkę o grubości l, jego intensywność maleje do wartości I. Dla danej długości fali 

λ można wyznaczyć absorbancję Absλ, zgodnie z równaniem (4) [47]: 

 

𝐴𝑏𝑠𝜆 = 𝑙𝑜𝑔10

𝐼0(𝜆)

𝐼(𝜆)
 

gdzie: 

𝐴𝑏𝑠𝜆- absorbancja 

𝐼0- intensywność światła padającego 

I- intensywność światła po przejściu przez próbkę 

(4) 

 

Proces absorbcji opisuje empiryczne prawo Lamberta – Beera [47], mówiące, że absor-

bancja (𝐴𝑏𝑠𝜆) jest wprost proporcjonalna do stężenia substancji absorbującej (c) i grubości 

próbki (l) (5). 

 

𝐴𝑏𝑠𝜆 = 𝑒(𝜆)𝑙𝑐 

gdzie: 

𝐴𝑏𝑠𝜆- absorbancja 

e(𝜆)- molowy współczynnik ekstynkcji 

l- grubość próbki 

c- stężenie substancji absorbującej 

(5) 

 

Spektroskopia w podczerwieni (ang. IR spectroscopy) jest obecnie jedną z najważniej-

szych i aktywnie rozwijających się metod analitycznych. Promieniowanie w zakresie podczer-

wieni mieści się w przedziale długości fali pomiędzy 0,8 μm (12500 cm-1 bliska podczerwień) 

– 1000 μm (10 cm-1, daleka podczerwień) [47]. Absorbcja lub emisja promieniowania z tego 

zakresu jest selektywna i jest przedmiotem badań spektroskopii oscylacyjnej. Próbkowane czę-

stości oscylacji moleukuł są rzędu 1013 - 1014 s-1. W niniejszej rozprawie wykorzystano metody 

absorpcyjne spektroskopii IR w zakresie średniej podczerwieni tj. przedziale długości fali po-

między 2,5 μm a 25 μm (4000 cm-1 – 400 cm-1). Ogromną zaletą spektroskopii w podczerwieni 

jest możliwość wykonywania pomiarów próbek niemalże każdego rodzaju, praktycznie w każ-

dym stanie skupienia [48]. Za pomocą spektroskopii w zakresie podczerwieni można mierzyć 

próbki w stanie ciekłym, roztwory, próbki w formie past, filmów, żeli, włókien, gazów i ciał 
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stałych. Co więcej, pomiary z wykorzystaniem spektroskopii IR są nieniszczące. Jest to szcze-

gólnie ważne w przypadku pomiarów delikatnych próbek, jak np. próbki biologiczne [48].  

Spektrometry w zakresie podczerwieni są dostępne od lat 40- tych XX wieku. Wówczas, 

konstrukcja spektrometru była oparta o pryzmaty jako elementy dyspersyjne. Z kolei w połowie 

lat 50- tych XX wieku zaczęto wykorzystywać siatki dyfrakcyjne. Największym osiągnięciem 

technicznym dla rozwoju spektroskopii w podczerwieni było zastosowanie spektrometrów 

opartych o transformatę Fouriera [48]. W tego typu spektrometrach wykorzystany jest interfe-

rometr wraz z matematycznie dobrze zdefiniowaną procedurą przetwarzania danych. Metoda 

wykorzystująca transformatę Fouriera nazywana jest FTIR (ang. Fourier-transform infrared 

(FTIR) spectroscopy) [48]. Zastosowanie spektroskopii FTIR w ogromnym stopniu poprawiło 

jakość otrzymywanych widm w zakresie podczerwieni przy jednoczesnej minimalizacji czasu 

potrzebnego na wykonanie pomiaru. Co więcej, na rozwój i rosnącą popularność spektroskopii 

w zakresie podczerwieni, miał też ogromny wpływ rozwój technologii informacyjnej i kompu-

terów. 

 Spektroskopia w zakresie podczerwieni opiera się na próbkowaniu wibracji atomów  

w molekułach.  W ogólności, widmo w zakresie podczerwieni jest otrzymywane w wyniku 

selektywnej absorbcji promieniowania podczerwonego o określonej energii przez określone 

grupy funkcyjne. W eksperymencie mierzona jest różnica pomiędzy intensywnością wiązki pa-

dającej oraz wiązki po przejściu przez próbkę, co umożliwia wyznaczenie absorbcji. Położenie 

pasm na widmie w podczerwieni odpowiada częstości wibracji konkretnych grup chemicznych 

w molekule.  

Z matematycznego punktu widzenia, widmo w zakresie podczerwieni można opisać, wy-

korzystując model oscylacji jąder jako ruchu harmonicznego. W opisie matematycznym można 

wykorzystać równanie (6), które opisuje problem własny oscylujących cząstek, co jest równo-

ważne z opisem ruchu jąder w potencjale VkJ. Równanie (6) zostało wyprowadzone przy wy-

korzystaniu przybliżenia Borna – Oppenheimera, które umożliwia rozdzielenie ruchu elektro-

nów i jader [47]. Pierwszy człon równania (6) określa energię kinetyczną jąder. Drugi człon  

z kolei, określa energie potencjalną [47]. Równanie (6) opisuje energię stanów w potencjale,  

w którym zachodzą oscylacje atomów w układzie, opisane funkcją falową 𝜑𝑘(𝑅). Potencjał 

VkJ(R) składa się z potencjału w przybliżeniu Borna – Oppenheimera (Uk(R)), który jest różny 

dla różnych stanów elektronowych k oraz członu rotacyjnego, zależnego od rotacyjnej liczby 

kwantowej J (7). Dla określonego zestawu wartości k i J, równanie (6) ma wiele rozwiązań. 

Zostały one rozróżnione współczynnikiem ν. Człon rotacyjny w potencjale (7), opisuje oscyla-

cje cząstki. Na skutek pobudzenia rotacji, minimum potencjału VkJ(R) staje się coraz płytsze, 
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co odpowiada osłabieniu wiązania, w wyniku pojawienia się siły odśrodkowej. Po odpowied-

nich przekształceniach równania (6) otrzymuje się kwantowe równanie dla oscylatora harmo-

nicznego, którego rozwiązania dla postaci liczb falowych ευ podane są w postaci (8) [47]: 

 

[−
ħ2

2𝜇𝑧𝑟

𝑑2

𝑑𝑅2
+ 𝑉𝑘𝐽(𝑅)] 𝜑𝑘𝜈𝐽(𝑅)  = 𝐸𝑘𝜈𝐽𝜑𝑘𝜈𝐽(𝑅) (6) 

gdzie: 

𝑉𝑘𝐽(𝑅) = 𝑈𝑘(𝑅) + 𝐽(𝐽 + 1)
ħ2

2µ𝑧𝑟𝑅2
 

(7) 

𝜀𝜈 =
𝐸𝜈

ℎ𝑐
= 𝜈𝑒̅ (𝜈 +

1

2
) [cm-1], 

 

dla ν = 0, 1, 2, ….- liczba kwantowa oscylacji, gdzie: 

𝜈𝑒̅- liczba falowa, odpowiadająca częstości drgań w modelu klasycznego oscylatora 

harmonicznego  

(8) 

 

Energia oscylatora harmonicznego przyjmuje dyskretne wartości. Oprócz energii, z rozwiąza-

nia równania (6)  otrzymuje się również oscylacyjne funkcje falowe. O omawianym przybliże-

niu dla oscylatora harmonicznego, przy oddziaływaniu z falą elektromagnetyczną, możliwe  

są przejścia pomiędzy poziomami energetycznymi, dla których Δν = ± 1. Warunek ten stanowi 

regułę wyboru dla spektroskopii IR [47]. Możliwa jest zatem absorbcja lub emisja promienio-

wania o częstości 𝜈𝑒̅  (9): 

 

𝜀𝜈+1 −  𝜀𝜈 =  𝜈𝑒̅ (𝜈 +
1

2
+ 1) − 𝜈𝑒̅ (𝜈 +

1

2
) =  𝜈𝑒̅   [cm-1],  (9) 

 

Model oscylatora harmonicznego, przewiduje występowanie tylko jednego przejścia dla 

cząsteczki dwuatomowej. W rzeczywistości jednak obserwuje się wiele pasm. Model oscyla-

tora harmonicznego jest zatem niewystarczającym przybliżeniem. [47]. Zastosowane przybli-

żenia dotyczące postaci potencjału Uk(R) okazały się niedokładne. W rzeczywistym oscylatorze 

molekularnym, siła, która działa na poruszające się atomy, nie zwiększa się wprost proporcjo-

nalnie do wychylenia, co w efekcie oznacza konieczność zastosowania modelu oscylatora an-

harmonicznego [47]. Kwantowe równanie dla oscylatora anharmonicznego, którego rozwiąza-

nia dla postaci liczb falowych podane za pomocą równania (10). Porównując równania (8) oraz 
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(10) można zauważyć, że energia drgań zerowych jest różna dla oscylatora anharmonicznego 

w porównaniu z oscylatorem harmonicznym [47]: 

 

𝜀𝜈 = 𝜈𝑒̅[1 − 𝑥𝑒 (𝑣 +
1

2
)](𝑣 +

1

2
) [cm-1],  

gdzie: 

𝑥𝑒- stała anharmoniczności 

(10) 

 

Dla oscylatora anharmonicznego, reguła przejść zostaje rozszerzona do warunku  

Δν = ± 1, ± 2, ± 3…. Otrzymuje się zatem reguły przejść dla nadtonów [47]. Model oscylatora 

anharmonicznego, uwzględniający przejście podstawowe oraz przejścia dla nadtonów odpo-

wiada wynikom eksperymentalnym [47]. 

Intensywność przejść obserwowanych w spektroskopii w zakresie podczerwieni, zależy 

od dwóch czynników: 1) obsadzenia poziomów energii oscylacyjnej stanów początkowych 

oraz 2) prawdopodobieństwa przejść, które zależy od wartości elektrycznych dipolowych mo-

mentów przejść. Obsadzenie poziomów energii oscylacyjnej jest dane rozkładem Boltzmana. 

Zależy więc od temperatury [47]. Doświadczalnie, w temperaturze pokojowej, obserwuje  

się głównie przejścia ze stanu ν = 0. O intensywności danego przejścia 𝑃𝜈′′𝜈′ pomiędzy pozio-

mami oscylacyjnymi decyduje elektryczny dipolowy moment przejścia między stanem ν’’  

a stanem ν’ (11): 

 

𝑃𝜈′′𝜈′ =  ∫ 𝜑𝑘𝜈′′𝐽 𝜇̂(𝑅) 𝜑𝑘𝜈′𝐽𝑑𝜈𝑅   

gdzie: 

𝜑𝑘𝜈′′𝐽 , 𝜑𝑘𝜈′𝐽  – funkcje falowe, opisująca poziomy oscylacyjne 

k- indeks odnoszący się do stanu elektronowego  

J- indeks odnoszący się do stanu rotacyjnego 

𝜈𝑅  - zmienne przestrzenne 

(11) 

 

Dipol elektryczny jest to układ fizyczny, składający się z dwóch przeciwstawnych ładun-

ków q, których wartości bezwzględne są sobie równe i znajdują się w odległości r od siebie 

[47]. Dipol elektryczny charakteryzuje się elektrycznym momentem dipolowym (pierwszy mo-

ment multipolowy), który można zdefiniować zgodnie z równaniem (12) [47]. Moment dipo-

lowy μ jest wektorem, a jego zwrot określa się od ładunku ujemnego do dodatniego: 
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𝝁 =  𝑞𝒓 

gdzie: 

𝑞- wartość ładunku elektrycznego 

r- odległość pomiędzy ładunkami 

(12)  

 

Dla neutralnego układu n ładunków elektrycznych, moment dipolowy definiuje się zgodnie  

z równaniem (13). W przypadku cząsteczek, wartość momentu dipolowego można oszacować, 

wykorzystując koncepcję momentów dipolowych wiązań. Koncepcja ta zakłada, że cząsteczka 

jest sztywną strukturą, która jest złożona z atomów, mających cząstkowe ładunki o wartościach 

wynikających z ich elektroujemności. Wówczas moment dipolowy można rozpatrywać jako 

wektorową sumę momentów poszczególnych wiązań. Taka metoda szacowania jest bardzo 

uproszczona, jednakże umożliwia ona przewidywanie widm oscylacyjnych cząsteczek wieloa-

tomowych  [47]: 

𝜇(𝑅) =  ∑ 𝑞𝑖𝑟𝑖

𝑛

𝑖−1

 

gdzie: 

qi- wartość ładunku elektrycznego cząstki i 

ri- promień wodzący cząstki o ładunku qi 

n- liczba atomów 

(13) 

 

Moment dipolowy µ(R) zależy od długości wiązania R cząsteczki dwuatomowej.  

Nie znając dokładnej postaci funkcyjnej zależności µ(R) (13), można ją przedstawić w postaci 

rozwinięcia w szereg Taylora, wokół wartości Re, która jest określana mianem położenia rów-

nowagi i odpowiada położeniu minimum wartości potencjału Uk(R). Po podstawieniu rozwi-

nięcia µ(R) w szereg Taylora do równania (11), otrzymuje się równanie (14) [47]: 

 

𝑃𝜈′′𝜈′ =  µ(𝑅𝑒) ∫ 𝜑𝑘𝜈′′𝐽 𝜑𝑘𝜈′𝐽𝑑𝜈𝑅 + (
𝑑𝜇

𝑑𝑅
)𝑅=𝑅𝑒

∫ 𝜑𝑘𝜈′′𝐽 (𝑅 − 𝑅𝑒)𝜑𝑘𝜈′𝐽𝑑𝜈𝑅 + ⋯. 
(14) 

 

Pierwszy człon równania (14) jest równy zero, gdyż funkcje oscylacyjne różnych poziomów 

oscylacyjnych tego samego poziomu elektronowego są wzajemnie ortogonalne. Z kolei drugi 

człon równania (14) wnosi główny wkład do intensywności przejścia i zależy od pochodnej 

momentu dipolowego po współrzędnej opisującej oscylacje, obliczonej w punkcie równowagi 

[47]. Można zauważyć, że prawdopodobieństwo przejścia zależy wprost proporcjonalnie  
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od zmiany momentu dipolowego, wywołanego ruchem jąder, które biorą udział w drganiu (15). 

W celu wyznaczenia relacji (15) pominięto w rozwinięciu Taylora µ(R) człony wyższego rzędu. 

Przybliżenie to jest określane mianem przybliżenia elektrycznej harmoniczności [47]:  

 

𝐼𝐼𝑅 ≈ |𝑃𝜈′′𝜈′|2 ~  |(
𝑑𝜇

𝑑𝑅
)𝑅=𝑅𝑒

|
2

 
(15) 

 

 

Wartość 𝑃𝜈′′𝜈′ zależy również od wartości całki ∫ 𝜑𝑘𝜈′′𝐽 (𝑅 − 𝑅𝑒)𝜑𝑘𝜈′𝐽𝑑𝜈𝑅 . Wartość tej całki 

jest różna od zera, gdy Δν = ±1 dla oscylatora harmonicznego oraz Δν = ± 1, ± 2, ± 3….  

dla oscylatora anharmonicznego. Człony dla Δν = ± 2, ± 3…. nazywane są członami anharmo-

niczności mechanicznej i opisują występowanie nadtonów (przejścia z ν’’ = 0 na ν’ = 2, 3…) 

[47]. Opisane powyżej własności dotyczą zmian energii oscylacyjnej molekuły. Cząsteczki wy-

konują jednak równocześnie ruch oscylacyjny i rotacyjny. Odstępy pomiędzy poziomami rota-

cyjnymi są mniejsze niż pomiędzy poziomami oscylacyjnymi. Oznacza to, że danemu przejściu 

oscylacyjnego, mogą towarzyszyć przejścia pomiędzy poziomami rotacyjnymi. Przejścia oscy-

lacyjne i rotacyjne można obserwować w przypadku widm IR o bardzo dużej rozdzielczości 

[47]. 

 Widmo cząsteczek wieloatomowych składa się z wielu pasm o różnych intensywno-

ściach. Cząsteczka wieloatomowa o N atomach charakteryzuje się 3N stopniami swobody.  

Po odjęciu od tej wartości 3 stopni swobody związanych z translacją oraz 3 stopni swobody 

związanych z rotacją dla nieliniowej cząsteczki, pozostaje fosc = 3N-6 stopni swobody, związa-

nych z oscylacjami. W przypadku cząsteczki liniowej liczba stopni swobody, związanych  

z oscylacjami wynosi fosc = 3N-5 [47].  

W przybliżeniu oscylatora harmonicznego, cząstka wykazuje fosc niezależnych drgań, 

które nazywane są drganiami normalnymi. Każde drganie normalne, opisuje oscylacje wszyst-

kich atomów w cząsteczce bez zmiany położenia środka masy [47]. Opis klasyczny i kwantowy 

oscylacji cząsteczek wieloatomowych jest znacznie bardziej skomplikowany niż w przypadku 

cząstek dwuatomowych. Szczegółowo jest on opisany w: [47].  

  

4.2. Teoretyczne podstawy rozpraszania Ramana i spektroskopii ramanowskiej 

 

Izolowany atom rozprasza padające światło, ponieważ pole elektryczne padającej fali po-

woduje oscylacje elektronów w atomie [47]. Zgodnie z prawami elektrodynamiki klasycznej, 

drgający atom emituje promieniowanie we wszystkich kierunkach w płaszczyźnie prostopadłej 
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do kierunku oscylacji [47]. Rozpraszanie światła obserwuje się również w przypadku cząste-

czek. Rozproszone promieniowanie jest charakteryzowane przez dwa parametry: 1) intensyw-

ność i 2) częstość. Intensywność zależy od kwadratu amplitudy pola elektrycznego. Jeśli chodzi 

o częstość, to jeśli dla fali rozproszonej jest ona równa częstości fali padającej, mówi się wów-

czas o rozpraszaniu Rayleigha (elastycznym) [47]. Tego typu rozpraszanie zachodzi wówczas, 

gdy długość fali padającej jest większa niż rozmiary rozpraszających cząstek. W tym przypadku 

intensywność rozproszonego promieniowania jest proporcjonalna do λ-1 i zależy od kąta pomię-

dzy kierunkiem światła padającego i kierunkiem obserwacji [47]. W sytuacji, gdy dochodzi  

do oddziaływania promieniowania z cząsteczkami, których rozmiary są większe niż długość 

fali, można zaobserwować rozpraszanie Mie. Przekrój czynny na rozpraszanie tego rodzaju  

jest skomplikowaną funkcją długości fali, promienia cząstki i współczynnika załamania światła 

[47]. Promieniowanie rozproszone może mieć też zmienioną częstość względem promieniowa-

nia padającego. Odpowiedzialne mogą być za to dwa zjawiska: 1) ruch atomów lub cząsteczek 

rozpraszających (przesunięcie Dopplera) oraz 2) zmiany stanu energetycznego atomu lub czą-

steczki w wyniku oddziaływania ze światłem (rozpraszanie Ramana).   

 Rozpraszanie Ramana zostało odkryte doświadczalnie w 1928 r. dla cieczy oraz przez 

Mandelsztana i Landsberga dla kryształów [47]. Rozpraszanie Ramana polega na zmianie czę-

stości rozproszonego światła ν względem częstości światła padającego ν0. Częstość światła roz-

proszonego może być albo większa ν > ν0, albo mniejsza od częstości światła padającego  

ν < ν0. Z eksperymentalnego punktu widzenia, widmo ramanowskie to zależność intensywności 

światła rozproszonego w funkcji przesunięcia częstości Δν = ν - ν0 [47]. Podczas nieelastycz-

nych zderzeń fotonów z układem, dochodzi do wymiany energii pomiędzy fotonami promie-

niowania padającego, a cząsteczkami układu. W efekcie tej wymiany, cząstka może zmienić 

swój początkowy stan energetyczny Ei (stan rotacyjny, oscylacyjno- rotacyjny lub oscyla-

cyjny). Zgodnie z prawem zachowania energii, zmianie ulega równocześnie energia fotonu (16) 

[47]. W ogólności, rozpraszanie Ramana zachodzi dla stanów rotacyjnych, oscylacyjnych oraz 

elektronowych [47]: 

ℎ𝜈0 + 𝑀(𝐸𝑖) =  ℎ𝜈 + 𝑀(𝐸𝑓) 

gdzie: 

ν0- częstość fotonu padającego 

ν – częstość fotonu rozproszonego w efekcie rozpraszania Ramana  

𝐸𝑖- energia molekuły M w stanie początkowym 

𝐸𝑓- energia molekuły M w stanie końcowym 

(16) 
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Jak już zostało wspomniane, foton rozproszony w efekcie rozpraszania Ramana może mieć 

częstość większą (linie antystokesowskie) lub mniejszą (linie stokesowskie) od częstości fotonu 

padającego (17) [47]: 

𝜈 = 𝜈0 ± 𝜈𝑖𝑓  

gdzie: 

ν – częstość fotonu rozproszonego w efekcie rozpraszania Ramana  

ν0- częstość fotonu padającego 

νif- częstość przejścia z poziomu energetycznego Ei do Ef molekuły M 

 

(17) 

 

 Polaryzowalność α jest funkcją drgań normalnych Qi. W czasie wykonywania przez 

cząsteczki drgań normalnych, dochodzi do okresowych zmian w położeniach jąder, co powo-

duje również zmiany polaryzowalności [47].  Polaryzowalność jest związana z indukowanym 

elektrycznym momentem dipolowym w cząsteczce. Jeśli dowolna molekuła, charakteryzującą 

się niezerowym lub równym zero momentem dipolowym zostanie wprowadzona do zewnętrz-

nego pola elektrycznego ε, to wówczas nastąpi polaryzacja gęstości elektronowej. W wyniku 

polaryzacji ładunku w molekule, powstanie indukowany moment dipolowy μind [47]. Wielkość 

indukowanego momentu dipolowego jest wprost proporcjonalna do natężenia pola elektrycz-

nego, działającego na cząstkę. Współczynnik proporcjonalności jest określany mianem polary-

zowalności α. Charakteryzuje on daną cząstkę. Zależność pomiędzy indukowanym momentem 

dipolowym μind, a zewnętrznym polem elektrycznym jest opisana równaniem (18) [47]:  

 

𝜇𝑖𝑛𝑑 =  𝛼𝜀 

gdzie: 

𝛼- polaryzowalność molekuły 

ε- natężenie zewnętrznego pola elektrycznego 

(18) 

 

 

Polaryzowalność α jest tensorem drugiego rzędu. Równanie (18) w układzie współrzędnych (x, 

y, z) związanych z molekułą może być opisane równaniem (19). Kierunek indukowanego mo-

mentu dipolowego μind jest zgodny z kierunkiem działającego pola ε:  

 

(

𝜇𝑥,𝑖𝑛𝑑

𝜇𝑦,𝑖𝑛𝑑

𝜇𝑧,𝑖𝑛𝑑

) =  (

𝛼𝑥𝑥 𝛼𝑥𝑦 𝛼𝑥𝑧

𝛼𝑦𝑥 𝛼𝑦𝑦 𝛼𝑦𝑧

𝛼𝑧𝑥 𝛼𝑧𝑦 𝛼𝑧𝑧

) (

𝜀𝑥

𝜀𝑦

𝜀𝑧

) 

(19) 
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Polaryzowalność cząsteczki określa jej podatność na deformację chmury elektronowej 

wywołaną zewnętrznym polem elektrycznym. Im gęstość elektronowa jest mniej podatna  

na deformację, tym wartość polaryzowalności jest mniejsza. Dla wszystkich cząstek, z wyjąt-

kiem tych o specyficznej symetrii, polaryzowalność zależy od orientacji molekuły względem 

kierunku zewnętrznego pola elektrycznego, co sprowadza się do anizotropii polaryzowalności.  

 Ze względu na fakt, iż nieznana jest dokładna postać zależności polaryzowalności  

od drgań normalnych, można zależność α(Qi) rozwinąć w szereg Maclaurina. Dla przybliżenia 

cząstki dwuatomowej, otrzymuje się wówczas zależność opisaną równaniem (20):  

 

𝛼(𝑄) =  𝛼𝑄_0 + (
𝑑𝛼

𝑑𝑄
 )𝑄=0𝑄 +  

1

2!
(
𝑑2𝛼

𝑑𝑄2
)_0𝑄2+ . .. 

(20) 

 

Przy założeniu przybliżenia harmonicznego, człony wyższego rzędu można zaniedbać. Współ-

rzędne normalne Q zmieniają się okresowo z czasem t, zgodnie z równaniem z amplitudą  

A i częstością drgań 𝜈̅𝑜𝑠𝑐 (21):   

𝑄 = 𝐴𝑐𝑜𝑠(2𝜋𝜈̅𝑜𝑠𝑐𝑡) (21) 

 

Po uwzględnieniu zależności (21), równanie (20) przyjmuje postać  (22):  

 

𝛼(𝑄) =  𝛼0 + (
𝑑𝛼

𝑑𝑄
 )0𝐴𝑐𝑜𝑠(2𝜋𝜈̅𝑜𝑠𝑐𝑡) 

(22) 

 

Podstawiając postać polaryzowalności z równania (22) do równania (18), po odpowiednich 

przekształceniach trygonometrycznych, otrzymuje się równanie (23). Opisuje ono zależność 

indukowanego elektrycznego momentu dipolowego od zmiany położeń atomów:  

 

𝜇𝑖𝑛𝑑 =  𝛼0𝜀0𝑐𝑜𝑠(2𝜋𝜈̅0𝑡) +  
1

2
(

𝑑𝛼

𝑑𝑄
 )

0

𝐴𝜀0𝑐𝑜𝑠(2𝜋(𝜈̅0 − 𝜈̅𝑜𝑠𝑐)𝑡)

+  
1

2
(

𝑑𝛼

𝑑𝑄
 )

0

𝐴𝜀0𝑐𝑜𝑠(2𝜋(𝜈̅0 + 𝜈̅𝑜𝑠𝑐)𝑡) 

(23) 

 

Pierwszy człon równania (23) opisuje rozproszenie światła o częstości niezmienionej w sto-

sunku do częstości światła padającego ν0, czyli rozpraszanie Rayleigha [47]. Dwa kolejne 
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człony opisują z kolei rozpraszanie Ramana: 1) składową stokesowską o częstości  𝜈̅0 − 𝜈̅𝑜𝑠𝑐 

oraz 2) składową antystokesowską o częstości 𝜈̅0 + 𝜈̅𝑜𝑠𝑐 [47]. 

 Gdy światło o częstości ν0 pada na cząsteczkę, wówczas jest ona wzbudzana na wirtu-

alne poziomy energetyczne. Częstość promieniowania padającego ν0 nie jest równa różnicy 

energii poziomów oscylacyjnych cząsteczki. Jeśli w stanie końcowym, poziom energii oscyla-

cyjnej molekuły jest taki sam jak poziom oscylacyjny cząstki w stanie początkowym, występuje 

rozpraszanie Rayleigha [47]. Z kolei, jeśli dla tego procesu, oscylacyjny stan końcowy cząstki 

ma wyższą lub niższą liczbę kwantową niż stan początkowy, wówczas dochodzi do rozprasza-

nia Ramana [47].  

 Wyznaczenie prawdopodobieństwa przejścia związanego z efektem Ramana Pmn,  

jest możliwe tylko na gruncie mechaniki kwantowej. Jest ono opisane równaniem (24), w któ-

rym zamiast momentu dipolowego µ, jak to było w przypadku opisu matematycznego przejść  

dla spektroskopii w podczerwieni (11), występuje indukowany moment dipolowy µind:  

 

𝑃𝑚𝑛 =  ∫ 𝜑 ∗𝑚 𝜇̂𝑖𝑛𝑑(𝑅) 𝜑𝑛𝑑𝑣  

gdzie: 

Pmn- prawdopodobieństwa przejścia związanego z efektem Ramana 

m, n- indeks odnoszący się do stanu elektronowego 

𝜑- funkcje falowe opisujące stany elektronowe 

(24) 

 

Po wstawieniu do równania (24), rozwinięcia polaryzowalności (22), otrzymuje się równanie 

(25).  

𝑃𝑚𝑛 =  (
𝑑𝛼

𝑑𝑄
)

0
∫ 𝜑 ∗𝑚 𝑄 𝜑𝑛𝑑𝑣  (25) 

 

Całka ∫ 𝜑 ∗𝑚 𝑄 𝜑𝑛𝑑𝑣 przedstawiona w równaniu (25) jest niezerowa w przypadku,  

gdy Δν = ± 1. Stąd, intensywność przejścia Ramana jest proporcjonalna do kwadratu momentu 

przejścia (26). Warunkiem obserwacji efektu Ramana jest  różna od zera wartość pochodnej 

polaryzowalności po wychyleniu normalnym, wyznaczona w punkcie równowagi [47]. W trak-

cie wykonywanej oscylacji, musi się zatem zmieniać polaryzowalność cząsteczki.  

 

𝐼𝑅 = |𝑃𝑚𝑛|2 ≈  |(
𝑑𝛼

𝑑𝑄
)

𝑄=𝑄𝑒

|

2

 
(26) 
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5. Metody mikroskopii skaningowej 

 

5.1. Mikroskopia sił atomowych (AFM) 

 

Techniki mikroskopii ze skanującą sondą (SPM, ang. Scanning Probe Microscopy) na-

leżą do grupy potężnych nowoczesnych technik badawczych, umożliwiających wykonywanie 

pomiarów morfologii oraz lokalnych własności powierzchni ciał stałych z bardzo dobrą zdol-

nością rozdzielczą [49]. Skaningowa mikroskopia tunelowa (STM, ang. Scanning Tunnel Mi-

croscopy) została wynaleziona w 1981 r. przez Binniga i Rohrera. W 1986 r. otrzymali oni 

Nagrodę Nobla za projekt pierwszego skaningowego mikroskopu tunelowego. W latach póź-

niejszych, zostały wynalezione kolejne metody skaningowe, takie jak: mikroskopia sił atomo-

wych (AFM, ang. Atomic Force Microscopy), mikroskopia sił magnetycznych (MFM, ang. Ma-

gnetic Force Microscopy), mikroskopia sił elektrycznych (EFM, ang. Electric Force Micro-

scopy) oraz wiele innych [49]. W prezentowanej rozprawie zostały wykorzystane techniki na-

nospektroskopowe, oparte o mikroskopię sił atomowych. Z tego też względu mikroskopia AFM 

zostanie opisana bardziej szczegółowo.   

Mikroskopia sił atomowych AFM została wynaleziona w 1986 r. przez Binniga, Calvina 

Quate’a oraz Herbera. U podstaw mikroskopii AFM leżą oddziaływania pomiędzy stożkiem 

sondy AFM oraz powierzchnią próbki. Sonda AFM ma kształt dźwigni zakończonej stożkiem 

(ang. apex). W wyniku oddziaływań sondy AFM z powierzchnią próbki, dochodzi do wychy-

lenia dźwigni, które jest mierzone za pomocą fotodiody i 4 - kwandrantowego detektora [49]. 

Rozmiar stożka sondy AFM (ang. apex) jest zwykle rzędu 10 nm. Odległość pomiędzy stoż-

kiem sondy AFM a powierzchnią próbki wynosi pomiędzy 0,1 do 10 nm [49]. Pomiędzy stoż-

kiem sondy AFM a powierzchnią próbki występuje wiele oddziaływań, jak np. oddziaływanie 

Van der Waalsa [49].  

Podstawowymi parametrami rejestrowanymi przez układ optyczny do pomiarów AFM  

są odkształcenia zginające dźwigni pod wpływem składowych wertykalnych sił przyciągania 

lub odpychania (FZ) i odkształcenia skrętu dźwigni pod wpływem horyzontalnych składowych 

sił interakcji (FL) pomiędzy stożkiem sondy AFM i powierzchnią próbki [49]. Jeśli wyjściowe 

wartości prądu na poszczególnych kwadratach detektora oznaczy się jako I01, I02,  I03,  I04,  

a za pomocą I1, I2,  I3,  I4 oznaczy się wartości prądu po zmianie położenia sondy AFM,  

to wówczas, można zdefiniować różnicę w postaci: ΔIi = Ii – I0i. Dzięki zdefiniowaniu różnicy 
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ΔIi, można wyznaczyć prąd związany z odkształceniem zginającym (∆𝐼𝑧) oraz odkształceniem 

skrętu (∆𝐼𝐿) za pomocą równań (27) [49]. 

 

∆𝐼𝑧 = (∆𝐼1 + ∆𝐼2) − (∆𝐼3 + ∆𝐼4) 

∆𝐼𝐿 = (∆𝐼1 + ∆𝐼4) − (∆𝐼2 + ∆𝐼3) 
(27) 

 

Wartość różnicy ∆𝐼𝑧 jest wykorzystywana jako parametr wejściowy w pętli zwrotnej mikro-

skopu AFM. Zadaniem układu jest utrzymanie stałej wartości różnicy ∆𝐼𝑧=const [49]. 

Siła oddziaływania F pomiędzy sondą AFM a powierzchnia próbki może zostać wyzna-

czona na podstawie równania (28) [49].  

 

𝐹 = 𝑘∆𝑍 

gdzie: 

k- sztywność dźwigni, waha się w zakresie 10-3 ÷ 10 N/m 

ΔZ- wychylenie dźwigni 

(28) 

 

Własności rezonansowe sond AFM są bardzo istotne w przypadku pomiarów różnych próbek. 

Częstości własne oscylacji wychylenia dźwigni o przekroju prostokątnym można wyznaczyć 

ze wzoru (29) [49]. Z równania (29) można zatem wywnioskować, że częstość rezonansowa 

dźwigni zależy od własności geometrycznych sondy. Częstości głównych modów drgań sond 

AFM są zwykle w zakresie 10 - 1000 kHz [49].  

𝜔𝑟𝑖 =  
𝑢𝑖

𝑙2
√

𝐸𝐽

𝜌𝑆
 

gdzie: 

k- długość dźwigni 

E- moduł Younga 

J- moment bezwładności dźwigni 

S- obszar przekroju 

ρ- gęstość 

uλ- współczynnik numeryczny, zależny od analizowanego modu drgania 

(29) 

 

Metody mikroskopii AFM można podzielić zasadniczo na dwie grupy: 1) kwazi-sta-

tyczne metody kontaktowe oraz 2) bezdotykowe metody oscylacyjne. W trybie kontaktowym, 
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stożek sondy AFM jest w bezpośrednim kontakcie z powierzchnią próbki, a siły przyciągania  

i odpychania, działające od strony próbki, są równoważone przez siłę sprężystości dźwigni. 

Sondy AFM, używane podczas pracy w takich trybach, mają stosunkowo małe wartości współ-

czynnika sztywności k, co pozwala zapewnić wysoką czułość i uniknąć niepożądanego nad-

miernego wpływu oddziaływania ze stożkiem [49]. Topografia AFM w trybie kontaktowym 

jest zbierana albo w modzie stałej siły (Fz = const) albo w modzie stałej odległości stożek - 

powierzchnia próbki (Z = cost). Z kolei, w trybie bezdotykowym, dźwignia wykonuje wymu-

szone oscylacje o małej amplitudzie około 1 nanometra. Dodatkowo, można wyróżnić tryb pół- 

kontaktowy (ang. semi - contact lub tapping mode), w przypadku którego dźwignia wykonuje 

wymuszone oscylacje o małej amplitudzie około 10 - 100 nm [49]. W trakcie pomiarów AFM 

informacje zostają zebrane w różnych kanałach, w zależności od trybu: wysokość (ang. height, 

tryb kontaktowy i bezkontaktowy), podłużne wygięcie dźwigni (ang. deflection, tryb kontak-

towy), poprzeczne wygięcie dźwigni (ang. lateral deflection, tryb kontaktowy), czy częstość 

sondy AFM (ang. frequency, tryb bezkontaktowy). Sygnał AFM dla kolejnych linii można rów-

nież mierzyć w kierunku „do przodu/tam” (ang. trace) oraz „do tyłu/z powrotem” (ang. retrace) 

[49].  

 

6. Metody nanospektroskopii molekularnej 

 

6.1. Teoretyczne podstawy metody TERS 

 

U podstaw nanooptyki leży założenie, że optyka w skali nanometrycznej nie jest ograni-

czona żadnym fizycznym prawem [50]. W próżni, relacja dyspersji jest dana przez relację: 

ω(k)  =  ck, która łączy długość wektora falowego k, równego 𝑘 = √𝑘𝑥
2 + 𝑘𝑦

2 + 𝑘𝑧
2 z często-

ścią kołową fotonu. Zasada nieoznaczoności Heisenberga, opisana równaniem (30) dla fotonu 

[50] mówi, że iloczyn niepewności położenia cząstki mikroskopowej wzdłuż określonego kie-

runku (np. x) i niepewności jej pędu (odpowiednio Δkx) jest ograniczony przez wartość 
ħ

2
.  

Na podstawie równania (30), można zatem stwierdzić, że przestrzenne ograniczenie  możliwe 

do osiągniecia dla fotonów, jest odwrotnie proporcjonalne do rozrzutu amplitudy wektora falo-

wego wzdłuż określonego kierunku, np. x [50].  

 

ħ∆𝑘𝑥∆𝑥 ≥
ħ

2
 (30) 
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gdzie: 

∆𝑥- niepewność wyznaczenia położenia  

 

Tego typu rozrzut wartości amplitudy wektora falowego, pojawia się w przypadku sku-

piania światła przez soczewkę. Taka sytuacja może zostać opisana poprzez superpozycje wek-

torów falowych pod różnymi kątami. Maksymalny możliwy do uzyskania rozrzut amplitudy 

wektora falowego wzdłuż wybranego kierunku, np. kx, dany jest poprzez całkowitą długość 

wektora falowego w próżni, równą 𝑘 =
2𝜋

𝜆
. Po wstawieniu tej wartości do równania (30), otrzy-

muje się, równanie (31), które w zasadzie jest bardzo zbliżone, do kryterium Rayleigha (34). 

Można zatem zauważyć, że przy powyższych założeniach, przestrzenne ograniczenie położenia 

fotonu jest ograniczone jedynie przez rozrzut amplitudy wektora falowego w danym kierunku. 

Aby zmniejszyć rozrzut amplitudy wektora falowego, można zastosować pewien trik [50]. Roz-

patrując dwa prostopadłe kierunki, możliwe jest zwiększenie rozrzutu wektora falowego 

wzdłuż jednego kierunku, do wartości większej niż całkowita długość wektora falowego,  

przy jednoczesnym zmniejszeniu wartości amplitudy wektora falowego w prostopadłym  

do niego kierunku, otrzymując urojoną wartość. Jeśli zatem założymy, że jesteśmy w stanie 

rozciągnąć wektor falowy wzdłuż wybranego kierunku, jednocześnie zachowując relacje  

𝑘 = √𝑘𝑥
2 + 𝑘𝑦

2 + 𝑘𝑧
2, wówczas ograniczenie przestrzenne położenia fotonu wzdłuż tego kie-

runku, jest w zasadzie nieograniczone i nie obowiązuje dłużej relacja dana równaniem (31). 

Oczywiście, jest to kosztem ograniczenia przestrzennego wzdłuż kierunku prostopadłego  

do wybranego wcześniej kierunku, np. wzdłuż kierunku z. Jeśli, zatem, wektor falowy wzdłuż 

kierunku kz będzie czysto urojony, to wówczas, otrzymuje się eksponencjalny zanik fali w kie-

runku z, dany relacją: 𝑒𝑖𝑘𝑧𝑧 =  𝑒−|𝑘𝑧|𝑧 [50]. W przeciwnym kierunku, otrzymuje się jednak, 

eksponencjalny wzrost, co nie ma znaczenia fizycznego. Należy zatem przyjąć, że w nieogra-

niczonej przestrzeni, obowiązuje ograniczenie dane równaniem (31). Sytuacja ma się jednak 

inaczej, gdy rozważy się dwa graniczące ze sobą ośrodki o różnym współczynniku załamania. 

Wówczas, zanikające pole w jednym kierunku może istnieć bez eksponencjalnie rosnącego 

pola w drugim. Przedstawione powyżej proste rozważanie pokazuje, że jeśli występuje nieho-

mogeniczna przestrzeń, to z teoretycznego punktu widzenia, istnieją takie warunki, dla których 

można stwierdzić, że kryterium Rayleigha nie stanowi dłużej ograniczenia [50]. Przedmiotem 

badań nanooptyki jest poszukiwanie takich materiałów, które pozwoliłyby na realizację  
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tych teoretycznych rozważań. Innym problemem, którym zajmuje się nanooptyka jest poszuki-

wanie odpowiedzi na pytanie, jakie są skutki występowania tak silnie skupionych pól elektro-

magnetycznych z punktu widzenia fizyki [50].  

∆𝑥 ≥
λ

4𝜋
 (31) 

Spektroskopia Ramana wzmocniona na ostrzu sondy skanującej (TERS, ang. Tip-enhan-

ced Raman spectroscopy) jest metodą spektroskopową bliskiego pola (ang. near- field) i należy 

do metod nanooptyki. W ogólności, rozpraszanie Ramana jest efektem bardzo słabym. Zaled-

wie 1 na 106 – 1012 fotonów jest rozpraszanych ramanowsko [51]. Z tego względu, badania, 

układów biologicznych, dla których przekrój czynny na rozpraszanie Ramana jest mały są nie-

zwykle trudne. Próbki biologiczne są bardzo czułe na zmiany temperatury oraz wykazują fluo-

rescencję, co znacznie utrudnia pomiary z użyciem spektroskopii Ramana. Przytoczone powy-

żej powody, dały impuls do rozwoju metod optyki bliskiego pola. Wartość przekroju czynnego 

na rozpraszanie Ramana możne wzrosnąć, jeśli zastosuje się zlokalizowane pole elektromagne-

tyczne poprzez oddziaływanie światła laserowego z metalicznymi nanocząstkami osadzonymi 

albo na podłożu, na które jest naniesiona próbka (SERS, ang. Surface- enhanced Raman spec-

troscopy), albo na stożku sondy AFM (TERS) [51].   

Pierwsze obserwacje wzmocnienia rozpraszania Ramana dla cząsteczek pirydyny nanie-

sionej na powierzchnię metaliczną zaobserwował Fleischmann w 1974 r [51]. Trzy lata później, 

Creighton i Van Duyne niezależnie zauważyli [51], że wzmocnienie sygnału było związane  

z występowaniem nierówności na metalicznym (srebrnym) podłożu [51]. W 1985 r. Wessel 

rozwinął koncepcję wzmocnienia rozpraszania Ramana na ostrzu sondy skanującej [51].  

Ta koncepcja została zrealizowana eksperymentalnie poprzez zdeponowanie nanocząstek me-

talicznych na stożku sondy AFM w 2000 r przez Zenobiego oraz później przez Kawatę, Ander-

sona i Pettingera w tym samym roku [51]. Obecnie uważa się, że wzmocnienie sygnału 

SERS/TERS jest możliwe dzięki: 1) wzmocnieniu chemicznemu i/lub 2) wzmocnieniu elektro-

magnetycznemu.  

Wzmocnienie chemiczne jest uzyskiwane poprzez znaczący wzrost polaryzowalności 

molekuły (20) - (22), dzięki jej absorbcji na powierzchni metalicznej, co skutkuje transferem 

ładunku oraz kreacją par elektron – dziura [51]. Proponuje się, że u podstaw mechanizmu 

wzmocnienia chemicznego leży adsorpcja chemiczna molekuły (chemisorpcja), w wyniku któ-

rej pojawiają się nowe stany wzbudzone, które są w rezonansie z wiązką wzbudzającą lasera. 

Model wyjaśniający ten proces został zaproponowany przez Albrechta [51]. 
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Za wzmocnienie elektromagnetyczne odpowiadają głównie trzy procesy: 1) zlokalizo-

wany rezonans plazmonów (ang. localized plasmon resonance), 2) tzw. efekt piorunochronu 

(ang. lightening rod effect) oraz 3) tzw. efekt nanoanteny (ang. optical antenna resonance) [51]. 

Mianem zlokalizowanego rezonansu plazmonów są określane kolektywne oscylacje elek-

tronów wzbudzonych o określonej częstości własnej (częstość plazmonowa) poprzez promie-

niowanie elektromagnetyczne lasera. Na powierzchniach metalicznych gromadzi się ujemny 

ładunek. Oscylacje elektronów powodują powstanie dodatkowego pola elektrycznego wokół 

nanocząstek, które może być znacznie większe niż pole elektryczne padającej fali. Jeśli roz-

waży się sferę o promieniu a, napromienianą wiązką spolaryzowanego światła o długości fali 

λ, spełniającej warunek: a/ λ <0,1, wówczas pole elektryczne Eout wokół nanocząstki jest dane 

wzorem (32) [51]. Dla tych założeń, dla określonej odległości r, pole elektryczne jest stałe wo-

kół nanocząstki, a równania Maxwella mogą zostać rozwiązane przy użyciu przybliżenia kwa-

zistatycznego.   

𝐸𝑜𝑢𝑡(𝑥, 𝑦, 𝑧) =  𝐸0𝑧̂ −  [
𝜀𝑖𝑛+ 𝜀𝑜𝑢𝑡

𝜀𝑖𝑛−2𝜀𝑜𝑢𝑡
] 𝑎3𝐸0 [

𝑧̂

𝑟3 −
3𝑧

𝑟5 (𝑥𝑥̂ + 𝑦𝑦̂ + 𝑧𝑧̂)]  

gdzie: 

εin- stała dielektryczna nanocząstki metalicznej 

εout- stała dielektryczna środowiska zewnętrznego 

𝐸0- natężenie pola elektrycznego 

a- promień nanocząstki 

r- odległość 

(32) 

 

Warunek rezonansu jest dany przez wyrażenie: εin ≈ -2 εout [51]. Dla nanocząstek złotych  

i srebrnych, ten warunek jest spełniony przy oświetlaniu ich światłem z zakresu widzialnego, 

odpowiednio barwy czerwonej i zielonej. O wielkości wytworzonego pola, w znacznym stopniu 

decyduje również rozmiar nanocząstek oraz stała dielektryczna środowiska zewnętrznego [51]. 

Całkowita wielkość wytworzonego pola elektrycznego stanowi sumę pól elektromagnetycz-

nych oddziałujących na próbkę. Warto również wspomnieć, że w przypadku rezonansu pla-

zmonów, ruchy elektronów, powodowane oddziaływaniem z falą elektromagnetyczną, spola-

ryzowaną w kierunki prostopadłym do powierzchni metalicznej, są silniej wzmacniane,  

niż w sytuacji, gdy światło jest spolaryzowane w kierunku równoległym do powierzchni [51].  

W ogólności, wiadomo, że układ fizyczny dąży do minimalizacji energii.  W przypadku 

piorunochronu, umożliwia on odprowadzenie nadmiaru ładunku najkrótszą drogą. Podobną 

funkcję pełni również metaliczna lub metalizowana sonda AFM/STM [51]. Sonda TERS  
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(jej stożek) koncentruje zlokalizowane pole elektryczne. Potencjał na stożku oraz rozkład ener-

gii pola elektrycznego może zostać obliczony, dzięki rozwiązaniu równań Laplace’a przy od-

powiednich warunkach brzegowych, związanych z geometrią i przewodnością sondy oraz pod-

łoża. Efekt ten został udowodniony przez Pohla i Denka, którzy pokazali, że metaliczna  

lub metalizowana sonda AFM/STM koncentruje pole elektromagnetyczne, co umożliwia 

wzmocnienie sygnału TERS [51]. 

Metaliczna lub metalizowana sonda AFM/STM może również pełnić funkcję tzw. nano-

anteny [51]. W ogólności, antena służy do konwertowania fali elektromagnetycznej w zlokali-

zowane i ukierunkowane pole elektryczne i odwrotnie. Stopień zlokalizowania oraz wartość 

pola elektrycznego, definiuje wydajność anteny. W przypadku nanoanten optycznych, ich dłu-

gość nie może być skalowana analogicznie jak dla klasycznych anten gdyż należy dodatkowo 

uwzględnić optykę bliskiego pola [51]. W praktyce oznacza to, że efektywna długość fali  

nie jest równa długości fali padającej (optyka dalekiego pola). Wzmocnienie dla danej anteny 

jest definiowane jako kombinacja efektywności transmisji, związanej z całkowitą rozproszoną 

mocą (suma wyemitowanej i zaabsorbowanej mocy) oraz z kierunkowością anteny (zdolności 

do ukierunkowania promieniowania w kierunku odbiornika) [51].  

 Wyznaczenie współczynnika wzmocnienia (g) w spektroskopii TERS wymaga wzięcia 

pod uwagę intensywności światła rozproszonego w efekcie rozpraszania Ramana, gdy metali-

zowana sonda jest w pobliżu próbki (Iin) oraz gdy znajduje się ona w znacznej odległości  

od powierzchni próbki (Iout). Wówczas, wartość współczynnika g może zostać wyznaczona  

ze wzoru (33) [51]. Wartość współczynnika wzmocnienia zależy od konfiguracji (AFM – 

TERS/STM – TERS), kształtu oraz materiału z jakiego jest wykonana sonda, rodzaju podłoża 

oraz własności rozpraszających próbki [51].  

 

𝑔 =  
𝐼𝑖𝑛

𝐼𝑜𝑢𝑡

𝐴𝑓𝑎𝑟

𝐴𝑛𝑒𝑎𝑟
 

gdzie: 

g- współczynnik wzmocnienia 

I- intensywności światła rozproszona w rozpraszaniu Ramana, gdy metalizowana 

sonda jest w pobliżu próbki (Iin) oraz gdy znajduje się ona w znacznej odległości  

od powierzchni próbki (Iout) 

Anear- objętość substancji próbkowana w bliskim polu (ang. near - field) 

Afar- objętość substancji próbkowana w dalekim polu (ang. far - field) 

(33) 
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Spektroskopia TERS jest metodą nanospektroskopową, gdyż umożliwia próbkowanie bu-

dowy chemicznej próbek z rozdzielczością przestrzenną rzędu nanometrów. Podczas ekspery-

mentu, rozdzielczość może zostać wyznaczona poprzez pomiar obiektu o rozmiarach nanome-

trycznych i dobrze zdefiniowanym kształcie. Może to być na przykład standard, jakim jest pla-

zmidowe DNA zdeponowane na mice, które po wysuszeniu ma grubość równą 1,6 nm [51]. 

Obecnie, zostało pokazane, że wysoko- rozdzielcza spektroskopia TERS umożliwia nawet nie-

jako sekwencjonowanie DNA, dzięki pomiarowi widm TERS i ich różnej charakterystyki  

dla poszczególnych zasad DNA [52]. 

Pod względem eksperymentalnym, spektroskopia TERS wymaga zaawansowanej tech-

nologii oraz wymagającej metodologii, zwłaszcza, jeśli chodzi o preparatykę metalicznych  

lub metalizowanych sond. Każdy system do spektroskopii TERS składa się z mikroskopu  

sił atomowych sprzężonego ze spektrometrem ramanowskim [51]. W ogólności, można wyróż-

nić trzy główne techniki TERS: metodę badania sprzężenia zwrotnego siły ścinającej (ang. 

shear-force feedback), AFM – TERS (wykorzystuje metalizowaną sondę AFM) oraz STM – 

TERS (wykorzystuje metaliczny drut jako sondę) [51]. W zależności od konfiguracji systemu, 

światło padające i rozproszone jest zbierane przez ten sam obiektyw: od góry (ang. upright 

configuration), od dołu (ang. inverted system) lub z boku (ang. side ilumination). Istnieją rów-

nież systemy zawierające dwa obiektywy: jeden dla światła padającego, a drugi dla światła 

rozproszonego [51]. W ramach badań w niniejszej rozprawie została wykorzystana metoda 

AFM – TERS i system w konfiguracji prostej z jednym obiektywem, ze światłem padającym  

i mierzonym od góry. W przypadku próbek biologicznych, do tej pory spektroskopia TERS 

została wykorzystana do badań DNA [51]–[59] oraz białek [51], [60]–[63]. Według najlepszej 

wiedzy Autora, nie została ona zastosowana do pomiarów chromatyny. Wyniki prezentowane 

w poniższej rozprawie dotyczące pomiarów TERS nukleosomów zostały wykonane  

po raz pierwszy na świecie.  

 

6.2. Teoretyczne podstawy metody AFM- IR  

 

Nanospektroskopia w zakresie podczerwieni jest inaczej nazywana fototermalnie indu-

kowanym rezonansem (PTIR, ang. photothermal induced resonance) lub spektroskopią w za-

kresie podczerwieni, sprzężoną z mikroskopią sił atomowych (AFM – IR). Metoda ta umożli-

wia pomiar lokalnej absorbcji promieniowania w zakresie podczerwieni [64]. Dzięki wykorzy-

staniu przestrajalnego lasera w zakresie podczerwieni, możliwe jest otrzymywanie widm w za-

kresie podczerwieni oraz map charakteryzujących rozkład przestrzenny wybranych substancji 
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chemicznych [65]. Klasyczne metody spektroskopowe, takie jak spektroskopia w zakresie pod-

czerwieni, ograniczone są limitem dyfrakcyjnym, opisanym równaniem (34), określanym jako 

kryterium Rayleigha [51]. W przypadku spektroskopii w podczerwieni, oznacza to, że możliwa 

do otrzymania rozdzielczość przestrzenna jest rzędu 5 – 10 µm [64]. Wykorzystując klasyczne 

metody, nie jest możliwe wykonanie obrazowania np. bakterii, czy wirusów [65]. W tym celu 

zostały rozwinięte techniki bliskiego- pola (ang. near-field). Mimo faktu, iż techniki te umoż-

liwiają wykonywanie pomiarów spektroskopowych poza limitem dyfrakcyjnym, mają  

one wiele ograniczeń, a uzyskane wyniki zależą w znacznym stopniu od jakości sond optycz-

nych. Ponadto, interpretacja otrzymanych wyników wymaga wiedzy i doświadczenia w obsza-

rze optyki bliskiego pola [65].  

𝑟 =  
1.22𝜆

2𝑛𝑠𝑖𝑛𝜃
=  

0.61𝜆

𝑁𝐴
 ,  

gdzie: 

r- minimalna odległość, między rozróżnialnymi punktami  

λ- długość fali światła 

n- współczynnik załamania ośrodka 

𝜃- kąt połówkowy stożka, światła w punkcie pomiaru 

NA- apertura numeryczna 

(34) 

 

 Metoda kryjąca się pod nazwą fototermalnie indukowanego rezonansu, została  

po raz pierwszy zademonstrowana przez Dazziego w Laboratoire de Chimie Physique, CLIO, 

Université Paris Sud we Francji w 2005 r. [64]–[66]. Metoda PTIR polega na detekcji absorbcji 

promieniowania w zakresie podczerwieni, wykorzystującej mikroskopię sił atomowych 

(AFM). Dzięki mikroskopii AFM możliwa jest detekcja przejściowej i lokalnej dylatacji próbki 

podczas podgrzewania jej rezonansowo przy użyciu przestrajalnego lasera w zakresie podczer-

wieni w wybranym zakresie spektralnym [65], [66]. Intensywność sygnału indukowanego fo-

totermalnie rośnie, gdy laser jest dostrojony do częstości, dla których występują pasma absorp-

cyjne w badanej próbce [65]. Istnieją również inne techniki, wykorzystujące podobne efekty, 

jednakże metoda PTIR jest jedyną dostępną metodą, umożliwiającą wykonywanie pomiarów 

niehomogenicznych pod względem chemicznym próbek oraz która umożliwia zarówno po-

miary widm jak i map substancji organicznych, biologicznych, czy ciał stałych z rozdzielczo-

ścią rzędu dziesiątek nanometrów [65]. Ograniczeniem na rozdzielczość przestrzenną w meto-

dzie AFM – IR jest średnica stożka sondy AFM lub w niektórych przypadkach dyfuzja cieplna 

[67].  
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Co więcej, możliwość wykonywania pomiarów za pomocą metody PTIR w cieczach,  

co jest obecnie rozwijane, otwiera nowe możliwości w badaniach komórek, jak np. pomiary 

żywych komórek z rozdzielczością przestrzenną rzędu nanometrów [65]. 

 Opis fizyczny i matematyczny jest wymagany, aby bezpośrednio powiązać intensyw-

ność sygnału, otrzymywanego metodą PTIR z absorbancją, która jest mierzona za pomocą kon-

wencjonalnej spektroskopii w zakresie podczerwieni [64], [65]. Jest to konieczne, aby móc za-

stosować metodę PTIR w rzeczywistych pomiarach spektroskopowych.  

 

 

Rys.  2 Schemat eksperymentu z użyciem metody PTIR (AFM – IR): A- sygnał AFM – IR 

zmierzony jako wychylenie dźwigni AFM (Dfl, ang. deflection), B- amplituda kolejnych mo-

dów drgania dźwigni (Ampl, ang. IR Amplitude), C- schemat układu do pomiarów AFM – IR 

(system nanoIR2).  

  

W skali makroskopowej, można opisać absorbancję promieniowania przez nieskoń-

czoną warstwę o grubości z, za pomocą równania (35), wykorzystując prawo Lamberta – Beera, 

w nieco innej formie niż (5). Jak można zatem zauważyć na podstawie równania (35), absor-

bancja jest wprost proporcjonalna do urojonej części zespolonego współczynnika załamania. 

Aby zatem wykazać możliwość praktycznego zastosowania metod PTIR, należy powiązać in-

tensywność otrzymywanego sygnału z urojoną częścią zespolonego współczynnika odbicia 

[65], [66].  

𝐴𝑏𝑠 =  
4𝜋𝑧

𝜆
𝐼𝑚[𝑛̃(𝜆)] ∝  

1

𝜆
𝐼𝑚[𝑛̃(𝜆)] ,  

gdzie: 

(35) 
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λ- długość fali światła padającego 

𝑛̃(𝜆) = 𝑛(𝜆) + 𝑖𝜁(𝜆) - zespolony współczynnik załamania (gdzie: 𝑛(𝜆) odpowiada 

dyspersji, a 𝜁(𝜆) odpowiada absorbcji) 

 

 W momencie, gdy próbka jest naświetlana falą elektromagnetyczną o częstości, odpo-

wiadającej częstości rezonansowej jednej z wibracji wiązań w molekule, część promieniowania 

jest absorbowana i przekonwertowywana na wzbudzenie cząsteczki do wyższych stanów wi-

bracyjnych [68]. Następnie, w bardzo krótkim czasie, rzędu 10 ps, energia wzbudzenia zostaje 

rozproszona na wzbudzenie stanów wibracyjnych o niższych energiach oraz na wzbudzenie 

stanów wibracyjnych i drgań mechanicznych otaczających molekuł [68]. Prowadzi to do lokal-

nego wzrostu temperatury w próbce. Wzrost temperatury z kolei prowadzi do zjawiska zwa-

nego rozszerzalnością termiczną [67], [68]. Ten mechaniczny efekt wzrostu objętości próbki 

wraz z rosnąca temperaturą jest możliwy do wykrycia, dzięki użyciu sondy AFM. Stąd też me-

toda ta jest nazywana spektroskopią AFM – IR [65]. Idea pomiaru za pomocą spektroskopii 

AFM – IR polega na spowodowaniu szybkiej ekspansji termicznej próbki, która wzbudza drga-

nia dźwigni AFM. W przypadku, gdy częstość pulsów lasera jest dość mała (np. 1 kHz), obser-

wuje się eksponencjalny zanik intensywności sygnału AFM – IR (ang. ring- down signal, Rys.  

2A). Pomiaru intensywności sygnału AFM – IR dokonuje się albo poprzez pomiar różnicy mię-

dzy najwyższymi skrajnymi wartościami sygnału typu ring- down (ang. IR Peak, Rys.  2A) albo 

poprzez pomiar amplitudy kolejnych modów drgania dźwigni po obliczeniu transformaty Fou-

riera sygnału typu ring- down (ang. IR Amplitude, Rys.  2B). W celu wygenerowania, odpo-

wiednio szybkiej ekspansji, w metodzie AFM – IR wykorzystywane są lasery o nanosekundo-

wych pulsach [65]. Obecnie istnieją dwa systemy umożliwiające tego typu pomiary dostępne 

komercyjnie. Jeden z nich (nanoIR) wykorzystuje pryzmat, wykonany z ZnSe i efekt całkowi-

tego wewnętrznego odbicia [65]. W przypadku systemu nanoIR, światło padające, pada  

od dołu, dochodzi do całkowitego wewnętrznego odbicia w pryzmacie, a następnie zachodzi 

absorbcja fali zanikającej. W drugim systemie (nanoIR2), światło pada od góry pod odpowied-

nim kątem (20°) bezpośrednio na próbkę, a następnie dochodzi do absorbcji. W przypadku 

systemu nanoIR2, próbka jest naniesiona na płaskie podłoże (rekomenduje się kryształy ZnS 

lub CaF2). Wykorzystanie systemu nanoIR2 pozostawia większą dowolność co do wyboru pod-

łoża i sposobu przygotowania próbki. System nanoIR2 schematycznie przedstawiono na Rys.  

2C. Jak można zauważyć na Rys.  2C, system nanoIR/nanoIR2 zawiera 1) podłoże z naniesioną 

próbką, 2) przestrajalny laser w zakresie podczerwieni oraz 3) sondę AFM wraz z systemem 

detekcji [65], [66].  
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 W przypadku metody PTIR można założyć, że absorbcja próbki, odpowiadająca wibra-

cjom molekuł jest słaba, co oznacza, że spełniony jest warunek: Re(n2) >> Im(n2). Można rów-

nież założyć, że rozmiar próbkowanego obszaru jest mniejszy od długości fali padającej. Po-

czynione założenia, pozwalają na przyjęcie przybliżenia dipolowego [65]. Przy przyjętych za-

łożeniach, moc absorbcji PAbs, można opisać równaniem (36). Przy zbliżaniu się do pasma ab-

sorpcyjnego, można założyć, że zmienność Re(n) jest bardzo mała w porównaniu do Im(n).  

W tym przypadku, z równania (36) wynika, że zaabsorbowana moc Pabs jest wprost proporcjo-

nalna do Im[n(λ)]/λ, czyli do klasycznie wyrażonej absorbancji (35). 

 

𝑃𝐴𝑏𝑠 =  
2𝜋

𝜆
𝑐𝜀0

9𝐼𝑚(𝑛)𝑅𝑒(𝑛)

[𝑅𝑒(𝑛)2+2]2
|𝐸𝑖𝑛𝑐|2𝑉,  

gdzie: 

λ- długość fali światła padającego 

Einc- pole elektryczne fali padającej 

V- objętość próbki 

n(λ)- zespolony współczynnik załamania 

(36) 

 

 Wzrost temperatury w próbce jest związany ze źródłem ciepła, danym prawem Fouriera 

(37).  

 𝜌𝑠𝑝ℎ𝐶𝑠𝑝ℎ

𝜕𝑇

𝜕𝑡
=

𝑄(𝑡)

𝑉
+  𝜅𝑠𝑝ℎ∆𝑇    

gdzie: 

𝜌𝑠𝑝ℎ- gęstość 

𝐶𝑠𝑝ℎ- pojemność cieplna 

𝜅𝑠𝑝ℎ- przewodność cieplna 

Q(t)- źródło ciepła, bezpośrednio związane ze światłem lasera 

(37) 

 

Dla prostoty obliczeń, zakłada się, że pulsy lasera są opisane funkcją prostokątną ∏(𝑡𝑝)  

o długości trwania pulsu tp. Stąd Q(t)  =  ∏(𝑡𝑝) ∗ 𝑃𝐴𝑏𝑠 [65].  

 W przypadku użycia lasera OPO (ang. Optical Parametric Oscillator) o pulsach o dłu-

gości rzędu 1 ns, przyjmuje się, że długość pulsów lasera jest mniejsza niż czas dyfuzji cieplnej 

w próbce (tp << τrelax). Wykorzystując klasyczne warunki brzegowe, przedstawione założenia 

oraz zakładając, że próbka jest sferą o promieniu a, wzrost temperatury w próbce może zostać 

opisany równaniem (38) [65].  
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𝑇 =
𝑇𝑚𝑎𝑥

𝑡𝑝
𝑡,  

dla: 0 ≤ 𝑡 ≤  𝑡𝑝 

𝑇 = 𝑇𝑚𝑎𝑥𝑒
−

(𝑡−𝑡𝑝)

𝜏𝑟𝑒𝑙𝑎𝑥, 

dla: 𝑡𝑝  ≤  𝑡 

gdzie: 

Tmax- maksymalny wzrost temperatury: 

 

𝑇𝑚𝑎𝑥 =
𝑃𝐴𝑏𝑠𝑡𝑝

𝜌𝑠𝑝ℎ𝐶𝑠𝑝ℎ𝑉
 

 

τrelax-czas relaksacji sfery o promieniu a oraz efektywnej przewodności cieplnej 𝜅: 

 

𝜏𝑟𝑒𝑙𝑎𝑥 =
𝜌𝑠𝑝ℎ𝐶𝑠𝑝ℎ

3𝜅
𝑎2 

(38) 

 

Przy założeniu, że zmiana kształtu sfery jest spowodowana jedynie termiczną ekspansją,  

jej odkształcenie można opisać równaniem (39). Równanie  (39) jest słuszne w sytuacji,  

gdy sfera jest otoczona homogenicznym izotropowym medium. W rzeczywistości, sytuacja  

jest bardziej skomplikowana, ponieważ próbka znajduje się na pryzmacie. Dla zachowania pro-

stoty modelu, przyjmuje się, że próbka jest otoczona medium o przewodności cieplnej κ,  

co bierze pod uwagę kontakt próbki z pryzmatem [65].  

 

𝑑𝑎(𝑡)

𝑎
=

1

3
𝛼𝑠𝑝ℎ𝑇(𝑡)    

gdzie: 

αsph- współczynnik rozszerzalności cieplnej 

(39) 

  

 Wiedząc jak rozszerza się próbka podczas absorbcji promieniowania z zakresu podczer-

wieni (39), warto teraz zastanowić się teraz nad ruchem dźwigni AFM o długości L. Aby ma-

tematycznie opisać ruch dźwigni, można przyjąć ze składowa x odpowiada za kierunek po-

dłużny, a z oznacza wychylenie dźwigni [65]. Równanie ruchu dla zginania dźwigni AFM  

jest dane równaniem (40).   
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𝐸𝐼
𝜕4𝑧

𝜕𝑥4 +  𝜌𝐴
𝜕2𝑧

𝜕𝑡2 +  𝜌𝐴Г
𝜕𝑧

𝜕𝑡
= 0,  

gdzie: 

E- moduł Younga 

I- moment bezwładności obszaru 

ρ- gęstość 

A- przekrój czynny 

Г- tłumienie wiązki 

(40)  

 

Układ współrzędnych jest tak wybrany, aby dźwignia AFM była maksymalnie rozciągnięta 

dla x=L i aby wówczas była w kontakcie z próbka.  Przy powyższych założeniach, warunki 

brzegowe są opisane równaniem (41)  [65].  

 

z(x=0, t)=0   𝐸𝐼
𝜕2𝑧

𝜕𝑥2
(𝑥 = 𝐿, 𝑡) = 𝑀 

𝜕𝑧

𝜕𝑥
(𝑥 = 0, 𝑡) = 0      𝐸𝐼

𝜕3𝑧

𝜕𝑥3
(𝑥 = 𝐿, 𝑡) +  𝐹𝑧 = 0,  

gdzie: 

M- moment zginający 

Fz- siła reakcji na końcu dźwigni 

(41) 

 

Wyrażenie na siłę reakcji można zapisać, wykorzystując odchylenie dźwigni z(L, t) na końcu 

dźwigni. Wówczas, siłę reakcji można wyznaczyć następująco: Fz = -kzz(L), gdzie kz jest wer-

tykalną stałą sprężystości. Z kolei moment zginający można opisać relacją:  

𝑀 =  |−𝑘𝑥𝐻2 𝜕𝑧

𝜕𝑥
|

𝑥=𝐿
, gdzie kx oznacza lateralną stałą sprężystości, a H oznacza wysokość 

dźwigni  [65]. Odchylenie dźwigni może zatem zostać opisane równaniem (42) [65].   

 

𝑧(𝑥, 𝑡)  =  ∑ 𝑃𝑛𝑔𝑛(𝑥)ℎ(𝑡)

𝑛

 

gdzie: 

Pn- amplituda związana z n- tym modem drgania, zależna od warunków brzegowych 

gn- przestrzenny rozkład drgania 

ℎ(𝑡) =  𝑒𝑖𝜔̃𝑡  - zależny od czasu ruch dźwigni 

(42) 
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Siłę, jaka działa na dźwignie można opisać równaniem (43), zakładając, że dźwignia 

jest sztywna oraz że rozmiar próbki jest na tyle duży w porównaniu z rozmiarem końca dźwigni 

(ang. apex), że można zaniedbać krzywiznę próbki.  

 

𝐹𝑠𝑝ℎ = 𝑘𝑧𝑑𝑎 =  𝑘𝑧
𝑎

3
𝛼𝑠𝑝ℎ𝑇𝑠𝑝ℎ(𝑡) =

16

15
𝐸∗√𝑅

𝑎

3
𝛼𝑠𝑝ℎ𝑇𝑠𝑝ℎ(𝑡),  

gdzie: 

Tsph- zmiana temperatury próbki (sfery o promieniu a) 

(43) 

 

Rys.  3 Schemat sił działających na stożek sondy AFM (Zaadaptowane z [65]). 

 

W przedstawionym modelu, gdy sfera a rozszerza się, sonda nie doznaje przesunięcia, a raczej 

wygina się dla x=L (Rys.  3). Ponadto, kąt pomiędzy dźwignią a powierzchnią jest niezerowy. 

Aby uwzględnić to zachowanie, siłę działającą na dźwignię należy rozdzielić na dwa człony: 

1) człon normalny (𝐹𝑛𝑜𝑟𝑚(𝑡) =  𝐹𝑠𝑝ℎ(𝑡)cos(𝛼) ) oraz 2) człon lateralny (𝐹𝑙𝑎𝑡(𝑡) =

 
𝐹𝑠𝑝ℎ(𝑡)sin(𝛼)𝐻

𝜕𝑥
). Po odpowiednich przekształceniach matematycznych równania (42)  oraz (39), 

otrzymuje się równanie (44), opisujące odchylenie dźwigni [65].  

 

𝑧(𝑥, 𝑡) = ∑
𝑃𝑛

𝜔𝑛
𝑔𝑛(𝑥) (sin(𝜔𝑛𝑡)𝑒

−𝛤

2𝑡 ) ∗ 𝑇𝑠𝑝ℎ(𝑡)𝑛 , 

gdzie: 

*- oznacza konwolucję 

(44) 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 45 Kraków, 2019 r. 

 

 Zmierzony za pomocą metody PTIR sygnał, odpowiada sygnałowi typu góra - dół zmie-

rzonemu przez 4 - kwadrantowy detektor AFM, za pomocą którego mierzone jest wychylenie 

sondy AFM (27) [65]. Zmierzony sygnał można wyrazić jako całkę pod nachyleniem wspor-

nika wzdłuż średnicy D, która odpowiada średnicy plamki lasera światła odbitego (45).  

 

𝑆(𝑡) = ∑
𝑃𝑛

𝜔𝑛
∫

𝜕𝑔𝑛(𝑥)

𝜕𝑥
𝑑𝑥(sin(𝜔𝑛𝑡)𝑒

−1

𝛤2𝑡)
𝐿

𝐿−𝐷
∗ 𝑇𝑠𝑝ℎ(𝑡)𝑛 , 

gdzie: 

*- oznacza konwolucję 

D<<L 

(45) 

 Uwzględniając fakt, że sygnał PTIR łatwiej jest rozważać po obliczeniu transformaty 

Fouriera 𝑆̃(𝑡), zmierzony sygnał S(t) można wyrazić za pomocą równania  (46).  

 

𝑆(𝜔) = ∑ 𝑆̃(𝜔)𝑛 = ∑ 𝐷
𝜕𝑔𝑛(𝑥)

𝜕𝑥
|𝑥=𝐿𝑃𝑛

|𝑇̃𝑠𝑝ℎ(𝜔)|

√(𝜔𝑛
2 −𝜔2)

2
+𝛤2𝜔2

𝑛𝑛 , 
(46) 

 

Po odpowiednich przekształceniach matematycznych i podstawieniach oraz dla częstości  

ω = ωn, można wyrazić zmierzony sygnał PTIR 𝑆̃(𝜔, 𝜆)𝑛 za pomocą równania (47). Można 

zatem wykazać, że zmierzone maksimum amplitudy poszczególnych modów drgań sygnału 

PTIR jest wprost proporcjonalne do absorbancji (35) [65]. Dowodzi to użyteczności metody 

PTIR w badaniach spektroskopowych w zakresie podczerwieni. Można również pokazać,  

że pierwsze cztery mody drgań mają porównywalną amplitudę  [65]. Na Rys.  4 przedstawiono 

porównanie widm otrzymanych metodą AFM - IR w modzie kontaktowym (zakres spektralny: 

3100 cm-1 – 900 cm-1) oraz we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym  

(zakres spektralny: 1800 cm-1 – 1145 cm-1), a także przy pomocy konwencjonalnej spektrosko-

pii FTIR (zakres spektralny: 3100 cm-1 – 900 cm-1) dla: PMMA (ang. Poly(methyl methacry-

late), Rys.  4A) oraz dla polistyrenu (Rys.  4B). Widmo otrzymane za pomocą metody AFM - 

IR we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym zostało przedstawione w węższym 

zakresie spektralnym ze względu na fakt, iż tylko w takim zakresie jest możliwe wykonanie 

pomiaru w zastosowanej konfiguracji pomiarowej (system nanoIR2, dostępne trzy segmenty 

lasera (ang. chip), pokrywające następujący zakres spektralny: 1930 – 1145 cm-1). Widma 

otrzymane za pomocą metody AFM – IR i FTIR są analogiczne. Powyższy eksperyment, do-

wodzi również słuszności twierdzenia, iż pomiary wykonane za pomocą metody PTIR, odpo-

wiadają pomiarom wykonanym z użyciem klasycznych metod spektroskopowych (FTIR).   
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𝑆̃(𝜔, 𝜆)𝑛 = 𝐻𝑚𝐻𝐴𝐹𝑀𝐻𝑜𝑝𝑡𝐻𝑡ℎ
𝐼𝑚[𝑛(𝜆)]

𝜆
 , 

gdzie: 

𝐻𝑚 =  𝑘𝑧𝛼𝑠𝑝ℎ𝑎- wkład mechaniczny 

𝐻𝐴𝐹𝑀 =
1

𝛤𝜔𝑛
[cos(𝛼)𝜕𝑥 + 𝑠𝑖𝑛(𝛼)𝐻]

𝐷

𝜌𝐴𝐿
[

𝜕𝑔𝑛(𝑥)

𝜕𝑥
|𝑥=𝐿]2- wkład od dźwigni 

𝐻𝑜𝑝𝑡 =
𝑅𝑒(𝑛)

(𝑅𝑒(𝑛)2+2)2 𝑐𝜀0|𝐸𝑖𝑛𝑐|2- wkład optyczny 

𝐻𝑡ℎ =
6𝜋

𝛼𝑠𝑝ℎ𝐶𝑠𝑝ℎ
𝑡𝑝 (

𝑡𝑝

2
+ 𝜏𝑟𝑒𝑙𝑎𝑥) dla tp << τrelax – wkład termalny 

(47) 
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Rys.  4 Porównanie widm otrzymanych metodą AFM- IR w modzie kontaktowym  

oraz we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym, a także przy pomocy konwen-

cjonalnej spektroskopii FTIR dla: A- PMMA, B- polistyrenu. 

 

Typowe lasery OPO w czasie trwania jednego pulsu dostarczają energię rzędu 50 μJ. 

Plamka lasera, padająca na próbkę ma średnicę rzędu 200 μm. Można zatem oszacować,  

że moc lasera na próbce jest rzędu 2∙1010 W/m2. Zakładając, że próbkę stanowi polimer  

lub inny materiał organiczny, można wyliczyć, że maksymalny wzrost temperatury na próbce 
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w wyniku oddziaływania ze światłem laserowym jest rzędu 4 K [65]. Wzrost temperatury  

na próbce jest zatem bardzo mały, co pozwala potwierdzić,  że metoda PTIR, podobnie  

jak klasyczne metody spektroskopowe są nieniszczące dla próbki. Z kolei, można również ob-

liczyć, że spodziewane odkształcenie próbki da jest rzędu 40 pm [65]. Pomiar tak małego wy-

chylenia byłby niezwykle trudny w przypadku pomiarów statycznych. Dlatego też, w metodzie 

PTIR wykorzystuje się impulsowe wzbudzenie i bardzo szybką ekspansję termiczną próbki 

[65]. Czułość metody można wyznaczyć, zakładając, że plamka lasera AFM ma średnice rzędu 

100 μm. Współczynnik czułości jest rzędu 8 mm∙s-1∙K-1. Jest on porównywalny dla pierwszych 

czterech modów drgania [65].  

 Opisana do tej pory metoda AFM – IR i jej teoretyczne podstawy dotyczyły pomiarów 

w rezonansowym modzie kontaktowym bez dodatkowego wzmocnienia. Pomiary ze znacznie 

większą czułością oraz rozdzielczością przestrzenną, mogą zostać wykonane, wykorzystując 

wzmocniony rezonansowo mod kontaktowy (ang. resonance- enhanced AFM - IR). Przyjmuje 

się, że praca we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym pozwala na wzmocnienie 

intensywności sygnału AFM – IR nawet o dwa rzędy wielkości [64]. Uzyskanie tego wzmoc-

nienia jest możliwe, dzięki wykorzystaniu przestrajalnego lasera kwantowo- kaskadowego 

(QCL, ang. Quantum Cascade Laser), którego częstość pulsów może zostać dopasowana  

do wybranej częstości rezonansowej, odpowiadającej wybranym modom drgania dźwigni AFM 

[64]. Amplituda sygnału AFM – IR wzrasta wówczas, zgodnie z wartością dobroci Q układu 

[68]. Mechaniczne wzmocnienie drgań rezonansowych, pozwalana na wzmocnienie sygnału 

AFM – IR. Nie jest ono jednak samo w sobie wystarczające aby wzmocnić na przykład sygnał 

z pojedynczej mono-warstwy [68]. W tym celu, należy również uzyskać wzmocnienie elektro-

magnetyczne pola w przestrzeni pomiędzy stożkiem sondy pokrytym warstwą złota a pokrytym 

złotem podłożem. Dzięki wykorzystaniu wzmocnieni elektromagnetycznego, możliwe jest lo-

kalne wzmocnienie sygnału AFM – IR o pięć rzędów wielkości [68].  

 Równanie ruchu dla dźwigni podczas pomiaru z wykorzystaniem wzmocnionego rezo-

nansowego modu kontaktowego, można zapisać za pomocą równania (48), które sprowadza  

się do kinematycznego równania ruchu oscylatora harmonicznego z siłą wymuszającą FT(t) 

[68], [69]. 

 

𝑧̈ + 2𝛾𝑧̇ +  𝜔0
2(𝑧 − 𝑧0)2 = 𝐹𝑇(𝑡) 

gdzie: 

z0- położenie równowagi 

(48) 
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ω0- częstotliwość drgań własnych dźwigni AFM w kontakcie z próbką 

γ- współczynnik tłumienia drgań dźwigni 

FT(t)- siła wymuszająca 

 

W przypadku, gdy siła wymuszająca działa na układ z częstością, odpowiadającą częstości 

drgań własnych dźwigni AFM w kontakcie z próbką ω0, wówczas wzmocnienie rezonansowe 

sygnału AFM – IR może zostać opisane równaniem (49) [69]. 

 

∆𝑧 ≈ ∆𝑧𝑓𝑄 

gdzie: 

∆𝑧- wychylenie dźwigni AFM w przypadku wzmocnienia rezonansowego 

𝑧𝑓- wychylenie dźwigni AFM w wyniku pojedynczego pulsu lasera 

𝑄 =
𝜔0

2𝛾
 - dobroć układu 

(49) 

 

Aktualnie metoda AFM – IR jest szeroko rozwijana. Do tej pory została ona wykorzy-

stana do pomiarów amyloidów [70]–[73], białek [74]–[76], kompleksu zbierającego światło  

w układach fotosyntetycznych (LHCII, ang. Light-Harvesting Complex II) [77], [78], bakterii 

[79]–[81] komórek [82]–[86], polimerów [87]–[89], nanorurek węglowych [90]. W przypadku 

próbek biologicznych, otrzymana do tej pory rozdzielczość przestrzenna za pomocą metody 

AFM – IR była rzędu 50 – 100 nm przy pomiarach tkanek [64], [91], komórek [86], bakterii 

[79] oraz włókien kolagenu [92]. Najlepsza do tej pory otrzymana rozdzielczość dla próbek 

biologicznych była rzędu 10 nm, co jest limitem metody AFM – IR ze względu na średnicę 

stożka sondy AFM [93]. O ile, pomiary jakościowe metodą AFM – IR są stosunkowo łatwe  

do interpretacji, zwłaszcza w przypadku związków, posiadających charakterystyczne pasma 

absorbcyjne, o tyle pomiary ilościowe, stanowią ogromne wyzwanie [86]. Jest to szczególnie 

trudne dla próbek o niejednorodnym składzie chemicznym, jak np. próbki biologiczne. W przy-

padku interpretacji wyników uzyskanych z wykorzystaniem spektroskopii AFM – IR, należy 

wziąć pod uwagę takie czynniki jak: topografia (grubość próbki), jednorodność składu che-

micznego, czy sztywność próbki [86]. W prezentowanej rozprawie, metoda AFM – IR została 

zastosowania do pomiarów pojedynczych chromosomów człowieka. Według najlepszej wiedzy 

Autora, pomiary z wykorzystaniem spektroskopii AFM – IR chromosomów z aberracjami, zo-

stały wykonane po raz pierwszy na świecie.  
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7. Wielowymiarowe analizy statystyczne 

 

Chemometria jest dyscypliną nauki, w której stosuje się matematyczne i statystyczne me-

tody obliczeniowe do rozwiązywania problemów natury chemicznej [94]. Jedną z dziedzin che-

mometrii są wielowymiarowe analizy statystyczne (ang. multivariate analysis). W tego typu 

badaniach, dokonuje się jednoczesnego pomiaru wielu zmiennych, charakteryzujących badany 

obiekt. Głównym celem wielowymiarowej analizy statystycznej jest klasyfikacja obiektów  

ze względu na ich własności tak, aby wykryć pewne ogólne prawidłowości dotyczące badanych 

mechanizmów. W prezentowanej rozprawie zostaną wykorzystane dwie metody wielowymia-

rowej analizy danych: analiza klastrowa (CA, ang. cluster analysis) oraz analiza składowych 

głównych (PCA, ang. Principal Component Analysis), które zostaną bliżej omówione poniżej.  

 

7.1. Analiza Klastrowa  

 

Analiza klastrowa należy do jednej z dyscyplin w wielowymiarowej statystyce, nazywaną 

analizą skupień [95]. Dyscyplina ta polega na grupowaniu badanych obiektów na podstawie 

podobieństwa w oparciu o zmienne charakteryzujące te obiekty. Stąd też, wybór zmiennych, 

opisujących badane obiekty jest niezwykle istotny w prawidłowej klasyfikacji. Należy także 

pamiętać, że analiza ta jest bardzo wrażliwa na skrajnie odstające wartości zmiennych. Powinno 

się zatem odrzucać przypadki odstające oraz zmienne, które nieznacznie różnicą badane 

obiekty [95].  

Głównym celem analizy skupień jest pogrupowanie obiektów, wykazujących pewne ce-

chy, scharakteryzowanych wybranymi zmiennymi tak, aby obiekty te były podobne do obiek-

tów w obrębie swojej grupy. Jednocześnie, obiekty te z założenia powinny znacząco różnić  

się od obiektów z pozostałych grup [94], [95]. Na podstawie otrzymanego grupowania można 

określić, czy istnieją jakieś prawidłowości w badanej grupie obiektów, można dokonać redukcji 

znaczącego zbioru danych, posługując się średnimi wartościami parametrów dla zidentyfiko-

wanych grup oraz wykorzystać otrzymane grupowanie w dalszej wielowymiarowej analizie 

danych [95]. Warto także wspomnieć, że metody analizy skupień są bardzo efektywne, zwłasz-

cza przy braku założeń co do analizowanych obiektów na etapie wstępnej analizy danych.  

Należą one do grupy tzw. metod klasyfikacji bez nadzoru. Stąd też w tego typu analizie  

nie wykorzystuje się metod testowania istotności statystycznej. Ważne są jednak inne aspekty, 

takie jak znalezienie odpowiedniego sposobu określania podobieństwa obiektów, znalezienie 
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metody identyfikacji skupień oraz zidentyfikowanie założeń i ograniczeń tej metody statystycz-

nej [95].  

Jak już zostało wspomniane, jednym z najistotniejszych problemów w metodzie analizy 

skupień jest znalezienie sposobu, umożliwiającego na określenie podobieństwa między bada-

nymi obiektami. W tym celu należy zdefiniować funkcję podobieństwa. Funkcja podobieństwa 

przyporządkowuje parze obiektów (Oi, Oj) określoną liczbę rzeczywistą Pij, która jest nazywana 

współczynnikiem podobieństwa [95]. Funkcja podobieństwa powinna spełniać następujące 

własności: 1) liczba Pij nie może być wyższa niż możliwa maksymalna wartość współczynnika 

podobieństwa (Pmax), 2) wartości współczynnika Pij zachowują symetrię, tzn. Pij = Pji [95].  

W praktyce obliczeniowej, najczęściej jednak stosuje się niejako miarę braku podobieństwa, 

czyli miarę odległości (metrykę, d). Łączy się zatem obiekty leżące blisko siebie, jednocześnie 

rozdzielając obiekty leżące daleko od siebie. Wykorzystana funkcja odległości, również jest 

określona dla pary obiektów (Oi, Oj) i powinna spełniać następujące warunki: 1) przyjmować 

tylko wartości ze zbioru nieujemnych liczb rzeczywistych, 2) spełniać warunek zwrotności: 

d(Oi, Oj) = 0  Oi = Oj, 3) spełniać warunek symetrii: d(Oi, Oj) = (Oj, Oi) oraz 4) spełniać 

warunek trójkąta: d(Oi, Ok) ≤ d(Oi, Oj) + d(Oj, Ok) dla wszystkich obiektów Oi, Oj i Ok [95].   

Postać funkcji odległości jest zależna od rodzaju skali pomiarowej zmiennych, które zo-

stały wykorzystane do opisania badanych obiektów (zmienne ilościowe, porządkowe czy jako-

ściowe). Dla skal przedziałowych, każdy obiekt można opisać poprzez ciąg p liczb rzeczywi-

stych (x1, x2….xp). Każdy obiekt zatem można opisać jako punkt w p- wymiarowej przestrzeni. 

Wówczas, można wyznaczyć odległość, wykorzystując np. metrykę euklidesową, opisaną wzo-

rem (50) [94], [95]: 

 

𝑑(𝑥, 𝑦) = √∑(𝑥𝑖 − 𝑦𝑖)2

𝑝

𝑖=1

,  

gdzie: 

x = (xi, …., xp)  

y = (yi, …., yp)  

(50) 

 

Metryka euklidesowa stanowi szczególny przypadek metryki Minkowskiego, która  

w ogólnym przypadku jest opisana wzorem (51). Jak można zatem zauważyć, do opisu podo-



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 52 Kraków, 2019 r. 

 

bieństwa między obiektami można wybrać metryki różnego typu. Ważne jest jednak, aby po-

równywać wielkości w tych samych jednostkach dla wszystkich obiektów, co jest równoważne 

standaryzacji zmiennych  [95].  

 

𝑑(𝑥, 𝑦) = √∑ |𝑥𝑖 − 𝑦𝑖|1/𝑝

𝑝

𝑖=1

 𝑑𝑙𝑎 𝑝 ≥ 1 

  

(51) 

 W analizie skupień można wykorzystać dwie metody: 1) hierarchiczne  

i 2) niehierarchiczne metody analizy skupień (HCA, ang. Hierarchical Cluster Analysis).  

W przypadku hierarchicznych metod analizy skupień, wykorzystuje się dwie techniki: 1) aglo-

meracyjną oraz 2) podziałową. Aglomeracyjna technika hierarchicznej analizy skupień, cha-

rakteryzuje się założeniem, iż na początku każdy obiekt stanowi osobne skupienie. W toku 

analizy, stopniowo zostają połączone obiekty leżące obok siebie najbliżej, aż do uzyskania jed-

nego skupienia. Z kolei, technika podziałowa opiera się na odwrotnym założeniu, że na wyjściu 

wszystkie obiekty stanowią jedno skupienie. W toku analizy zostają one rozszczepione  

na mniejsze skupienia, aż do uzyskania skupień zawierających po jednym obiekcie [95].  

W prezentowanej rozprawie zostanie wykorzystana technika aglomeracyjna. Wykorzystując 

obie techniki, czy to aglomeracyjną, czy też podziałową, otrzymuje się tzw. dendrogram, czyli 

drzewo ułożonych hierarchicznie skupień [95]. Analiza drzewa umożliwia prześledzenie podo-

bieństwa między obiektami i zdecydowanie o potencjalnym przypisaniu obiektów do określo-

nych grup.    

 W przypadku technik aglomeracyjnych, na początkowym etapie, każdy obiekt stanowi 

własne skupienie. Następnie, na kolejnych etapach, tworzy się nowe skupienia, łącząc obiekty 

i powstałe uprzednio skupienia w nowe grupy. Powstaje wówczas jednak istotny problem, okre-

ślenia odległości między nowymi skupieniami, powstałymi w toku analizy oraz zadecydowania 

dla jakiej odległości róże skupienia są do siebie na tyle podobne, aby połączyć je w jedno więk-

sze skupienie obiektów [95]. W tym celu wykorzystuje się różne metody, które różnią się zale-

dwie sposobem obliczania odległości między skupieniami. W prezentowanej rozprawie zosta-

nie wykorzystana metoda średniego połączenia (ang. Average Linkage Clustering Method). Zo-

stanie ona omówiona poniżej.  

 Metoda średniego połączenia hierarchicznej analizy klastrowej (ang. Average Linkage 

Clustering Method) jest inaczej określana skrótem UPGMA (ang. unweighted pair-group met-

hod using arithmetic averages), który został wprowadzony przez Sneatha i Sokala w 1973 r. 
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[95]. W metodzie UPGMA wyznacza się odległość pomiędzy dwoma skupieniami za pomocą 

średniej arytmetycznej wyznaczonej ze wszystkich obiektów, należących do dwóch różnych 

skupień [95]. Metoda ta jest najbardziej efektywna w przypadku, gdy obiekty tworzą naturalnie 

oddzielone sferyczne skupienia. Może ona jednak również być stosowana w przypadku skupień 

o wydłużonych kształtach [95].  

 Jak już zostało wspomniane, oprócz hierarchicznej analizy klastrowej (HCA),  

w analizie danych mogą również zostać wykorzystane niehierarchiczne analizy skupień,  

jak grupowanie metodą k- średnich (ang. K- means) [94], [95]. Obecnie jest to jedna  

z najczęściej stosowanych metod analizy skupień [96]. Opiera się ona na zidentyfikowaniu 

określonej ilości skupień obiektów. Żadne zidentyfikowane skupienie nie jest jednak podsku-

pieniem innego skupienia. Z tego też względu, metoda ta jest określana jako niehierarchiczna 

[95]. Została ona opracowana przez MacQueena w 1967 r.  W metodzie  

tej z góry zakłada się określoną liczbę skupień k a priori. Algorytm, w toku analizy, dzieli 

obiekty na podaną liczbę grup jak najbardziej się od siebie różniących, biorąc pod uwagę obli-

czoną metrykę (np. euklidesową (50). W pierwszym kroku, algorytm losowo definiuje k róż-

nych klastrów [97]. Następnie, wyznaczana jest odległość pomiędzy każdym obiektem w ob-

rębie danego klastra a ich odpowiednim centroidem. W kolejnym kroku, obiekty są przeno-

szone do klastrów, dla których odległość obiekt – centroid jest najmniejsza. Cała procedura jest 

powtarzana aż do otrzymania najbardziej optymalnego klastrowania. Każda kolejna iteracja 

rozpoczyna się od losowego zdefiniowania k klastrów. Jakość klastrowania ocenia się na pod-

stawie wartości parametru SOD (ang. Sum Of Distances). Wartość SOD określa sumę odległo-

ści pomiędzy każdym obiektem a centroidem danego klastra. Najlepsza analiza charakteryzuje  

się najniższą wartością SOD, uzyskaną dla optymalnej liczby iteracji [98].  

 

7.2. Analiza składowych głównych (PCA) 

 

Analiza składowych głównych należy do metod statystycznych służących do redukcji 

ilości zmiennych. Ponadto umożliwia ona wykrycie struktury i ogólnych prawidłowości  

w danych, zweryfikowanie ich oraz opis i klasyfikację badanych obiektów [94]. Jest to możliwe 

dzięki przekształceniu zmiennych opisujących badane obiekty w nowy zbiór zmiennych  

w ortogonalnym układzie współrzędnych, który jest zdefiniowany przez nowe zmienne (czyn-

niki) [95]. W analizie PCA (ang. Principal Component Analysis) dokonuje się zatem ortogo-

nalnego przekształcenia zmiennych obserwowanych w zbiór nowych nieskorelowanych zmien-
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nych (składowych). Całkowita wariancja obserwowanych zmiennych jest równa sumie warian-

cji składowych głównych. Co za tym idzie, model ten umożliwia redukcję zmiennych, nie za-

kłada jej jednak a priori [95]. Początki tej metody wywodzą się od badań Pearsona w 1901 r., 

który wykorzystywał tego typu obliczenia do dopasowywania powierzchni za pomocą metody 

najmniejszych kwadratów. Pełen teoretyczny opis metody PCA został przedstawiony przez Ho-

tellinga w 1933 r. oraz w 1936 r. [95]. 

Aby matematycznie opisać metodę analizy składowych głównych, należy zdefiniować 

zespół p początkowych zmiennych (X1, …Xp). Celem analizy będzie zredukowanie liczby 

zmiennych potrzebnych do opisania badanego układu, przy zachowaniu jak największej zmien-

ności w danych. Aby osiągnąć ten cel, wykorzystując analizę PCA, należy stworzyć kombina-

cje liniowe obserwowanych zmiennych początkowych, otrzymując nowe nieobserwowane 

zmienne, określane mianem składowych głównych (PC, ang. Principal Component) [94], [95]. 

Dla pierwszej składowej głównej, można więc zapisać (52). 

 

𝑍1 =  𝑎11𝑋1 + 𝑎12𝑋2 +  … +  𝑎1𝑝𝑋𝑝 

gdzie: 

a11, a12, …a1p- współczynniki wyznaczone przez początkowe zmienne  

(52) 

 

W celu zachowania jak największej wariancji w danych, należy wyznaczyć składową główną 

Z1 o największej wariancji. Oznacza to wyznaczenie wartości współczynników a11, a12, …a1p, 

w taki sposób, aby wariancja Z1 była możliwie największa, przy ograniczeniu, opisanym rów-

naniem (53), służącym znormalizowaniu wektora współczynników [95].  

 

∑ 𝑎1𝑖
2

𝑖

= 1 (53) 

 

Z matematycznego punktu widzenia, opisany problem można zapisać jako problem własny ma-

cierzy kowariancji (54).  

(𝑺 − 𝜆𝑰)𝑎1= 0,  

gdzie: 

𝒂𝟏= (a11, a12, …a1p)- wektor współczynników 

S- macierz kowariancji zmiennych X1, X2, …Xp 

I- macierz identycznościowa 

(54) 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 55 Kraków, 2019 r. 

 

λ- wartość własna macierzy S 

 

Kowariancję (Cov) zmiennych X1, X2, …Xp definiuje się z kolei zgodnie z równaniem (55):  

𝐶𝑜𝑣(𝑋𝑖, 𝑋𝑗) =  
1

𝑛 − 1
∑(𝑋𝑖𝑘 − 𝑋̅𝑖)(𝑋𝑗𝑘 − 𝑋̅𝑗)

𝑛

𝑘=1

,  

gdy Xi=Xj, 𝐶𝑜𝑣(𝑋𝑖, 𝑋𝑖) = 𝑉𝑎𝑟(𝑋𝑖) 

(55) 

 

Równanie (54) ma niezerowe rozwiązania, jeśli jest spełnione równanie charakterystyczne (56), 

co oznacza, że macierz (S - λI) jest macierzą nieodwracalną [95].  

 

|𝑺 − 𝜆𝑰|= 0 (56) 

 

Otrzymanie rozwiązania równania własnego (56) jest równoznaczne ze znalezieniem wektorów 

własnych a1 macierzy S, odpowiadających wartościom własnym λ macierzy S. Znalezienie 

wektorów własnych a1 macierzy S umożliwia utworzenie macierzy przejścia L oraz diagonali-

zację macierzy S. Poszczególne wartości własne λ1, odpowiadają wariancji poszczególnych 

składowych głównych Z1: Var(Z1) = λ1. Składowe główne Z1, Z2, Z3…..  

są zatem wyznaczane tak, aby λ1> λ2> λ3>…., co oznacza, że kolejne składowe główne (PC) 

opisują coraz mniejszą wariancję. Wektory współczynników a1, a2, …są znormalizowane (53), 

a także są wzajemnie ortogonalne (nieskorelowane) (57) [94], [95].  

 

∑ 𝑎1𝑖𝑎2𝑖

𝑖

= 0 (57) 

 

W wyniku analizy składowych głównych otrzymuje się wykres rozrzutu (ang. score plot), który 

przedstawia położenie analizowanych obiektów w nowej p - wymiarowej przestrzeni składo-

wych głównych (PC). Wykres wynikowy, obrazuje zatem strukturę danych i przedstawia po-

dobieństwa i różnice w danych [98]. W toku analizy PCA otrzymuje się także ładunki czynni-

kowe (ang. loadings). Relację pomiędzy macierzą z obserwowanymi zmiennymi (X), macierzą 

wynikową ze zmiennymi w nowym obróconym układzie współrzędnych (T) oraz macierzą ła-

dunków czynnikowych, która jest równocześnie macierzą przejścia (L) wyznacza równanie 

(58). Ładunki czynnikowe wyznaczają współczynniki korelacji pomiędzy daną zmienną i skła-

dowymi głównymi oraz opisują wkład tej zmiennej do poszczególnych składowych PC [95].  
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Z geometrycznego punktu widzenia, wartości ładunków czynnikowych odpowiadają wartości 

cosinusa kąta pomiędzy daną zmienną a określoną składową główną [98]. Wynika to z faktu, 

że przekształcenie zmiennych do przestrzeni wektorów własnych macierzy kowariancji  

jest tożsame z obrotem wyjściowego układu współrzędnych [95].  

 

𝑋 = 𝑇𝐿𝑇 ,  

gdzie: 

 

X- macierz danych 

T- macierz wynikowa 

L- macierz ładunków czynnikowych 

(58) 

 

 Analiza składowych głównych jest bardzo potężnym narzędziem statystycznym.  

Jej zastosowanie jest możliwe jednak tylko w przypadku, gdy dane wejściowe są skorelowane.  

W praktyce, wartość korelacji mierzy się współczynnikiem korelacji Pearsona między zmien-

nymi PCC(Xi, Xj) ((59), PCC, ang. Pearson Correlation Coefficient). Przyjmuje się, że użycie 

tej metody jest zasadne w przypadku, gdy korelacja między danymi jest większa niż 0,3 [95]. 

Reguła ta została zobrazowana na Rys.  5. Jak można zauważyć na Rys.  5, gdy dane są odpo-

wiednio skorelowane, możliwy jest obrót wyjściowego układu współrzędnych, tak aby pierw-

sza składowa główna PC1 opisywała możliwe największą wariancję (Rys.  5A). Tego typu ob-

rót układu współrzędnych nie jest możliwy, gdy dane nie są ze sobą skorelowane (Rys.  5B). 

Ważnym czynnikiem wpływającym na wynik analizy PCA jest również liczebność i reprezen-

tatywność próby. Przyjmuje się, że próba o liczebności 50 obserwacji to absolutne minimum  

w tego typu analizie [95].  
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Rys.  5 Przykład danych skorelowanych (A) i nieskorelowanych (B) oraz metody wyzna-

czania składowych głównych (PC) poprzez obrót wyjściowego układu współrzędnych,  

tak aby pierwsza składowa główna PC1 opisywała możliwe największą wariancję.  

 

𝑃𝐶𝐶(𝑋𝑖 , 𝑋𝑗) =  
𝐶𝑜𝑣(𝑋𝑖, 𝑋𝑗)

√𝑉𝑎𝑟(𝑋𝑖, 𝑋𝑖) √𝑉𝑎𝑟(𝑋𝑗 , 𝑋𝑗) 

 
(59) 

  

W toku analizy składowych głównych, należy zdecydować, ile wybrać składowych 

głównych PC do opisu danych. Jednym z narzędzi służących do oceny i wyboru optymalnej 

ilości składowych głównych jest tzw. wykres osypiska, opracowany przez Cattella w 1966 r. 

[95]. Wykres ten pokazuje kolejne wartości własne na osi X wraz z odpowiadającymi im war-

tościami własnymi λ1, λ2, …., λp na osi y. Na wykresie osypiska należy wybrać taki punkt,  

dla którego na prawo od niego występują łagodny spadek wartości własnych, co oznacza,  

że za tym punktem występuje jedynie tzw. osypisko czynnikowe. W tym punkcie, przyrost 

informacji załamuje się. Do opisu danych należy więc wybrać tylko składowe główne, znajdu-

jące się po lewej stronie tego punktu [95].  
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II. BADANIE STRUKTURY MOLEKULARNEJ CHROMATYNY  

W NANOSKALI: BADANIE STRUKTURY ODTWORZONEJ 

CHROMATYNY Z WYKORZYSTANIEM SPEKTROSKOPII  

RAMANA WZMOCNIONEJ NA OSTRZU SONDY SKANUJACEJ 

(TERS) 

 

1. Opis eksperymentu 

 

Schemat przeprowadzonych eksperymentów i wykonanej analizy, mającej na celu zba-

danie struktury molekularnej odtworzonej chromatyny z wykorzystaniem spektroskopii TERS 

został przedstawiony na Rys.  6. 
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Rys.  6 Schemat wykonanych eksperymentów oraz przeprowadzonej analizy mającej  

na celu zbadanie struktury molekularnej odtworzonej chromatyny z wykorzystaniem 

spektroskopii TERS: A- wykonane eksperymenty: mapowanie ramanowskie pojedynczych 

Pomiary AFM i 
Ramana 

pojedynczych 
chromosomów 

Pomiary Ramana 
próbek 

referencyjnych: 
DNA i histonów

Pomiary AFM 
i TERS 

odtworzonej 
chromatyny

Analiza klastrowa 
i PCA widm zebranych 

z pojedynczego 
chromosomu

Otrzymanie widm modelowych Ramana 
eu- i hetero- chromatyny

(kombinacje liniowe widm DNA 
i histonów oraz wyznaczenie wartości 

współczynnika korelacji Pearsona- PCC) 

Wyznaczenie widm TERS nukleosomu, DNA i histonów
na podstawie wartości współczynnika korelacji 

Pearsona, obliczonego:

• dla widma TERS nukleosomu z widmem 
modelowym chromatyny

• dla widma TERS DNA z referencyjnym widmem 
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• dla widma TERS histonów z referencyjnym 
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chromosomów, pomiary Ramana próbek referencyjnych (roztworów DNA oraz histonów), po-

miary TERS chromatyny na poziomie pojedynczych nukleosomów, B- schemat analizy da-

nych: analiza klastrowa i analiza składowych głównych (PCA) widm ramanowskich zebranych 

z pojedynczego chromosomu, analiza korelacyjna widm referencyjnych oraz widm TERS,  

a także C- schemat analizy korelacyjnej widm TERS i wyodrębnienie widm zebranych z: DNA, 

histonów oraz chromatyny (na poziomie pojedynczego nukleosomu). 

 

1.1. Charakterystyka materiału badawczego 

 

1.1.1. Odtwarzanie chromatyny z różnym stopniem metylacji DNA i histonów 

 

Chromatyna, na najniższym poziomie organizacji- pojedynczego nukleosomu, była od-

twarzana za pomocą zestawu Chromatin Assembly Kit (Active Motif). Użycie tego zestawu, 

umożliwiło zależne od ATP (adenozyno-5′-trifosforan) odtworzenie chromatyny z regularnie 

rozdystrybuowanymi pojedynczymi nukleosomami [99]. Chromatyna na poziomie „koralików 

nanizanych na sznurek” została odtworzona zarówno z niemetylowanym, jak i z metylowanym 

DNA faga λ (~48 kbp, Sigma Aldrich) oraz z kolistym DNA (pUC19, 2,686 kbp, Active Motif). 

W każdej reakcji został wykorzystany 1µg DNA. Niezależnie od rodzaju DNA użytego do od-

tworzenia chromatyny, w każdej reakcji wykorzystano białko opiekuńcze (ang. chaperone)  

h-NAP-1 (ang. Nucleosome Assembly Protein) oraz czynnik ACF (ang. ATP- utilizing chroma-

tin assembly and remodelling factor) [51]. Podczas odtwarzania chromatyny, początkowo do-

dawano 1,4 µl roztworu zrekombinowanych białek h-NAP-1 i 1,8 µl roztworu histonów rdze-

niowych (1,5 mg/ml, H2A, H2B, H3 i H4, HeLa, Active Motif) do 10 µl roztworu o wysokim 

stężeniu (ang. High Salt Buffer). Następnie, po dokładnym zmieszaniu składników przy użyciu 

vortexu oraz inkubacji na lodzie przez 15 min, do 64,3 µl roztworu o niskim stężeniu  

(ang. Low Salt Buffer), 2,5 µl zrekombinowanego kompleksu ACF oraz 10 µl systemu umożli-

wiającego rekreację ATP (ang. Complete 10x Regeneration System) zostało dodane 10 µl DNA  

(0,1 µg/µl). Powstały roztwór został dokładnie wymieszany, a następnie został pozostawiony 

do inkubacji przez 4 godz. w temp. 27 ºC. W roztworze odtworzonej chromatyny, końcowe 

stężenie DNA wynosiło 0,01 µg/µl. W celu zbadania wpływu modyfikacji posttranslacyjnych 

histonów na strukturę chromatyny na najniższym poziomie jej organizacji, a w szczególności 

metylacji histonu H3 (H3K27me3), w trakcie procedury odtwarzania chromatyny, wyjściowy 

roztwór rdzeniowych histonów (HeLa) został zastąpiony 1,8 µl roztworu zawierającego mie-
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szankę histonów zawierających zmodyfikowany histon H3K27me3 (Active Motif) oraz pozo-

stałe histony H2A, H2B, H4 (NEB) w proporcji 1:1:1:1 (końcowe stężenie: 1,5 mg/ml). Osta-

tecznie, zostało odtworzonych 5 różnych rodzajów chromatyny. Wszystkie rodzaje chroma-

tyny, które zostały odtworzone, zostały wymienione w poniższej tabeli (Tabela 1).  

 

Tabela 1 Typy odtworzonej chromatyny w celu wykonania pomiarów z użyciem spek-

troskopii TERS. 

 

Nr chroma-

tyny 
Typ DNA Typ histonów 

1 niemetylowane DNA faga λ niemetylowane dodatkowo histony 

rdzeniowe (HeLa) 2 metylowane DNA faga λ 

3 koliste DNA plazmidowe pUC19 
histony zawierające dodatkowo me-

tylowany histon H3 (H3K27me3) 
4 niemetylowane DNA faga λ 

5 metylowane DNA faga λ 

 

1.1.2. Przygotowanie optymalnego podłoża do pomiarów TERS 

 

Pomiary wykonywane za pomocą metody nanospektroskopowej, jaką jest spektrosko-

pia TERS, wymagają przygotowania podłoży, które są jednocześnie odpowiednio gładkie  

w nanoskali (RMS ~ nm), spektroskopowo czyste oraz jak najlepiej odbijające światło zarówno 

lasera wzbudzającego o długości 633 nm, jak i rozproszony sygnał Ramana w zakresie 2,5 - 

20,0 µm (4000 - 500 cm-1). Metoda umożliwiająca opracowanie tego typu podłoży- pozłaca-

nych szablonowych podłoży wyżarzanych płomieniowo (ang. template strip flame-annealed 

gold substrates) została opisana w referencji [100].  Pierwszym etapem przygotowywania po-

złacanych podłoży do pomiarów TERS było pocięcie wafli krzemowych na fragmenty o roz-

miarze rzędu 20 x 20 mm. Wafle były wstępnie pokryte PMMA w celu ochrony przed zaryso-

waniami powstałymi w wyniku bezpośredniego kontaktu z pyłem krzemowym uwalniającym 

się podczas cięcia. Po pocięciu wafli na odpowiednie fragmenty, warstwa PMMA była usuwana 

poprzez 6 godzinne moczenie fragmentów podłoży w acetonie. Po rozpuszczeniu warstwy 

PMMA, podłoża zostały przepłukane wodą destylowaną (MilliQ, NANOpure) oraz etanolem 

(≥ 99.8 % Fluka). Następnie, były one czyszczone poprzez moczenie w tzw. roztworze piranha 

etch (roztwór kwasu siarkowego (H2SO4)oraz ditlenku wodoru (H2O2), Sigma-Aldrich) przez 
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20 min. Kolejnym krokiem było dwukrotne przepłukanie wafli wodą destylowaną oraz etano-

lem i wysuszenie ich pod delikatnym strumieniem sprężonego N2. Kolejno, na połowę wysu-

szonych wafli napylano warstwę złota o grubości 100 nm złota (Leica Folien Targets, 99,99 % 

Au) poprzez naparowanie (BAL-TEC MED020 high vacuum coating system, pod ciśnieniem 

1,5 × 10−6 mbar, z szybkością napylania 0,01-0,03 nm/s). Po napyleniu, pozłacane wafle były 

wyżarzane przez 4 min w płomieniu palnika Bunsena (w temperaturze około 450 ºC, Rys.  7B-

C), a następnie były wychładzane w powietrzu. Na pozostałe (bez napylonej warstwy złota) 

podłoża krzemowe zostało naniesione około 10 µl dwuskładnikowego kleju epoksydowego. 

Następnie oba fragmenty (pozłacany fragment po wyżarzaniu z fragmentem z naniesionym kle-

jem) zostały ze sobą połączone, jak przedstawiono na Rys.  7E. W celu utrzymania pozłacanych 

powierzchni odpowiednio gładkich i spektroskopowo czystych, były one rozdzielane bezpo-

średnio przed naniesieniem na nie chromatyny (Rys.  7F). Minimalny czas wysychania kleju 

wynosił 12 h.  

 

Rys.  7 Schemat przedstawiający przygotowywanie pozłacanych szablonowych podłoży 

wyżarzanych płomieniowo do pomiarów TERS [100]: A- podgrzanie substratu do około  

150 ºC, B, C- wyżarzanie podłoża w temperaturze około 450 ºC przez 4 min, D- nanoszenie 

A B C

D E F

~ 150 °C

~ 450 °C
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kleju epoksydowego na fragmenty wafli krzemowych i E- łączenie wyżarzonych pozłacanych 

wafli krzemowych z fragmentami wafli z klejem epoksydowym oraz F- rozdzielanie warstw  

w celu uzyskania spektroskopowo czystych i odpowiednio gładkich podłoży do pomiarów 

TERS. 

 

 Przed naniesieniem chromatyny na przygotowane podłoża, sprawdzana była zarówno 

ich chropowatość, jak i czystość chemiczna. Chropowatość mierzono za pomocą mikroskopii 

sił atomowych, wyznaczając wartość średniego kwadratowego odchylenia RMS (ang. Root Me-

ans Square) dla obszarów o rozmiarze 0,5 x 0,5 µm zaznaczonych na Rys.  8A-C białą strzałką. 

Na Rys.  8 przedstawiono porównanie topografii podłoża krzemowego naparowanego złotem 

(RMS = 1,34 nm, Rys.  8A) z pozłacanym wyżarzanym płomieniowo podłożem krzemowym 

(RMS = 1,14 nm, Rys.  8B) oraz z pozłacanym szablonowym podłożem wyżarzanym płomie-

niowo (RMS = 0,35 nm , Rys.  8C). Jak można zauważyć na Rys.  8, podłoże przygotowane  

z wykorzystaniem metody wykonywania pozłacanych szablonowych podłoży wyżarzanych 

płomieniowo ma najmniejszą wartość RMS, co świadczy o jego najmniejszej chropowatości. 

Na Rys.  8D przedstawiono zebrane przykładowe widmo ramanowskie z użyciem lasera o dłu-

gości emitowanej fali 633 nm (czerwonego) z podłoża przedstawionego na Rys.  8C. Na przed-

stawionym na Rys.  8D widmie nie są widoczne żadne pasma, co świadczy o czystości che-

micznej przygotowanych podłoży. Na Rys.  8E przedstawiono profile wysokości zebrane 

wzdłuż szarych linii zaznaczonych białą strzałką na Rys.  8A-C. Na Rys.  8E również można 

zauważyć, że pozłacane szablonowe podłoże wyżarzane płomieniowo charakteryzuje się naj-

mniejszą chropowatością (Rys.  8C). Ponadto, na Rys.  8F przedstawiono topografię AFM chro-

matyny o strukturze „koralików nanizanych na sznurek” naniesionej na pozłacane szablonowe 

podłoże wyżarzane płomieniowo. Jak można zauważyć na przedstawionym Rys.  8F, podłoże 

było wystarczająco gładkie, aby możliwe było wykonanie topografii AFM, zarówno pojedyn-

czego nukleosomu (~10 nm), jak i pojedynczej nici DNA (~1 nm). Ze względu na najmniejszą 

chropowatość oraz wysoką czystość chemiczną do pomiarów TERS zostały wybrane pozłacane 

szablonowe podłoża wyżarzane płomieniowo. 
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Rys.  8 Topografia AFM pozłacanych podłoży: A-krzemowego naparowanego złotem,  

B- krzemowego naparowanego złotem wyżarzanego płomieniowo, C- pozłacanego szablono-

wego podłoża wyżarzanego płomieniowo. Z wybranego pozłacanego szablonowego podłoża 

wyżarzanego płomieniowo (Rys. 8C) zostało zebrane przykładowe widmo ramanowskie z uży-

ciem lasera o długości emitowanej fali 633 nm (czerwonego, Rys. 8D). Dla obszarów zazna-

czonych białymi strzałkami na Rys. 8A-C została wyznaczona wartość RMS dla badanych pod-

łoży, która wynosiła odpowiednio: 1,34 nm (Rys. 8A), 1,14 nm (Rys. 8B), 0,35 nm (Rys. 8C). 

Na Rys. 8E przedstawiono profile wysokości zebrane wzdłuż szarych linii zaznaczonych białą 

strzałką na Rys. 8A-C. Dodatkowo na Rys. 8F przedstawiono topografię AFM odtworzonej 

chromatyny na poziomie pojedynczego nukleosomu naniesionej na pozłacane szablonowe pod-

łoże wyżarzane płomieniowo (Rys. 8C).  
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1.1.3. Nanoszenie chromatyny na podłoża do pomiarów TERS 

 

W celu naniesienia chromatyny na uprzednio przygotowane pozłacane szablonowe pod-

łoża wyżarzane płomieniowo do pomiarów TERS, 10 µl roztworu odtworzonej chromatyny 

(0,01 µg/ µl) było nakrapiane na czysty, świeżo oddzielony substrat pokryty złotem.  

Aby chromatyna została równomiernie rozłożona na podkładkach, do złotej powierzchni było 

przykładane napięcie 0,20- 0,23 V. Po 20 min w temperaturze pokojowej napięcie było odłą-

czane, a przygotowane próbki były delikatnie płukane 1 ml wody destylowanej (miliQ) w celu 

usunięcia niezwiązanych do DNA produktów reakcji odtwarzania chromatyny. Po dokładnym 

wypłukaniu przygotowanych próbek, były one suszone pod delikatnym strumieniem sprężo-

nego azotu (N2). Równolegle, w celu sprawdzenia jakości i morfologii odtworzonej chroma-

tyny, była ona także nanoszona na mikę, która jest atomowo płaska i umożliwia badanie struk-

tur o rozmiarach nanometrycznych z wykorzystaniem mikroskopii sił atomowych (AFM).  

W celu naniesienia chromatyny na mikę, roztwór odtworzonej chromatyny był każdorazowo 

rozcieńczany (1:4) w wodzie destylowanej (miliQ) z 2 mM Mg2+, a następnie była ona nano-

szona na świeżo rozłupaną powierzchnię miki. Podobnie jak w przypadku chromatyny nano-

szonej na pozłacane szablonowe podłoże wyżarzane płomieniowo, po 3 - 5 min inkubacji, 

próbki były przepłukiwane 1 ml wody destylowanej i delikatne suszone pod strumieniem sprę-

żonego N2.  

 

1.1.4. Przygotowanie próbek referencyjnych: pojedynczych chromoso-

mów metafazowych oraz roztworów DNA i histonów 

 

W celu wykonania pomiarów referencyjnych chromatyny na najwyższym poziomie  

jej organizacji, zostały wykonane pomiary ramanowskie pojedynczych chromosomów metafa-

zowych. Na potrzeby powyższych pomiarów, chromosomy zostały otrzymane  

z wykorzystaniem klasycznych metod cytogenetyki, jak opisano w literaturze [22]. Wykorzy-

stane w badaniach komórki linii INS-1E (otrzymanej dzięki uprzejmości prof. Agnieszki Do-

brzyń z Instytutu Biologii Doświadczalnej im. Nenckiego w Warszawie, Polska) były inkubo-

wane z roztworem BSA przez 24 godz. w 37 ºC w inkubatorze o odpowiedniej wilgotności  

i 5 % stężeniu CO2. Następnie 2 godz. przed trypsynizacją, do hodowli był dodawany 5 % 

roztwór kolcemidu (Max Karyo Colcemid Solution, Life Technologies). Kolcemid jest substan-

cją, która powoduje przerwanie włókien podziałowych w komórce, przez co zwiększa się liczba 

komórek w stadium metafazy w hodowli. W następnym kroku, odciągano medium, komórki 
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płukano roztworem PBS i zbierano je przez trypsynizację. Kolejno, komórki inkubowano  

w 0,75 mM roztworze KCl w celu zwiększenia ich objętości oraz utrwalano je w mieszance 

kwasu octowego i metanolu (1:3). Tak przygotowany roztwór z komórkami był nakrapiany  

na okienko CaF2 (Crystran, IR grade, Ø 20 mm). Napęczniałe komórki, dzięki inkubacji z roz-

tworem KCl o odpowiednim stężeniu w chwili kontaktu z podłożem pękały i uwalniały chro-

mosomy.  

W celu otrzymania modelowego widma ramanowskiego chromatyny na najniższym stop-

niu jej organizacji- na poziomie pojedynczego nukleosomu, zostały wykonane pomiary próbek 

referencyjnych: 1) niemetylowanego DNA faga λ (Sigma Aldrich), 2) metylowanego DNA faga 

λ (Sigma Aldrich) i 3) pojedynczych histonów: H2A, H2B oraz H4 (NEB). Referencje zostały 

zmierzone w postaci wysuszonych kropli naniesionych na folię aluminiową w celu wzmocnie-

nia otrzymanego sygnału rozpraszania Ramana poprzez odbicie od powierzchni Al. 

 

1.2.  Charakterystyka warunków pomiarowych 

 

1.2.1. Nanospektroskopia TERS w konfiguracji prostej z wykorzystaniem sys-

temu AFM- Raman 

 

1.2.1.1. Opis układu pomiarowego 

 

Przed wykonaniem właściwego eksperymentu z wykorzystaniem spektroskopii TERS, 

badane próbki chromatyny, naniesione zarówno na mikę, jak i na pozłacane szablonowe pod-

łoże wyżarzane płomieniowo, były badane z użyciem mikroskopii sił atomowych. Miało  

to na celu ocenę ich jakości i morfologii. Do pomiarów AFM zostały wykorzystane dwa mi-

kroskopy: BioScope Catalyst (Bruker NanoSurfaces, Santa Barbara CA) oraz NTEGRA NT-

MDT (NTEGRA Spectra Upright, NT-MDT, Zelenograd, Rosja). Wszystkie pomiary AFM zo-

stały wykonane w modzie nie-kontaktowym („tapping mode”) z użyciem komercyjnie dostęp-

nych sond AFM (Aspire CT300R). Mapy AFM o rozmiarze w zakresie 0,2 - 10 µm były zbie-

rane z szybkością skanowania od 0,2 – 0,5 Hz z rozdzielczością przestrzenną mapy w zakresie 

256 x 256 pkt. lub 512 x 512 pkt. 

 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 67 Kraków, 2019 r. 

 

 

Rys.  9 Zdjęcie systemu TERS do wykonywania pomiarów w konfiguracji prostej (A) 

wraz ze schematem pomiarowym (B).  

 

 Pomiary TERS były wykonywane z użyciem mikroskopu AFM NTEGRA NT-MDT  

w konfiguracji prostej sprzężonego z mikroskopem optycznym (100x, NA = 0,7, Mitutoyo) oraz 

ze spektrometrem Ramana Solar TII (Minsk, Białoruś, schemat: Rys.  9). Pomiary TERS były 

wykonywane z użyciem komercyjnie dostępnych krzemowych próbników AFM (typu „top vi-

sual”) dwóch firm: NT-MDT oraz Nanosensond NanoAndMore GmbH (Wetzlar, Niemcy, 

ATEC-NC). Bezpośrednio przed pomiarami TERS, na sondy była naparowywana warstwa ty-

tanu o grubości 5 nm oraz złota o grubości 20 nm Au z wykorzystaniem tego samego systemu, 

który był stosowany do naparowywania podłoży. Do pomiarów TERS został wykorzystany 

czerwony laser He-Ne emitujący falę o długości 633 nm (moc lasera na powierzchni próbki: 

1,2 – 0,025 mW) jako źródło wzbudzenia. Z kolei do zbierania sygnału rozpraszania został 

wykorzystany detektor EMCCD (Andor, Newton 971 UVB CCD). Ponadto, spektrometr  

był wyposażony w siatkę dyfrakcyjną (czterokierunkowa kratownica (ang. four way grating 

turret), 150, 600 i 1800 L/mm), źródło światła białego oraz kamerę CCD do podglądu próbki 

w mikroskopie optycznym [59]–[61].  

 Podczas eksperymentów z wykorzystaniem spektroskopii TERS, pierwszym krokiem 

było zebranie topografii próbki o rozmiarze w zakresie 0,5 x 0,5 – 5 x 5 µm z rozdzielczością 

w zakresie 256 x 256 lub 512 x 512 pkt. za pomocą mikroskopu sił atomowych. Następnie  

przy użyciu fotopowielacza (PMT), znajdowane było położenie wierzchołka sondy (ang. apex, 

Rys.  9B), a potem dzięki integracji sygnału spektroskopowego w zakresie spektralnym  

1808 – 43 cm-1 znajdowane było położenie obszaru największego wzmocnienia sygnału roz-

praszania Ramana (ang. hot spot, Rys.  9B). Przed pomiarami TERS chromatyny, sprawdzana 
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była czystość próbnika poprzez zebranie widma Ramana podczas kontaktu z próbką i po odda-

leniu próbnika od powierzchni. Na podstawie topografii AFM, wybierano mniejsze obszary  

o rozmiarach od 10 x 10 do 70 x 70 pkt. do skanowania za pomocą TERS. Równolegle  

do pomiarów z użyciem spektroskopii TERS, zbierana była także topografia badanego obszaru 

próbki. Po zebraniu macierzy widm TERS, ponownie sprawdzana była czystość sondy poprzez 

zebranie widma, gdy sonda nie była w kontakcie z próbką. Czas akwizycji dla pojedynczego 

widma TERS wahał się w zakresie od 5 do 60 sek., w zależności od jakości sygnału  

i uzyskanego wzmocnienia. Czas był dobierany tak, aby możliwe było zebranie widma TERS 

o jak najlepszym stosunku S/N z jednoczesnym uniknięciem zanieczyszczeń w postaci węgla 

amorficznego powstałego w wyniku osadzania się z powietrza lub termicznej dekompozycji 

próbki.  

 

1.2.1.2. Pomiary próbek referencyjnych- pomiary Ramana pojedynczych 

chromosomów 

 

W celu otrzymania modelowych widm Ramana chromatyny na najwyższym poziomie 

jej organizacji, zbierane były mapy ramanowskie z pojedynczych chromosomów wyizolowa-

nych z linii komórkowej INS-1E. Pierwszym krokiem była jednak ocena jakości metafazy  

i pojedynczego chromosomu poprzez zebranie jego topografii za pomocą mikroskopii  

sił atomowych w trybie nie-kontaktowym, sondy krzemowe: NSG01 (NTEGRA Spectra 

Upright, NT-MDT, Zelenograd, Rosja). Kolejno, z pojedynczych chromosomów, były zbierane 

mapy Ramanowskie z użyciem mikroskopu inVia Renishaw (Rys.  10, wyposażonego w detek-

tor EMCCD (kamera CCD, 1600 x 200), konfokalny mikroskop (Leica, x100, NA= 0,85) oraz  

z użyciem lasera zielonego o emisji fali o długości 532 nm (maksymalna moc: 3 mW, siatka 

dyfrakcyjna 1800 l/mm) jako źródła wzbudzenia. Mapy były zbierane z obszarów 8,5 x 13 µm 

z rozmiarem pojedynczego piksela równym 0,5 x 0,5 µm (17 x 26 pkt). Widma ramanowskie 

były zbierane w zakresie spektralnym 3200 – 400 cm-1. 
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Rys.  10 Zintegrowany system AFM - Raman (NT – MDT - Renishaw) wykorzystany  

do pomiarów chromosomów. 

 

Otrzymane topografie AFM pojedynczych chromosomów były analizowane  

z wykorzystaniem programu SPIP (Image Metrology, Dania). Mapy ramanowskie były anali-

zowane z wykorzystaniem programu WIRE 4.2 (Renishaw). Pierwszym etapem analizy widm 

Ramana było usunięcie artefaktów w postaci pików pochodzących od promieniowania ko-

smicznego (algorytm: Nearest Neighbour) oraz odjęcie od każdego widma linii bazowej (algo-

rytm: Intelligent Fitting). Wykorzystany algorytm Nearest Neighbour usuwania pików pocho-

dzących od promieniowania kosmicznego polega na porównywaniu wybranego widma z wid-

mami zebranymi z sąsiednich punktów. Dzięki analizie korelacyjnej zostaje wybrane najbar-

dziej podobne widmo sąsiada, zostaje ono przesunięte i wykorzystane do identyfikacji położe-

nia pików pochodzących od promieniowani kosmicznego. Wyznaczone wartości przesunięcia 

są definiowane w kategoriach poziomu szumu dla danych o niskim stosunku sygnału do szumu  

i pod względem wysokości piku dla danych o wysokim stosunku sygnału do szumu. Skalowane 

wartości intensywności widm sąsiadów są używane do wymiany zaburzonych pikseli, pozwa-

lając na pełne odzyskanie podstawowych cech spektralnych [101]. Z kolei wykorzystany algo-

rytm odejmowania linii bazowej Intelligent Fitting polega na iteracyjnym dopasowaniu wielo-

mianu do danych odniesienia z uwzględnieniem dopuszczalnego odchylenia danych odniesie-

nia od wielomianu (patent B. J.E. Smith, Renishaw PLC, nr EP2705338A2  
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z 12.03.2014). Następnie widma były wygładzane (algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, 

wielomian II stopnia, 11 pkt) z wykorzystaniem oprogramowania OPUS 7.5 (Bruker). Do wy-

gładzenia danych wykorzystano cyfrowy filtr Savitzky - Golay, który wykorzystuje splot, do-

pasowując kolejne podzbiory sąsiednich punktów danych do wielomianu niskiego stopnia me-

todą najmniejszych kwadratów [102]. Kolejnym krokiem analizy było wykonanie Hierarchicz-

nej Analizy Klastrowej (ang. Hierarchical Cluster Analysis, HCA) przy użyciu programu 

Unscrambler (CAMO, algorytm: Hierarchical Average Linkage, obliczanie odległości Eukli-

desowych), która została opisana we Wstępie. Dzięki analizie HCA, zostały wyodrębnione kla-

stry widm, charakterystyczne dla chromosomu oraz dla podłoża i pozostałości komórkowych. 

Następnie, rozkład przestrzenny klastrów został przedstawiony/wyrysowany za pomocą pro-

gramu Gwyddion 2.41 (Czech Metrology Institute). Otrzymany rozkład przestrzenny klastrów 

został porównany z otrzymanym uprzednio rozkładem przestrzennym widm wynikowych  

dla chromosomu i podłoża wraz z pozostałościami komórkowymi oraz z rozkładem przestrzen-

nym DNA (integracja pasma, charakterystycznego dla drgania rozciągającego pomiędzy tle-

nami i fosforem w DNA w zakresie 1280 – 1215 cm-1, νasym(PO2
-)) oraz z rozkładem przestrzen-

nym grup CH3 (integracja pasma, charakterystycznego dla drgania rozciągającego pomiędzy 

wodorami i węglem w zakresie 2900 – 2850 cm-1, νsym(CH3)). Integracja wybranych pasm zo-

stała wykonana przy użyciu programu Origin 2017 (OriginLab), a ich rozkład przestrzenny 

narysowano w programie Gwyddion 2.41. Kolejno, w celu wyodrębnienia widm chromosomo-

wych heterochromatyny, charakteryzującej się wyższym poziomem metylacji niż euchroma-

tyna i euchromatyny, widma wyodrębnione z mapy jako widma z chromosomu, zostały pod-

dane analizie klastrowej (wykorzystano taki sam algorytm jak uprzednio). Dodatkowo,  

aby uzyskać informację dotyczącą źródeł wariancji w poszczególnych grupach widm (charak-

terystycznych dla eu- i hetero-chromatyny), została wykonana analiza składowych głównych 

(ang. Principal Component Analysis, PCA) z użyciem programu Unscrambler X 10.5 w nastę-

pujących zakresach spektralnych: 3200 - 2800 cm-1 oraz 1760 - 810 cm-1, która została opisana 

we wstępie. Przed wykonaniem analizy PCA, od widm została odjęta linia bazowa (algorytm: 

Concave Rubberband, 30 iteracji, 64 pkt., OPUS 7.5) w celu usunięcia jej wpływu na uzyskane 

ładunki czynnikowe i uzyskania lepszej charakterystyki pojedynczych pasm, odpowiedzial-

nych za grupowanie się widm. Wykorzystany algorytm o nazwie Concave Rubberband, służący 

do odejmowania linii bazowej, polega na zdefiniowania punktów podparcia poprzez zidentyfi-

kowanie tzw. „wypukłego kadłuba” widma. Linia bazowa jest następnie dopasowywana tak, 

aby przechodziła przez zadane punkty podparcia (patent M, Pirzer i J. Sawatzki, Bruker Optik 
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GmbH, nr US20060212275A1 z 21.09.20106). Schemat części eksperymentalnej i analizy zo-

stał umieszczony na Rys.  6.  

 

1.2.1.3. Pomiary próbek referencyjnych- pomiary roztworów DNA  

i histonów 

 

W celu otrzymania modelowego widma chromatyny na najniższym poziomie jej orga-

nizacji- na poziomie pojedynczego nukleosomu, zostały wykonane pomiary ramanowskie pró-

bek referencyjnych: 1) niemetylowanego DNA faga λ (Sigma Aldrich), 2) metylowanego DNA 

faga λ (Sigma Aldrich) i 3) pojedynczych histonów: H2A, H2B oraz H4 (NEB). Pomiary próbek 

referencyjnych zostały wykonane z użyciem mikroskopu Ramana (Renishaw), wykorzystanego 

uprzednio do pomiaru chromosomów. W celu uzyskania widma modelowego chromatyny  

na poziomie nukleosomu, została wyznaczona kombinacja liniowa widm DNA  

i widm histonów z różnymi wartościami współczynników korelacji w zakresie 0,5 - 5. W celu 

uzyskania widma modelowego heterochromatyny, zastosowano kombinację liniową widm me-

tylowanego DNA faga λ i mieszkanki histonów: H2A, H2B oraz H4. Z kolei, aby uzyskać 

widmo modelowe euchromatyny, wykonano kombinację liniową widm niemetylowanego 

DNA faga λ i mieszkanki histonów: H2A, H2B oraz H4 [6]. Otrzymane kombinacje liniowe 

zostały porównane z widmami eu- i hetero-chromatyny uzyskanymi z pomiarów dla pojedyn-

czego chromosomu z wykorzystaniem analizy korelacyjnej. W tym celu zostały obliczone 

współczynniki korelacji Pearsona dla widm modelowych eu- i hetero-chromatyny i widm ra-

manowskich eu- i hetero-chromatyny z pojedynczego chromosomu. Otrzymane z kombinacji 

liniowej widmo euchromatyny i heterochromatyny o najwyższym współczynniku korelacji Pe-

arsona (PCC, ang. Pearson Correlation Coeficient) zostały wybrane do dalszej analizy widm 

TERS jako modelowe widma ramanowskie, odpowiednio eu- i hetero-chromatyny na najniż-

szym poziomie jej organizacji (na poziomie pojedynczego nuklesosomu).  

 

1.2.1.4. Analiza statystyczna widm TERS 

 

W trakcie pomiarów z wykorzystaniem spektroskopii TERS, zostało zebranych łącznie 

38 macierzy widm TERS z pięciu różnych próbek odtworzonej chromatyny, naniesionych  

na pozłacane szablonowe podłoża wyżarzane płomieniowo (Tabela 1). Celem przeprowadzonej 

analizy było wyróżnienie widm TERS zebranych z: DNA, histonów oraz nukleosomu. Widma 
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TERS w zakresie spektralnym: 1800 - 100 cm-1 zostały wygładzone (algorytm wygładzania: 

Savitzky-Golay, wielomian II stopnia, 13 pkt.) oraz została odjęta linia bazowa (algorytm: Con-

cave Rubberband, 30 iteracji, 40 pkt., OPUS 7.5 (Bruker)). Następnie, widma zostały znorma-

lizowane w całym zakresie spektralnym (normalizacja wektorowa, OPUS 7.5 (Bruker)).  

Aby wyodrębnić pojedyncze widma TERS DNA, histonów i nukleosomu, została wykonana 

analiza korelacyjna i wyznaczono współczynniki korelacji Pearsona dla każdego widma TERS 

z każdej mapy z następującymi widmami referencyjnymi: 1) widmem niemetylowanego DNA 

faga λ, 2) widmem metylowanego DNA faga λ, 3) modelowym widmem Ramana euchroma-

tyny na najniższym poziomie jej organizacji (z niemetylowanym DNA faga λ, kombinacja li-

niowa: 1x widmo DNA + 0,4 x widmo histonów H2A, H2B i H4) oraz 4) modelowym widmem 

Ramana heterochromatyny na najniższym poziomie jej organizacji (ze metylowanym DNA 

faga λ, kombinacja liniowa: 1x widmo DNA + 1x widmo histonów H2A, H2B i H4). Następnie, 

dla każdego widma TERS zostały sprawdzone wartości współczynników korelacji Pearsona  

z widmem: 1) DNA, 2) histonów i 3) modelowym widmem Ramana chromatyny na najniższym 

poziomie jej organizacji i zostały im przypisane logiczne wartości  

0 lub 1. Wartości logiczne, charakteryzujące widma TERS, zostały przypisane w następujący 

sposób: gdy widmo TERS, w danej kategorii, było pozytywnie skorelowane (PCC > 0) z wid-

mem DNA, histonów lub chromatyny, przypisywana mu była wartość 1. Z kolei, jeśli widmo 

to, w danej kategorii, było negatywnie skorelowane z widmem DNA, histonów lub chromatyny, 

to przypisywana mu była wartość 0. Każde widmo TERS zostało zatem scharakteryzowane 

przez trzy różne wartości logiczne, mówiące o jego pozytywnej lub negatywnej korelacji  

z widmem 1) DNA, 2) histonów i 3) nukleosomu. Warto także wspomnieć, że w przypadku 

widma TERS odtworzonej chromatyny z niemetylowanym DNA, wykonywana była analiza 

korelacyjna tego widma TERS z widmem dla niemetylowanego DNA faga λ i modelowym 

ramanowskim widmem zebranym z euchromatyny. Odpowiednio, dla widma TERS odtworzo-

nej chromatyny z metylowanym DNA, wykonywana była analiza korelacyjna tego widma  

z widmem metylowanego DNA faga λ i modelowym ramanowskim widmem zebranym z hete-

rochromatyny. Następnie, widma TERS, scharakteryzowane poprzez trzy wartości logiczne, 

opisujące jego pozytywną lub negatywną korelację z widmem DNA, histonów i chromatyny, 

zostały podzielone na cztery grupy według następującego schematu: 1) widma TERS chroma-

tyny (pozytywnie skorelowane jednocześnie z widmem DNA, histonów i chromatyny, suma 

współczynników logicznych równa 3), 2) widma TERS DNA (skorelowane pozytywnie jedy-

nie z widmem DNA, współczynnik logiczny był równy 1 tylko dla korelacji z widmem Ramana 

DNA), 3) widma TERS histonów (skorelowane pozytywnie jedynie z widmem histonów, 
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współczynnik logiczny równy 1 tylko dla korelacji z widmem Ramana histonów H2A, H2B  

i H4). W celu wykonania bardziej wydajnej analizy wszystkich zebranych widm TERS, został 

napisany przez Autora program w języku C++ (Dodatek, program: program_TERS.exe).  

W oparciu o wyznaczone wartości współczynnika korelacji, program umożliwiał automatyczne 

pogrupowanie wszystkich widm z danej mapy na widma TERS 1) chromatyny, 2) DNA  

i 3) histonów, a także automatyczne wyznaczenie uśrednionego widma dla każdej grupy.  Po-

szczególne kroki wykonanej analizy zostały schematycznie przedstawione na Rys.  6. Spośród 

widm, zaklasyfikowanych jako widma DNA, do dalszej analizy zostały wybrane widma z wy-

raźnym pasmem na pozycji spektralnej 1078 cm-1, charakterystycznym dla drgania rozciągają-

cego pomiędzy atomami tlenu a atomami fosforu w szkielecie DNA (νsym(PO2
-)). Widma TERS 

w każdej grupie zostały uszeregowane według malejącej wartości współczynnika korelacji Pe-

arsona. Jako wynikowe widma TERS DNA, histonów oraz chromatyny zostały wybrane widma 

o wartości PCC większym od 0,05 lub 0,1. Determinująca klasyfikację wartość współczynnika 

PCC była wybrana indywidualnie dla każdej mapy TERS, zależnie od jakości widm i uzyska-

nego wzmocnienia. Wybrane w każdej grupie widma TERS, charakteryzujące DNA, histony  

i chromatynę na najniższym poziomie jej organizacji, zostały uśrednione w celu uzyskania glo-

balnej informacji na temat lokalnej struktury chromatyny „koralików nanizanych na sznurek”. 

Widma TERS uśredniono także ze względu na fakt, że na kształt widm w nanoskali ma wpływ 

wiele czynników, takich jak: orientacja badanych molekuł na podłożu, relatywna zawartość 

histonów i DNA w miejscu, z którego zbierane jest widmo, kształt pola elektromagnetycznego 

rezonansu plazmonowego dla pojedynczej sondy AFM, kształt stożka pojedynczej sondy AFM 

oraz nanocząstek napylonych na jej koniec, a także nierówności podłoża. W celu uniezależnie-

nia otrzymanych wyników od wyżej wymienionych czynników, widma TERS zostały uśred-

nione. Opisana powyżej analiza statystyczna, umożliwiła wybranie widm TERS, charakteryzu-

jących zarówno DNA, histony, jak i chromatynę na poziomie pojedynczego nukleosomu. Sche-

mat, przedstawiający poszczególne kroki części eksperymentalnej i analizę statystyczną został 

przedstawiony na Rys.  6. 

 

2. Wyniki i Dyskusja 

 

Przeprowadzone eksperymenty spektroskopowe, pozwoliły na wgląd w strukturę mo-

lekularną chromatyny w postaci chromosomu metafazowego (Rys.  11A-B), ale co więcej, 

także na wgląd w strukturę chromatyny w postaci pojedynczego nukleosomu (Rys.  11A,C), 
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pojedynczej nici DNA (Rys.  11A,D) oraz oktameru histonowego (Rys.  11A,E). Na Rys.  11B 

przedstawiono uśrednione ramanowskie widmo chromatyny zebrane z pojedynczego chromo-

somu (n = 69), które zostało zestawione z uśrednionym widmem TERS nukleosomu (Rys.  11C, 

n = 32), DNA (Rys.  11D, n = 48) oraz histonów z chromatyny odtworzonej  

z użyciem metylowanego DNA faga λ oraz niemetylowanych dodatkowo histonów HeLa (Rys.  

11E, n = 71). Widma na Rys.  11 zostały przedstawione w zakresie spektralnym 1750 –  

600 cm-1, oprócz widma na Rys.  11B, które zostało przedstawione w zakresie spektralnym  

1750 – 800 cm-1 ze względu na inny zakres pomiarowy. Jak można zauważyć na Rys.  11B-E, 

uśrednione widmo ramanowskie pojedynczego chromosomu (Rys.  11B), wykazuje podobną 

charakterystykę do uśrednionego widma TERS pojedynczego nukleosomu (Rys.  11C). Widmo  

to stanowi również kombinację liniową widm TERS DNA (Rys.  11D) oraz oktameru histono-

wego (Rys.  11E). W przypadku zarówno ramanowskiego widma zebranego z chromosomu, 

jak i widma TERS nukleosomu, widoczne są pasma charakterystyczne dla DNA, takie jak drga-

nia od pierścieni imidazolowych w zasadach DNA (1611 cm-1 i 1583 cm-1), drgania rozciąga-

jące pomiędzy tlenami i fosforem w szkielecie DNA (1247 cm-1 (νasym(PO2
-)) i 1085 cm-1 

(νsym(PO2
-)) oraz rozciąganie pomiędzy atomami węgla w szkielecie DNA (996 cm-1  

i 940 cm-1 (ν(C-C))). Zidentyfikowane pasma oraz ich przypisania, znajdują się w Tabeli 2.  
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Rys.  11  Schemat przeprowadzonych eksperymentów w badaniach chromatyny: A- spek-

troskopia Ramana, mikroskopia sił atomowych i spektroskopia Ramana wzmocniona  

na ostrzu sondy skanującej wykorzystanych odpowiednio do badania chromosomu metafa-

zowego oraz nukleosomu (struktury krystalograficzne nukleosomu i oktameru histonowego  

o PDB ID: 1aoi oraz: 1tzy zostały zwizualizowane przy pomocy programu Pymol 1.3 

(Schrödinger)). Uzyskano następujące widma chromatyny: B- uśrednione widmo ramanowskie 

(n=69) z pojedynczego chromosomu, które zestawiono z uśrednionym widmem TERS C- nu-

kleosomu (n=32), D- DNA (n=48) oraz E- histonów z chromatyny nr 2 (n = 71, metylowane 

DNA faga λ z niemetylowanymi histonami). 

 

Zarówno w ramanowskim widmie pojedynczego chromosomu metafazowego (Rys.  

11B), jak i widmie TERS nukleosomu (Rys.  11C), widoczne są pasma charakterystyczne  

dla histonów, takie jak: drgania od pierścieni benzenowych (1583 cm-1), drgania wiązania ami-

dowego (1555 cm-1 (amid II), 1272 cm-1 (amid III)) oraz drgania tzw. „oddychające”  
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w pierścieniu fenyloalaniny (996 cm-1 (∆C-C)). Pomimo podobieństwa występującego pomię-

dzy uśrednionym ramanowskim widmem chromatyny z pojedynczego chromosomu metafazo-

wego oraz widmem TERS pojedynczego nukleosomu, można zauważyć wśród nich również 

istotne różnice. Główna różnica, jaką można zaobserwować to brak widocznego pasma charak-

terystycznego dla amidu I w widmie TERS w zakresie spektralnym 1680 - 1640 cm-1 [48].  

Efekt ten był do tej pory szeroko dyskutowany w literaturze [60], [63], [103], [104].  Zanik 

pasma charakterystycznego dla amidu I w widmach TERS molekuł biologicznych był badany 

m. in. przez D. Kurouskiego i in. [63]. D. Kurouskiego i in. stwierdził, że zanik tego pasma  

jest niezależny od konfiguracji układu eksperymentalnego lub stanu agregacji konkretnego 

białka. Wpływ na zanik pasma charakterystycznego dla amidu I może mieć jednak długość 

łańcuchów bocznych poszczególnych aminokwasów w badanym białku [8]. Zaobserwowany 

efekt jest prawdopodobnie związany z faktem, że rosnąca długość łańcuchów bocznych  

w białku powoduje zwiększanie odległości pomiędzy wiązaniem peptydowym i nanocząstkami 

metalicznymi na wierzchołku sondy. W efekcie, skutkuje to zablokowaniem bezpośredniego 

kontaktu pomiędzy wiązaniem peptydowym i nanocząstkami i powoduje zmniejszenie wzmoc-

nienia w widmie TERS. D. Kurouski i in. sugerowali także, że w świetle powyższych obserwa-

cji, można stwierdzić, że powierzchniowe wzmocnienie rozpraszania Ramana dla pasma cha-

rakterystycznego dla amidu I może być związane z krótko-dystansowym mechanizmem che-

micznym, a nie fizycznym. Omawiamy efekt, drobiazgowo badała także C. Blum i in [104]. 

Wskazała ona, że przyczyną relatywnego spadku intensywności pasma charakterystycznego  

dla amidu I jest znaczące wzmocnienie pasm charakterystycznych dla drgań pierścieni aroma-

tycznych, co skutkuje znaczącym pogorszeniem stosunku sygnału do szumu w obrębie pasma 

charakterystycznego dla amidu I [104]. Zarówno D. Kurouski i in., jak i C. Blum i in. zgadzają 

się jednak, że spadek intensywności pasma charakterystycznego dla amidu I jest związany  

z ekranowaniem wiązania peptydowego przez długie łańcuchy boczne aminokwasów [63], 

[104]. Wymienione powyżej efekty są więc prawdopodobnie przyczyną spadku intensywności 

pasma charakterystycznego dla amidu I obserwowanego w widmie TERS chromatyny (Rys.  

11C).  
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Tabela 2 Pasma zidentyfikowane w widmach Ramana zebranych z pojedynczego chro-

mosomu oraz widmach TERS zebranych z pojedynczego nukleosomu, metylowanego 

DNA i niemetylowanego oktameru histonowego wraz z przypisaniami.   
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2937 - - - νasym(CH2)[105]–[108] νsym(CH3) [109] 

2872 - - - νsym(CH3), ν(N-H)[105]–[108] 

1671 

1652 
- - - 

Histony: amid I, czuły na uwodnienie (80 % 

ν(C=O), 10 % ν(C–N), 10 % δ(N–H)) [48], 

[110]–[112]  

1555 1556 1558 1548 

Histony: amid II (60 % δ(NH), 40 % 

ν(C–N)) czuły na uwodnienie [48], [112], 

[113]  

1482 - 1489 - 

DNA: 
1495 – 1476 cm-1-wib. pierścieni zasad DNA 

(A, średnie), (G, słabe) [108], marker konfor-

macji DNA [113] 

1485 –1477 cm-1- obl.: C4C5, N1C2, N3C4 wib. 
zasad DNA (T, słabe) [108] 

Histony: δ(CH2), czuły na uwodnienie [114] 

1448 1454 - - 

DNA: 
1463 cm-1- δs(N3-H), δ(C5-CH3) zasad DNA 

(T) [115] 

1457–1453 cm-1- obl.: N1=C6, C6N6 wib. 
zasad DNA (A w formie B/A DNA) [108], 

marker konformacji DNA [113] 

Histony: 
1465 cm-1- δ(CH2) w alaninie [48], [116] 
1450 cm-1- δasym(CH3) w walinie, wib. pier-

ścieni benzenowych fenyloalaniny i tyrozyny 

[48], [116] 

1415 1422 1425 1424 

DNA: 

1438–1434 cm-1- wib. zasad DNA (A) w for-

mie Z, prawo-skrętne helisy [108], [110], 

[114] 
1425–1420 cm-1 C2’-endo deoksyryboza  

w formie B [108], marker konformacji DNA 

[113] 
1412- 1417 cm-1- δ(CH), δ(NH), ν(CN) [108] 

Histony: 
1415 cm-1- νsym(CO2

−) kwas glutaminowy 

[48], [116] 
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- 1386 1382 1387 

DNA: 

1389–1374 cm-1- obl.: δsym(CH3) zasad DNA 

(T) [108], marker konformacji DNA [113] 

1384 cm-1- ν(C5-CH3), δs(C6-H) zasad DNA 
(T, A) [115] 

1373 cm-1- δ(CH3) [117] 

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty 
[108] 

1373- 1369 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (C, G) 

[105] 

1370- 1380 cm-1- δ(CH), δ(NH), ν(CO) [108] 

Histony: 
1375 cm-1- δsym(CH3) w leucynie [48], [116] 

1335 1324 - 1342 

DNA:  
1328 cm-1- zasady DNA (T) w C2’-endo/anty 

w typie S [108] 

1330 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (A, T) [105] 

Histony: amid III (30 % ν(C–N), 30 % δ(N–
H), 10 % ν(C=O), 10 % δ(O=C–N), 20 % 

inne) czuły na konformację [48], [107], 

[111]–[113] 

1264 

1237 
1272 - 

1275 

1248 
Histony: amid III [48], [107], [111]–[113] 

1242 1247 1240 - 

DNA: 

1245 –1235 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie 

DNA, główny marker konformacji A, czuły 

na zmiany konformacji   

1247 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA (C) 
[115] 

1174 1150 1174 1153 

DNA:  

1188 cm-1- deoksyryboza [105] 

Histony:  
1160 cm-1- δr(NH3

+) w lizynie [48], [116] 

1095 1080 1105 - 

DNA: νsym(PO2
-) w szkielecie DNA, czuły  

na zmiany konformacji [48], [105], [108], 
[113], [118], [119] 

1060 – 1056, 1011 – 1009 cm-1- ν(C-O)  

w deoksyrybozie [105] 

1002 996 1000 996 
Histony: ∆(C-C) pierścieni w fenyloalaninie 
[120] 

915 916 - 910 
DNA: drgania szkieletu DNA [48] [113] 

Histony:  
919 cm-1- υ(C-C) w prolinie [120] 

- 682 683 677 

DNA: 

690 cm-1- ν( C1-N9) zasad DNA (G) [115] 

682 cm-1- C2′-endo/anty zasad DNA (G) 
[120], [121] 

Histony: wib. pierścieni benzenowych w fe-

nyloalaninie [48], [116] 

 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 79 Kraków, 2019 r. 

 

2.1. Zidentyfikowanie markerów spektroskopowych eu- i heterochromatyny  

z wykorzystaniem spektroskopii Ramana 

 

Głównym celem przeprowadzonych badań było zidentyfikowanie zmian molekular-

nych pomiędzy silnie skondensowaną i metylowaną heterochromatyną,  

a transkrypcyjnie aktywną euchromatyną. Dodatkowo, celem badań było znalezienie markerów 

spektroskopowych metylacji DNA i histonów z wykorzystaniem spektroskopii TERS. Pierw-

szym krokiem na drodze osiągnięcia głównego celu badań było znalezienie różnic spektrosko-

powych pomiędzy heterochromatyną i euchromatyną z użyciem spektroskopii Ramana. Sche-

mat przeprowadzonych eksperymentów i analizy danych przedstawiono na Rys.  6. Na wstępie 

została określona jakość i morfologia wybranej metafazy szczurzych komórek linii INS-1E  

z wykorzystaniem mikroskopii sił atomowych (AFM, Rys.  12A). Następnie, pojedynczy wy-

brany chromosom metafazowy został zmierzony za pomocą mapowania ramanowskiego (Rys.  

12). Otrzymano rozkład przestrzenny DNA poprzez integrację intensywności pasma ramanow-

skiego w zakresie spektralnym 1280 – 1215 cm-1, które jest związanie z rozciąganiem pomiędzy 

tlenami i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), Rys.  12B). Ponadto, został także otrzymany 

rozkład przestrzenny grup CH3, poprzez integrację pasma w zakresie 2900 – 2850 cm-1  

(νasym(CH3)), charakteryzującego rozkład grup metylowych (Rys.  12C). W celu określenia 

szczegółowych różnic spektroskopowych pomiędzy eu- i hetero-chromatyną, z przykładowej 

mapy ramanowskiej zostały wybrane pojedyncze widma zebrane bezpośrednio z chromosomu, 

dzięki zastosowaniu hierarchicznej analizy klastrowej (Rys.  12D-E). Rozkład przestrzenny zi-

dentyfikowanych klastrów został przedstawiony na Rys.  12D wraz z dendrogramem przedsta-

wiającym wzajemne odległości euklidesowe pomiędzy poszczególnymi widmami (Rys.  12E).  

Wybrano cztery klastry, aby efektywnie oddzielić widma zebrane bezpośrednio z chromosomu 

od widm zebranych z podłoża i pozostałości komórkowych otaczających chromosom (Rys.  

12D). Poziom odcięcia został naniesiony na dendrogram i zaznaczony czerwoną linią (Rys.  

12E). Został on dobrany tak, aby rozkład przestrzenny klastra (klaster żółty, Rys.  12D), cha-

rakteryzującego widma zebrane z chromosomu jak najlepiej odpowiadał rozkładowi prze-

strzennemu DNA (Rys.  12B). 
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Rys.  12 Topografia AFM (A) wraz z mapą ramanowską (B-D) pojedynczego chromosomu 

metafazowego wyekstrahowanego ze szczurzej linii komórkowej INS-1E. Na Rys. 12A to-

pografia AFM została zestawiona z odpowiadającą jej mapą Ramana, przedstawiającą rozkład 

przestrzenny DNA (Rys. 12B) oraz rozkład przestrzenny grup metylowych (CH3, Rys.12C). 

Na Rys. 12D został także przedstawiony rozkład przestrzenny zidentyfikowanych klastrów  

z wykorzystaniem hierarchicznej analizy klastrowej. Dendrogram oraz poziom odcięcia  

dla wybranych klastrów został przedstawiony na Rys. 12E. 

 

Zbiór widm ramanowskich (n = 69) otrzymanych bezpośrednio z chromosomu metafa-

zowego, wybrany z wykorzystaniem hierarchicznej analizy klastrowej, został znormalizowany 

i ponownie poddany hierarchicznej analizie klastrowej oraz analizie składowych głównych. 

Schemat przeprowadzonych eksperymentów i analizy danych został przedstawiony na Rys.  6. 
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Dwustopniowa analiza klastrowa została wykonana ze względu na fakt, że wzajemne podo-

bieństwo pomiędzy widmami zebranymi z chromosomu było większe niż wzajemne podobień-

stwo pomiędzy widmami zebranymi z podłoża z pozostałościami komórkowymi, co uniemoż-

liwiało efektywne wyróżnienie grup widm charakterystycznych dla eu- i hetero-chromatyny.  

Z kolei w celu uzyskania informacji na temat źródeł wariancji w widmach zebranych z poje-

dynczego chromosomu oraz w celu identyfikacji pasm, będących źródłem tej wariancji, została 

wykonana analiza PCA. Dzięki przeprowadzonej analizie HCA zostały wyróżnione klasy 

widm, charakterystycznych dla eu- i hetero-chromatyny (Rys.  13). Dendrogram dla przepro-

wadzonej analizy klastrowej został przedstawiony na Rys.  13A wraz z poziomem odcięcia 

zaznaczonym czerwona linią. Możliwe było również jednoznaczne zidentyfikowanie dwóch 

grup widm spośród danych zebranych z pojedynczego chromosomu (zaznaczonych na kolor 

niebieski i czerwony), pomimo rozdzielczości przeprowadzonego mapowania ramanowskiego, 

która była rzędu 0,5 µm. Rozkład przestrzenny poszczególnych grup widm, zidentyfikowanych 

dzięki wykorzystaniu analizy HCA i PCA został przedstawiony na Rys.  13B. Klaster widm 

zebranych bezpośrednio z chromosomu, zaznaczony na Rys.  12D kolorem żółtym, na Rys.  13 

został zastąpiony przez klaster widm, oznaczonych kolorem niebieskim oraz czerwonym,  

a także kolorem czarnym (widma odstające w analizie PCA). Analiza PCA została wykonana 

niezależnie na tej samej grupie widm, co analiza klastrowa, osobno  

w dwóch zakresach spektralnych: 3200 - 2800 cm-1 oraz 1760 - 810 cm-1 (Rys.  13C-G). Po-

twierdziła ona występowanie dwóch grup w widmach zebranych z pojedynczego chromosomu, 

co można zaobserwować na Rys.  13C. Przedstawia on wykres rozrzutu 3D dla analizy PCA 

przeprowadzonej w zakresie spektralnym 3200 - 2800 cm-1, w którym wyraźnie wyodrębniają 

się dwie grupy wzdłuż składowej głównej PC1. Opisuje ona 35 % zmienności w grupie widm 

zebranych bezpośrednio z chromosomu. Dwie pozostałe składowe PC2 i PC3 opisują kolejno 

7 % i 6 % zmienności w danych (Rys.  13C). Uśrednione widma w obrębie obu grup (n = 21 

dla grupy widm „czerwonych” i n = 48 dla grupy widm „niebieskich”), zidentyfikowanych 

dzięki analizie PCA w zakresie spektralnym: 3200 – 2800 cm-1 zostały przedstawione na Rys.  

13D. Ładunki czynnikowe dla pierwszych trzech składowych głównych (PC1 – PC3) w zakre-

sie spektralnym: 3200 – 2800 cm-1 zostały przedstawione na Rys.  13E. Pasma pochodzące  

od drgań rozciągających grup metylenowych (2937 cm-1, νasym(CH2))
 oraz grup metylowych 

(2937 cm-1, 2872 cm-1, νsym(CH3)) są pozytywnie skorelowane ze składową główną PC1 i cha-

rakteryzują one grupę widm oznaczoną kolorem czerwonym, która zlokalizowana jest po do-

datniej stronie PC1. Z kolei grupa widm, oznaczona kolorem niebieskim ma ujemne wartości 

składowej głównej PC1. Analizując uśrednione widma w obrębie każdej z grup w zakresie 
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spektralnym 3200 - 2800 cm-1 (Rys.  13D), można zauważyć, że grupa widm oznaczona kolo-

rem czerwonym, odznacza się wyższą intensywnością pasm, charakterystycznych dla drgania 

grup metylenowych (CH2) i metylowych (CH3) niż grupa widm oznaczona kolorem niebieskim, 

dla następujących liczb falowych: 2937 cm-1 (νasym(CH2), νsym(CH3)) i 2872 cm-1 (νsym(CH3)).  

W związku z powyższym, może ona zostać zidentyfikowana jako grupa widm charakteryzują-

cych heterochromatynę. Z kolei, grupa widm oznaczona kolorem niebieskim,  

ze względu na mniejszą niż grupa widm oznaczona kolorem czerwonym intensywność pasm 

charakterystycznych dla drgania grup metylenowych i metylowych może zostać zidentyfiko-

wana, jako grupa widm charakteryzujących euchromatynę. W sumie, trzy pierwsze składowe 

główne PC1 - PC3, opisują łącznie 48 % zmienności w grupie widm, zebranych bezpośrednio 

z chromosomu. Niski procent opisanej zmienności (<50 %) jest spowodowany prawdopodob-

nie rozdzielczością przestrzenną wykonanego mapowania ramanowskiego. Pojedyncze widma 

były zbierane z krokiem 0,5 µm. Stąd też każde widmo ramanowskie jest kombinacją widm 

charakterystycznych, zarówno dla eu-, jak i hetero-chromatyny. Do tej pory, w chromosomie 

metafazowym, oba typy chromatyny zostały wyróżnione w literaturze na dystansie 300 nm, 

dzięki barwieniu prążkowemu przy użyciu Giemsy. W tego typu barwieniu, jasne prążki, ozna-

czane jako R, charakteryzują euchromatynę. Z kolei ciemniejsze prążki, oznaczane jako G, 

charakteryzują heterochromatynę. Pomimo zidentyfikowanych prążków R i G, możliwe było 

wyróżnienie w chromosomach metafazowych również mniejszych obiektów, o rozmiarze rzędu 

100 nm [122]–[124]. Pomimo rozdzielczości wykonanego mapowania ramanowskiego rzędu 

0,5 µm w przeprowadzonych badaniach, wciąż możliwe było wyróżnienie dwóch grup widm, 

charakteryzujących eu- i hetero-chromatynę i zidentyfikowanie pasm, charakteryzujących  

obie te grupy w zakresie spektralnym 3200 - 2800 cm-1.  

W celu szczegółowego zidentyfikowania różnic molekularnych pomiędzy eu- i hetero-

chromatyną i zidentyfikowania pasm markerowych charakteryzujących te grupy, analiza PCA 

została także przeprowadzona w zakresie spektralnym 1760 – 810 cm-1 (wykres rozrzutu  

3D nie został pokazany). Podobnie, jak w przypadku analizy, która została przeprowadzona  

w zakresie spektralnym 3200 - 2800 cm-1, zostały zidentyfikowane dwie analogiczne grupy 

widm. Uśrednione widma w obrębie każdej ze zidentyfikowanych grup (n = 21 dla grupy widm 

czerwonych i n = 48 dla grupy widm niebieskich) zostały przedstawione na Rys.  13F. Z kolei 

ładunki czynnikowe zostały przedstawione na Rys.  13G. Charakteryzują one pierwsze 

trzy składowe główne PC1 - PC3, opisjące odpowiednio 27 %, 11 % i 7 % zmienności w da-

nych. Jak można zauważyć na Rys.  13G, składowa główna PC1, jest pozytywnie skorelowana  
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z pasmami, charakterystycznymi głównie dla histonów, jak pasma charakterystyczne dla drga-

nia wiązania amidowego (1652 cm-1 (amid I) oraz 1554 cm-1 (amid II)), jak i pasmami charak-

terystycznymi dla drgania zasad DNA (1482 cm-1 (wib. zasad A, C i G oraz δ(CH) i C=C), 

Tabela 3). Ponadto, składowa główna PC1 jest pozytywnie skorelowana z pasmami charakte-

rystycznymi dla chromatyny, jak pasma charakterystyczne dla drgania m.in. grup metylowych 

i metylenowych (1447 cm-1 (δs(N3-H), δ(CH2), δ(CH3)), dla drgania zasad DNA (1415 cm-1 

(zasady DNA, prawo-skrętne helisy, δ(CH), δ(NH), ν(CN)), dla drgania deoksyrybozy  

(1174 cm-1 (deoksyryboza, δr(NH3+) w lizynie) oraz innych drgań w szkielecie DNA  

(1128 cm-1 (DNA), 959 cm-1 i 933 cm-1 (ν(C-C)) oraz 869 cm-1 (νasym(PO2
-), υ(C-C), δ(CCH), 

Tabela 3). Wszystkie zidentyfikowane pasma w widmach chromosomów wraz z przypisaniami 

zostały umieszczone w Tabeli 3. Intensywność wymienionych pasm, które są pozytywnie sko-

relowane ze składową główną PC1 jest wyższa w przypadku widm charakterystycznych  

dla heterochromatyny w porównaniu z widmami charakterystycznymi dla euchromatyny. Z ko-

lei składowa główna PC1 jest negatywnie skorelowana z następującymi pasmami, charaktery-

stycznymi dla euchromatyny: pasmami charakterystycznymi dla drgań pierścieni w zasadach 

DNA (1508 cm-1 (ν(pierścienie w zasadach DNA- A))) oraz dla drgań rozciągających i zgina-

jących:1371 cm-1 (δ(CH3), δsym(C-H), ν(C-N), δ(CH), δ(NH), ν(CO), Tabela 3). W zidentyfi-

kowanych widmach eu- i hetero-chromatyny nie zostało zaobserwowane przesuniecie poszcze-

gólnych pasm ramanowskich. W widmach zebranych z pojedynczego chromosomu, na podsta-

wie pasm charakterystycznych dla rozciągania pomiędzy tlenami a fosforem w szkielecie DNA, 

została zaobserwowana głównie forma A DNA (1237 cm-1 oraz 869 cm-1, Tabela 3) [125]. Wy-

stępowanie głównie formy A DNA wynika najprawdopodobniej z faktu, że próbka była sucha 

[58], [118], [119], [125]. Analizowano także strukturę II rzędową białek chromatyny na naj-

wyższym poziomie organizacji, w postaci chromosomu metafazowego. Na podstawie pasm 

charakterystycznych dla drgania wiązania amidowego, zaobserwowano głównie strukturę  

α-helisy (1652 cm-1 (amid I), 1264 cm-1 (amid III), Tabela 3) [126]. Ponadto, zostało także udo-

wodnione występowanie struktury β- kartki (amid I w pozycji spektralnej 1671 cm-1) i struktury 

nieuporządkowanej (amid III w pozycji spektralnej 1264 cm-1) [126], [127]. Podsumowując, 

dzięki wykonanej analizie klastrowej i analizie składowych głównych, możliwe było zidenty-

fikowanie pasm ramanowskich, charakterystycznych dla eu- i hetero-chromatyny. Zidentyfiko-

wane pasma oraz wybrane widma, charakteryzujące oba te typy chromatyny, zostaną wykorzy-

stane w dalszej części rozprawy do analizy widm TERS zebranych z chromatyny na najniższym 

poziomie organizacji- w postaci pojedynczego nukleosomu. Zostaną one wykorzystane w celu 
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zidentyfikowania markerowych pasm TERS, związanych z metylacją DNA oraz metylacją li-

zyny w histonie H3 (H3K27me3).  

 

Rys.  13 Hierarchiczna analiza klastrowa (HCA, A-B) i analiza składowych głównych 

(PCA, C-I) widm zebranych bezpośrednio z pojedynczego chromosomu (klaster nr 3 ozna-

czony kolorem żółtym na Rys. 12). Dendrogram, podsumowujący przeprowadzoną analizę kla-

strową został przedstawiony na Rys. 13A wraz z linią, pokazującą poziom odcięcia zaznaczoną 
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kolorem czerwonym. Zostały zidentyfikowane dwa klastry widm: charakteryzujący bardziej 

metylowaną heterochromatynę (czerwony, nr 4, Rys. 13A) i mniej metylowaną euchromatynę 

(niebieski, nr 5, Rys. 13A). Rozkład przestrzenny zidentyfikowanych klastrów, charakteryzu-

jących oba te typy chromatyny został zaznaczony na Rys. 13B. Widma, które  

w analizie PCA zostały zidentyfikowane jako odstające, zostały zaznaczone na Rys. 13B kolo-

rem czarnym. W celu zidentyfikowania źródeł wariancji w widmach zebranych z pojedynczego 

chromosomu, została wykonana analiza PCA w zakresie spektralnym 3200 – 2800 cm-1,  

dla której trójwymiarowy wykres składowych głównych został przedstawiony na Rys. 13C.  

Uśrednione widma dla obu zidentyfikowanych grup widm (n=21 dla heterochromatyny- grupa 

oznaczona kolorem czerwonym i n=48 dla euchromatyny- grupa oznaczona kolorem niebie-

skim) zostały przedstawione na Rys. 13D Otrzymane w analizie ładunki czynnikowe PC1- PC3, 

opisujące odpowiednio 35 %, 7 %, i 6 % zmienności w danych zostały przedstawione na Rys. 

13E. Analiza PCA została także wykonana w zakresie spektralnym 1760 – 810 cm-1. Uśred-

nione widma zostały przedstawione na Rys. 13F. Otrzymane ładunki czynnikowe, opisujące 

odpowiednio 27 %, 11 % i 7 % wariancji w danych zostały przedstawione na Rys. 13G Grupy 

widm, zidentyfikowane poprzez analizę PCA w obu zakresach spektralnych  

(3200 – 2800 cm-1 na Rys.13D-E i 1760 – 810 cm-1 na Rys.13F-G) były wzajemnie analogiczne.  

 

Tabela 3 Pasma zidentyfikowane w uśrednionym widmie Ramana, charakterystycznym  

dla eu- i hetero-chromatyny w pojedynczym chromosomie wraz z przypisaniami. 

Pozycja pasma 

[cm-1] 

Przypisania 
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3184 3184 ν(O-H), ν(N-H) [120] 

3170 - ν(O-H), ν(N-H) [120] 

3063 3063 C-H pierścienie [105] 

2983 2980 νasym(CH3),  ν(N-H) [105]–[108] 

2968 2970 νasym(CH3),  ν(N-H) [105]–[108] 

2937 2936 νasym(CH2) [105]–[108] νsym(CH3) [109] 

2872 2872 νsym(CH2),  ν(N-H) [105]–[108] 
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1671 1671 

DNA:   

1698–1691 cm-1-   ν(C2=O2) zasad DNA/RNA (U, T) [108] 

1689- 1688 cm-1-  ν(N-H) zasad DNA (T),  ν(C2=O) zasad 

DNA (G), δs(NH2) [105], [108], [128] 

1689–1678  cm-1-   ν(C6=O6) zasad DNA (G) (średnie) [108] 

1677–1672 cm-1- (C4=O4) zasad RNA (U) (średnie) [108] 

Histony: amid I czuły na uwodnienie  

(80% ν(C=O), 10% ν(C–N), 10% δ(N–H)) 

1695- 1670 cm-1- antyrównoległa β–kartka, międzycząstecz-

kowa struktura β [48], [110]–[112] 

1690- 1680  cm-1-  wewnątrzcząsteczkowa struktura β [48], 

[110], [111] 

1678 cm-1- ν(C=O) (CONH2) w asparaginie [112] 

1673 cm-1- νasym(C=N) w argininie [48], [110]–[112] 

1652 1652 

DNA:   

1671–1655 cm-1- ν(C4=O4) zasad DNA (T) [108] 

1660–1655 cm-1- ν(C=O), δ(N–H) [48], [113]  

1657–1653 cm-1-  ν(C4=O4)  zasad RNA/DNA (U, silne) (T) 

[108]   

1656- 1652  cm-1-  ν(C2=O) zasad DNA (C) [105] 

1655- 1647  cm-1-  ν(C2=O2)  zasad DNA (C) [108] 

1654  cm-1- ν(C=C),  ν(C(4)=O)[117] 

1646- 1642 cm-1-  metylowana cytozyna C5 [105] 

1645–1641 cm-1- wib. pierścieni (T) [108]  

Histony:  amid I 

1650 cm-1- ν(C=O) w asparaginie [48], [116]  

1655 cm-1- α–helisa [48], [110]–[112]  

1645- 1640 cm-1- struktura nieuporządkowana [48], [110]–

[112] 

1640–1610  cm-1-  δ(NH3+) w lizynie [48], [116] 

1633 cm-1- νsym(C=N (CN3H5
+)) [112] 

1631 cm-1- δasym(C=O NH+(NH3+)) [112], międzycząsteczkowa 

struktura β [48]  
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1630 cm-1- struktura równoległej β–kartki [48], [110], [112] 

1629 cm-1-  δasym(NH+(NH3+)) [112] 

1642- 1624  cm-1- struktura β–kartki [112] 

1622 cm-1- δ(NH(CONH2)) w asparaginie [112] 

1604 1604 

DNA:  ν(C=C pierścienia imidazolowego)[48] 

Histony: 

1610, 1615 cm-1-  δ(NH(CONH2)) w glutaminie [48], [112], 

[116] 

1608 cm-1- wib. pierścienia benzenowego w argininie [48], 

[116] 

1577 1577 

DNA:  

1590–1575 cm-1- ν(C=N pierścienia) zasad DNA (G),[108] 

wib. pierścieni zasad (A/C/G/T), [129], [130] 

1585–1582 cm-1- wib. pierścieni (C, słabe) [108] 

1579–1576 cm-1- wib. pierścieni (A, słabe) [108] 

1578 cm-1- ν(C=N pierścieni imidazolowych) [48], [105], [113] 

1580- 1575 cm-1-  C=N zasad DNA (A) [105] 

Histony:   

1586 cm-1- wib. pierścieni benzenowych w argininie [48], [116] 

1554 1554 

DNA:   

1538 cm-1- wib. pierścieni zasad (G) [115] 

1534- 1531 cm-1- zmodyfikowana zasada G [105], marker kon-

formacji DNA [113] 

Histony:   
amid II (60% δ(N–H), 40% ν(C–N)),  czuły na uwodnienie [48], 

[112], [113]  
1560 cm-1- νasym(CO2

−) w kwasie glutaminowym [48], [116] 

1534- 1531 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA (C, T) [129], 

[130] 

1508 1508 DNA:  wib. pierścieni zasad DNA (A) [115] 

1482 1482 

DNA:   

1506- 1498 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA (C) [108] 

1495- 1476 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA (A, G) [108], mar-

ker konformacji DNA [113] 

1496- 1487  cm-1- δ(CH), C=C [108] 
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1447 1447 

DNA:  

1463 cm-1- δs(N3-H),  δ(C5-CH3) zasad DNA (T) [115] 

1457–1453 cm-1- obl.: N1=C6, C6N6 zasad DNA (A, forma 

B/A) [108], marker konformacji DNA [113] 

Histony:  

1465 cm-1-  δ(CH2) w alaninie [48], [116]  

1450 cm-1- δasym(CH3) w walinie, wib. pierścieni benzenowych 

w fenyloalaninie i tyrozynie [48], [116] 

1445 cm-1-  δ(CH2) w lizynie [116] 

1415 1418 

DNA:   

1438–1434 cm-1-  zasady DNA (A) w formę Z [108], prawo-

skrętne helisy [110], [114] 

1425–1420 cm-1 C2'-endo deoksyrybozy w formie B [108], 

marker konformacji DNA [113], zasady w formie Z DNA (A) 

[108] 

1412- 1417  cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CN) [108] 

Histony:  

1415 cm-1-  νsym(CO2
−) w kwasie glutaminowym [48], [116] 

1371 1371 

DNA:   

1389–1374 cm-1- obl.: δsym(CH3) zasad DNA (T) [108], 

marker konformacji DNA [113]    

1384 cm-1-  ν(C5-CH3), δs(C6-H) zasad DNA (T, A) [115] 

1373 cm-1- δ(CH3) [117] 

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty [108] 

1373- 1369 cm-1-  ν(C-N) zasad DNA (C, G) [105]  

1370- 1380 cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CO) [108] 

Histony:  

1375 cm-1- δsym(CH3) w leucynie [48], [116] 

1333 1333 

DNA:  

1361 cm-1-  δ(CH3)[117]  

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty [108] 

1365–1360 cm-1- cytydyna w konformacji anty [108] 

1357–1352 cm-1- puryny w konformacji syn  [108] 
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Histony: 

1350–1250 cm-1- δ(O–H) w serynie [48], [116] 

1264 

1237 

1264 

1237 

DNA:   

1245–1235 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie DNA, główny marker 

konformacji A, czuły na jej zmianę [48], [105], [108], [113], 

[118], [119] 

1247 cm-1- wib. pierścieni DNA (C) [115] 

Histony: amid III [126] 

1206 1206 
DNA:   

1206 cm-1- wib. pierścieni  [117] 

1174 1174 

DNA:   

1188 cm-1-  deoksyryboza[105] 

Histony:   

1160 cm-1- δr(NH3
+) w lizynie [48], [116] 

1128 1128 DNA: forma Z DNA[108] 

1097 1097 

DNA:  νsym(PO2
-) w szkielecie DNA,  czuły na zmiany konfor-

macji [48], [105], [108], [113], [118], [119] 

1060- 1056, 1011- 1009 cm-1- ν(C-O) w deoksyrybozie [105] 

1030 1030 

DNA:  

1069–1044 cm-1- ν(CO) w szkielecie furanozowym, silnie 

wzmocniony w formie Z DNA [108] 

1003 1003 Histony: ∆(C-C) pierścienia w fenyloalaninie [120] 

959 959 DNA:   

970–950 cm-1- ν(CC) w szkielecie DNA: 

forma B: singlet na pozycji: 970 cm-1,  

forma A: tryplet na pozycjach: 977, 968 i 952 cm-1, 

forma Z-form: tryplet na pozycjach: 970, 951 i 925 cm-1 [108] 

Histony: 

935 cm-1- υ(C-C) [120] 

933 933 
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869 869 

DNA:   

860  cm-1- marker formy A DNA [125] 

850 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie DNA 

Histony: 

877 cm-1-  υ(C-C), δ(CCH) w hydroksyprolinie i tryptofanie 

[120] 

827 827 

DNA: 

835 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie DNA, marker formy B DNA 

Histony: 

817 cm-1-  υ(C-C) [120] 

* Kolorem czerwonym zostały oznaczone pasma, które były skorelowane ze składową główną 

PC1 w analizie PCA 

 

2.2. Odtworzenie modelowego widma ramanowskiego eu- i hetero-chromatyny  

na najniższym poziomie organizacji 

 

W chromosomach metafazowych struktura chromatyny występuje na najwyższym 

poziomie organizacji. Oprócz DNA i białek wchodzących w skład oktameru histonowego, ta-

kich jak histon H2A, H2B, H3 i H4, również inne białka, takie jak histon H1, białka niehisto-

nowe oraz RNA wchodzą w skład chromosomu metafazowego [14]–[17]. Ze względu na zło-

żoność składu chemicznego pojedynczego chromosomu metafazowego oraz złożoność jego 

struktury, referencyjne widma ramanowskie DNA i histonów zostały wybrane, jako widma mo-

delowe umożliwiające analizę widm TERS chromatyny. Uśrednione widmo niemetylowanego 

DNA faga λ (n=20), metylowanego DNA faga λ (n=20) oraz uśrednione widmo histonów H2A, 

H2B, H4 (n=24) przedstawiono na Rys.  14A w zakresie spektralnym 3100- 2800 cm-1  

wraz z II pochodną (Rys.  14B), a także w zakresie spektralnym 1800 – 600 cm-1 (Rys.  14C) 

wraz z II pochodną (Rys.  14D) na Rys.  14.  
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Rys.  14 Referencyjne widma ramanowskie DNA, histonów oraz chromatyny w zakresie 

spektralnym 3200 - 2800 cm-1 (A) wraz z odpowiadającymi im II pochodnymi (B) oraz widma 

w zakresie 1800 – 600 cm-1 (C) wraz z II pochodnymi widm (D). Poszczególne widma referen-

cyjne zostały zebrane z: niemetylowanego DNA faga λ, metylowanego DNA faga λ, histonów 

H2A, H2B i H4, modelowego widma DNA euchromatyny (1x widmo niemetylowanego DNA 

+ 0,4x widmo histonów H2A, H2B i H4), modelowego widma DNA heterochromatyny  

(1x widmo metylowanego DNA + 1x widmo histonów H2A, H2B i H4) oraz widma ramanow-

skie eu- i hetero-chromatyny zebrane z pojedynczego chromosomu, rozdzielone dzięki analizie 

HCA i PCA. 

 

 Wyznaczone kombinacje liniowe widm DNA faga λ oraz widma histonów uzyskane  

w celu otrzymania modelowych widm chromatyny na najniższym poziomie jej organizacji 

przedstawiono na Rys.  15. Z kolei wyznaczone wartości współczynników korelacji Pearsona 

zostały przedstawione w Tabeli 4. Widma wyznaczone jako kombinacje liniowe  

o najwyższych wartościach współczynnika korelacji Pearsona (dla widma euchromatyny PCC 
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= 0,9852, a dla widma heterochromatyny PCC = 0,9779) zostały wybrane do dalszej analiz 

widm TERS. Widma te przedstawiono zarówno w zakresie spektralnym: 3100 – 2800 cm-1 

(Rys.  14A-B), jak i w zakresie spektralnym 1800 – 600 cm-1 (Rys.  14C-D) na Rys.  14. 

 

Rys.  15 Kombinacje liniowe widm ramanowkich niemetylowanego DNA faga λ (A-B)  

i widma histonów H2A, H2B i H4 oraz metylowanego DNA faga λ (C-D) i widma histonów 

H2A, H2B i H4 opracowane w celu uzyskania modelowego widma referencyjnego chromatyny 

na najniższym poziomie organizacji. Otrzymane widma kombinacji liniowych zostały przed-

stawione w następujących zakresach spektralnych: 3100 - 2800 cm-1 (A, C) oraz  

1800 - 900 cm-1 (B,D). Wyznaczone współczynniki korelacji Pearsona pomiędzy prezentowa-

nymi widmami modelowymi chromatyny na najniższym poziomie organizacji a widmami eu-  

i hetero-chromatyny zebranymi z pojedynczego chromosomu zostały przedstawione  

w Tabeli 4. 

 

Tabela 4 Wyznaczone wartości współczynników korelacji Pearsona dla poszczególnych 

kombinacji liniowych ramanowskich widm DNA i histonów. 

Obliczone wartości współczynnika PCC pomiędzy widmem chromosomu a: 

euchromatyną heterochromatyną 
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0,5x 0,9820 2x 0,9778 

1x 0,9852 2,5x 0,9779 
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2x 0,9814 3x 0,97779 

3x 0,9788 4x 0,97756 

4x 0,9732 
5x 0,97732 

5x 0,9760 

 

W widmach DNA i histonów, przedstawionych na Rys.  14A-B wyraźnie widoczne  

są pasma charakterystyczne dla drgań grup CH2 i CH3. W przypadku widm DNA, pasma cha-

rakterystyczne dla drgań grup CH2 i CH3 występują dla następujących liczb falowych:  

2953 cm-1 (νasym(CH3)), 2892 cm-1 (νsym(CH3), Tabela 5). W widmach histonów H2A, H2B  

i H4, pasma te są w następujących pozycjach spektralnych: 2935 cm-1 (νasym(CH2), νsym(CH3)) 

oraz 2872 cm-1 (νsym(CH3)). Intensywność wymienionych pasm, charakterystycznych dla drgań 

grup CH2 i CH3 jest większa w przypadku widma metylowanego DNA faga λ w porównaniu  

z widmem niemetylowanego DNA faga λ (Rys.  14A-B). Analogiczną zależność zaobserwo-

wano w przypadku porównania modelowego widma ramanowskiego eu- i hetero-chromatyny 

(Rys.  14A-B). Ponadto, w widmach DNA, wyraźnie widoczne są pasma, pochodzące od roz-

ciągania pomiędzy tlenami a fosforem w szkielecie DNA (1250 cm-1 (νasym(PO2
-)) i 1090 cm-1  

(νsym(PO2
-)). Położenie pasma, charakterystycznego dla drgania asymetrycznego grupy PO2

- su-

geruje konformacje A DNA zarówno w przypadku widma niemetylowanego i metylowanego 

DNA faga λ (Tabela 5). Wynika to prawdopodobnie z faktu, że próbka była wysuszona [58], 

[118], [119], [125].  Z drugiej strony, wyraźne pasma w pozycjach spektralnych 888 cm-1 oraz 

835 cm-1 dla niemetylowanego DNA faga λ oraz dla liczb falowych 852 cm-1 i 818 cm-1  

w przypadku metylowanego DNA faga λ mogłyby sugerować występowanie odpowiednio kon-

formacji B [14], [125], [131]–[134] i A [14], [125], [132], [133] w wymienionych typach DNA 

(Tabela 5). Intensywności pasm charakterystycznych dla drgania pierścieni (1665 cm-1 

(ν(C=O), δ(N–H), wib. pierścieni)), m.in. grup metylowych i metylenowych  (1374 cm-1 

(δ(CH3), δs(C-H), ν(C-N), δ(CH), δ(NH), ν(CO)) oraz 1336 cm-1 (δ(CH3) zasady DNA), Tabela 

5) są wyższe w widmach niemetylowanego DNA w porównaniu z widmami metylowanego 

DNA. Z kolei intensywność pasm charakterystycznych dla drgania zasad DNA (1408 cm-1 (za-

sady DNA, prawo- skrętne helisy, δ(CH), δ(NH), ν(CN))), deoksyrybozy (1174 cm-1 (deoksy-

ryboza, δr(NH3
+) w lizynie)), drgania pomiędzy tlenami i fosforem w szkielecie DNA  

(1090 cm-1 (νsym(PO2
-), 896 cm-1 (νasym(PO2

-), υ(C-C), δ(CCH)) jest wyższa w przypadku widm 

zebranych z metylowanego DNA. Ponadto, zaobserwowano bardzo interesujące przesunięcie 

pasma charakterystycznego dla drgania zasad DNA (δ(CH), C=C)) z pozycji spektralnej  

1481 cm-1  na pozycję spektralną 1469 cm-1 wraz z rosnącym poziomem metylacji DNA. Z kolei 
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w widmach histonów (H2A, H2B i H4) występują pasma charakterystyczne dla drgania wiąza-

nia amidowego (1666 cm-1 (amid I), 1244 cm-1 (amid III)), drgania pierścieni (1453 cm-1 

(δ(CH3) wib. pierścieni), 1000 cm-1 (∆(C-C) pierścieni w fenyloalaninie)), 855 cm-1 oraz  

826 cm-1 (tyrozynowy dublet Fermiego)), które są charakterystyczne dla białek. W widmach 

histonów nie jest widoczne pasmo, charakterystyczne dla amidu II w zakresie spektralnym  

1550 – 1450 cm-1 [48]. Brak wyraźnego pasma charakterystycznego dla tego pasma  

był już obserwowany i dyskutowany w literaturze [60], [63], [103], [104], [135]–[137]. Po-

nadto, położenia pasm, charakterystycznych dla amidu I i III w widmach referencyjnych  

są zgodne z literaturą i sugerują głównie konformację β- kartki. Dodatkowo, w widmie referen-

cyjnym histonów widoczne jest pasmo pochodzące od amidu III na pozycji 1260 cm-1, którego 

intensywność nie jest duża, co sugeruje także konformację α- helisy oraz struktury nieuporząd-

kowanej, zwłaszcza w przypadku histonów H2A i H2B. Wymienione powyżej pasma, charak-

terystyczne dla DNA i histonów są także wyraźne w modelowych widmach Ramana zarówno 

eu- i hetero-chromatyny na najniższym poziomie organizacji, otrzymanych poprzez kombina-

cje liniowe widm referencyjnych. Szczegółowa informacja na temat pasm,  

ich położenia oraz przypisania została umieszczona w Tabeli 5.  

 

Tabela 5 Pasma zidentyfikowane w widmach DNA, histonów i chromatyny wraz  

z przypasaniami pasm. 

Pozycja pasma [cm-1] 
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- - 3063 3063 3063  

  2972 2972 2972 

υ(N-H), υ(C-H),[105] νasym(CH3) [106]–

[108] 

 

2953 2953 - - - υ(C-H),[105] νasym(CH3) [106]–[108] 

- - 2935 2935 2935 
υ(C-H),[105]  νasym(CH2) [106]–[108] 

νsym(CH3) [109]  

2892 2892 - - - 
υ(N-H), υ(C-H),[105] νsym(CH3) [106]–

[108] 

- - 2872 2879 2879 
υ(N-H), υ(C-H),[105] νsym(CH3),[106]–

[108]  υ(N-H) 
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1668 - 1666 1666 1666 

DNA:   

1671–1655 cm-1- ν(C4=O4) zasad DNA 

(T) [108] 

1660–1655 cm-1- ν(C=O), δ(N–H) [48], 

[113]  

1657–1653 cm-1- ν(C4=O4) zasad 

RNA/DNA (U, T) [108]   

1656- 1652 cm-1- ν(C2=O)zasad DNA 

(C) [105] 

1655- 1647 cm-1- ν(C2=O2) zasad DNA 

(C) [108] 

1654 cm-1- ν(C=C), ν(C(4)=O) [117] 

1646- 1642 cm-1- metylowana cytozyna  

C5 [105] 

1645–1641 cm-1- wib. pierścieni zasad 

DNA (T) [108]  

Histony:  amid I [126] 

1650 cm-1- ν(C=O) w asparaginie [48], 

[116]  

1655 cm-1- struktura α–helisy [48], [110]–

[112]  

1645- 1640 cm-1- struktura 

nieuporządkowana [48], [110]–[112] 

1640–1610 cm-1- δ(NH3+) w lizynie [48], 

[116] 

1633 cm-1- νsym(C=N (CN3H5
+)) [112] 

1631 cm-1- δasym(C=O NH+(NH3
+)) [112] 

międzycząsteczkowa struktura β [48]  

1630 cm-1- równoległa struktura β [48], 

[110], [112] 

1629 cm-1- δasym(NH+(NH3
+)) [112] 

1642- 1624 cm-1- struktura β–kartki [112] 

1622 cm-1- δ(NH(CONH2)) w asparaginie 

[112] 

1614 1608 1612 1614 1613 

DNA: ν(C=C) pierścieni imidazolowych 

[48] 

Histony: 

1610, 1615 cm-1- δ(NH(CONH2))  

w glutaminie, tyrozynie i fenyloalaninie 

[48], [112], [116][136] 

1608 cm-1- wib. pierścieni benzenowych 

w argininie [48], [116] 

1575 1575 1577 1578 1578 

DNA:  

1590–1575 cm-1- ν(C=N ring) zasad 

DNA (G) [108], wib. pierścieni zasad 

DNA (A/C/G/T) [129], [130]  

1585–1582 cm-1- wib. pierścieni zasad 

DNA (C) [108] 

1579–1576 cm-1 wib. pierścieni zasad 

DNA (A) [108] 
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1578 cm-1- ν(C=N) pierścieni imidazolo-

wych [48], [105], [113] 

1580- 1575 cm-1- C=N zasad DNA (A) 

[105] 

Histony:   

1586 cm-1- wib. pierścieni benzenowych 

w argininie [48] [116] 

1484 1469 1485 1484 1477 

DNA:   

1495- 1476 cm-1- wib. pierścieni zasad 

DNA (G, A) [108], marker konformacji 

DNA [113] 

1485–1477 cm-1-  obl..: C4C5, N1C2, N3C4  

zasad DNA (T) [108] 

Histony:  δ(CH2), czuły na uwodnienie 

[114] 

- - 1453 1453 1459 

DNA:  

1463 cm-1- δs(N3-H), δ(C5-CH3) zasad 

DNA (T) [115] 

1457–1453 cm-1- obl.: N1=C6, C6N6, 
wib. zasad DNA (A w formie B/A DNA) 

[108], marker konformacji DNA [113] 

Histony:  

1465 cm-1- δ(CH2) w alaninie [48], [116]  

1450 cm-1- δasym(CH3) w walinie, wib. 

pierścieni benzenowych w fenyloalaninie 

i tyrozynie [48], [116] 

1420 1410 1412 1416 1411 

DNA:   

1438–1434 cm-1- zasad DNA (A)  

w formie Z DNA [108], prawo-skrętne 

helisy [110], [114] 

1425–1420 cm-1- marker konformacji 

DNA [113], zasady DNA (A) w formie  

Z [108] 

1412- 1417 cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CN) 

[108] 

Histony:  

1415 cm-1- νsym(CO2
−) w kwasie glutami-

nowym [48], [116] 

1375 1373 1377 1375 1375 

DNA:   

1389–1374 cm-1- obl.: δsym(CH3) zasad 

DNA (T) [108], marker konformacji 

DNA [113]    

1384 cm-1- ν(C5-CH3), δs(C6-H) zasad 

DNA (T, A) [115] 

1373 cm-1 δ(CH3) [117] 

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji 

anty [108] 

1373- 1369 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (C, 

G) [105]  
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1370- 1380 cm-1- δ(CH),  δ(NH), ν(CO) 

[108] 

Histony:  

1375 cm-1- δsym(CH3) w leucynie [48], 

[116] 

1379 cm-1- γ(CH2) [136] 

1298 1294 1298 1298 1298 DNA:   

1306–1300 cm-1- obl.: HC2'H, C4'C5' wib. 

zasad DNA (A) [108] 

1297–1285 cm-1- ν(C4NH2) zasad DNA 

(C) [108] 

1296 wib. pierścieni zasad DNA (C, T) 

[115] 

1292- 1288, 1276 cm-1- N-H zasad DNA 

(T) [105] 

Histony: amid III [48], [107], [111]–

[113], [126], [127] 

1249 1247 1245 1248 1247 DNA:   

1245–1235 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie 

DNA, główny marker konformacji A, 

czuły na zmiany konformacji [48], [105], 

[108], [113], [118], [119] 

1247 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 

(A) [115] 

1090 1085 1091 1091 1090 DNA: νsym(PO2
-) w szkielecie DNA, 

czuły na zmiany konformacji[48], [105], 

[108], [113], [118], [119] 

1060- 1056, 1011- 1009 cm-1- ν(C-O)  

w deoksyrybozie [105] 

Histony: ν(CC) i ν(NC-N)[136] 

1056 1060 1055 1057 1057 DNA:  

1069–1044 cm-1- ν(CO) w szkielecie fu-

ranozowym, silnie wzmocnione  

w formie Z DNA [108] 

- - 1000 1001 1001 Histony: ∆(C-C) pierścieni fenyloalani-

nowych [120] 

888     DNA: ν(PO2
-) w formie B DNA [131] 

 852 855  855  855  DNA: ν(PO2
-) w formie A DNA [125] 

Histony: dublet Fermiego w tyrozynie 

[136] 

835 - - 830 - DNA: ν(PO2
-) w formie B DNA [14], 

[120], [121], [125], [132]–[134] 

 818 826  826 826 DNA: (PO2
-) w formie A DNA [14], 

[132], [133] 

Histony: dublet Fermiego w tyrozynie 

[136] 

675 - 678 679 676 DNA:  

690 cm-1- ν( C1’-N9) zasad DNA (G) 

[115] 
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682 cm-1- C2′-forma endo/anty zasad 

DNA (G) [120], [121] 

Histony: wib. pierścieni benzenowych  

w fenyloalaninie [48], [116] 

 

2.3. Poszukiwanie markerów spektroskopowych metylacji DNA i histonu H3  

w nanoskali 

 

W celu wykonania pomiarów chromatyny na najniższym poziomie organizacji  

za pomocą spektroskopii AFM- TERS, odtworzono jej strukturę używając różnych rodzajów 

DNA. Wykorzystano koliste DNA (pUC19), niemetylowane DNA faga λ i metylowane DNA 

faga λ. Topografia AFM kolistego DNA (Rys.  16A) oraz topografia jednej nici DNA kolistego 

DNA (Rys.  16B) naniesionej na mikę zostały przedstawione na Rys.  16. Topografia nici ko-

listego DNA została porównana z topografią AFM nici niemetylowanego DNA faga λ (Rys.  

16C) oraz topografią nici metylowanego DNA faga λ (Rys.  16D). Po odtworzeniu chromatyny 

z wykorzystaniem wymienionych typów DNA, obserwowana była struktura pojedynczego nu-

kleosomu, co przedstawiono na przykładzie chromatyny z niemetylowanym DNA faga λ  

na Rys.  16E.  Topografia AFM nukleosomu naniesionego na mikę została przedstawiona  

na Rys.  16E-F (chromatyna nr 1, Tabela 1). Przedstawiona na Rys.  16E topografia pojedyn-

czego nukleosomu odpowiada strukturze krystalograficznej przedstawionej na Rys.  16G 

(struktura o PDB ID 1aoi [138]), uzyskanej z wykorzystaniem programu PyMol 1.3 (The Py-

MOL Molecular Graphics System, Version 2.0 Schrödinger, LLC.). Przekrój poprzeczny gru-

bości pojedynczego nukleosomu (1) wraz z przekrojem poprzecznym grubości pojedynczej nici 

DNA (2) został przedstawiony na Rys.  16H.  Maksymalna grubość nukleosomu wynosiła  

9 nm (przekrój 1, Rys.  16H). Z kolei maksymalna grubość niemetylowanego DNA faga λ 

wynosiła 1,6 nm (przekrój 2, Rys.  16H). Wyznaczone na podstawie topografii AFM grubości 

zarówno nukleosomu, jak i DNA są w zgodzie z literaturą [137], [139]–[141]. Topografię AFM 

pojedynczego nukleosomu chromatyny odtworzonej ze metylowanego DNA faga λ i niemety-

lowanych dodatkowo histonów HeLa, naniesionej na wyżarzane płomieniowo szablonowe po-

złacane podłoże przedstawiono na Rys.  16I.  
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Rys.  16 Topografia AFM kolistego DNA (pUC19, A-B), niemetylowanego DNA faga λ (C) 

i metylowanego DNA faga λ (D), które zostały wykorzystane do odtworzenia chromatyny  

na najniższym poziomie organizacji w badaniach z wykorzystaniem spektroskopii AFM-TERS. 

Na Rys.  16E-F została przedstawiona topografia pojedynczego nukleosomu odtworzonej chro-

matyny z niemetylowanego DNA faga λ i niemetylowanymi histonami HeLa (chromatyna  

nr 1, Tabela 1) naniesionej na mikę. Z kolei na Rys.  16G została przedstawiona struktura kry-

stalograficzna pojedynczego nukleosomu, odpowiadająca topografii przedstawionej na Rys.  

16E-F (struktura o PDB ID 1aoi [138]). Odpowiednio dla nukleosomu (1) i pojedynczej nici 

DNA (2), będącej fragmentem łącznikowym pomiędzy nukleosomami w chromatynie  

(tzw. łącznikowe DNA) zostały przedstawione przekroje poprzeczne grubości (Rys.  16H).  

W przypadku pojedynczego nukleosomu, maksymalna grubość wyniosła 9 nm (przekrój nr 1, 

Rys.  16H). Z kolei w przypadku pojedynczej nici DNA maksymalna grubość wyniosła 1,6 nm 

(przekrój nr 2, Rys.  16H). Na Rys.  16I została przedstawiona topografia AFM pojedynczego 

nukleosomu chromatyny, która została odtworzona z metylowanego DNA faga λ  

z niemetylowanymi histonami HeLa (chromatyna nr 2, Tabela 1) naniesionej na pozłacane sza-

blonowe podłoże wyżarzane płomieniowo.   

 

 Na Rys.  17A zostały przedstawione widma TERS DNA, na których można zauważyć 

pasma specyficzne dla kwasów nukleinowych, takie jak pasma, charakterystyczne  

dla rozciągania pomiędzy tlenami a fosforem w szkielecie DNA (1242 cm-1 (υasym(PO2
-)) oraz 

1102 cm-1 (υsym(PO2
-)), Tabela 7). Nie we wszystkich widmach TERS, zaklasyfikowanych jako 

widma DNA było widocznie wyraźne pasmo na pozycji spektralnej 1102 cm-1  

(υsym(PO2
-)). Niska intensywność i widoczność pasm charakterystycznych dla drgania szkieletu 
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DNA jest prawdopodobnie związana z dużym wzmocnieniem pasm charakterystycznych  

dla drgań pierścieni od zasad DNA (od pierścieni imidazolowych) i w związku z powyższym  

z dużą ich intensywnością. Podobnie zależności były obserwowane w przypadku widm TERS 

chromatyny (Rys.  17C), dla których wyraźnie dominujące były pasma charakterystyczne  

dla drgań pierścieni imidazolowych i benzenowych w łańcuchach bocznych aminokwasów  

i pierścieni imidazolowych od zasad DNA [104], [142]. Przyczyną, dla której wymienione 

mody drgań zostały silniej wzmocnione podczas pomiarów TERS jest wyższy przekrój czynny  

na rozpraszanie Ramana dla pierścieni imidazolowych i benzenowych ze względu na obecność 

zdelokalizowanych elektronów π. Z kolei, mody drgań charakterystyczne dla łańcuchów bocz-

nych, czy szkieletu DNA zostały wzmocnione w mniejszym stopniu ze względu  

na mniejszy przekrój czynny na rozpraszanie Ramana w porównaniu do przekroju czynnego 

dla pierścieni. Zidentyfikowane najistotniejsze pasma w widmach TERS DNA zostały wymie-

nione w Tabeli 2. Szczegółowa informacja na temat zidentyfikowanych pasm, została  

z kolei przedstawiona w Tabeli 7. Kolory dla odpowiednich wierszy w Tabeli 2 i Tabeli 7–9 

przedstawiających zidentyfikowane pasma, odpowiadają kolorom widm chromatyny (fiole-

towy),  DNA (zielony) i histonów (niebieski) na Rys.  17. II pochodne widm TERS zebrane  

z DNA zostały przedstawione na Rys.  18A. Na Rys.  17A i Rys.  18A warto zwrócić uwagę  

na widmo TERS odtworzone z użyciem kolistego DNA i histonów, zawierających dodatkowo 

metylowany histon H3 (H3K27me3, chromatyna nr 3, Tabela 1, Rys.  17A (widmo)  

i Rys.  18A (II pochodna), środkowe widmo zaznaczone kolorem żółtym). W wymienionym 

widmie TERS DNA, pasmo charakterystyczne dla drgania szkieletu DNA υasym(PO2
-) jest wi-

doczne dla liczby falowej 1240 cm-1 i 1220 cm-1, co sugeruje obecność odpowiednio zarówno 

formy A, jak i B DNA (Tabela 7) [108]. Ponadto, obecność pasma o niewielkiej intensywności 

dla liczby falowej 837 cm-1 sugeruje konformacje B DNA [14], [125], [132]–[134] (Tabela 7). 

W przypadku pozostałych rodzajów chromatyny, DNA występuje głównie w konformacji A. 

Wynika to prawdopodobnie z faktu, że próbka była wysuszona [58], [118], [119], [125]. Jed-

nakże, pasma charakterystyczne dla drgania szkieletu DNA (865 cm-1 (νasym(PO2
-) w DNA, 

υ(C-C), δ(CCH)) oraz 806 cm-1 (δr(O-P)), charakterystyczne głównie dla konformacji A DNA 

mają największą intensywność w przypadku widma TERS DNA dla chromatyny nr 3  

(Tabela 1), odtworzonej z użyciem kolistego DNA z histonami zawierającymi dodatkowo me-

tylowany histon H3 (H3K27me3). Jest to prawdopodobnie związane z różną orientacją i formą 

DNA (zarówno A, jak i B) w chromatynie nr 3. Ponadto, jedynie dla tego rodzaju chromatyny, 

DNA nie jest liniowe, tylko jest kuliste, co ma wpływ na strukturę nukleosomu. Liquier i in. 
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[143] obserwowali w swoich badaniach konformację B DNA w chromatynie na najniższym 

poziomie organizacji, która została zachowana pomimo relatywnie niskiej wilgotności. Kon-

formacja B była jednak zachowana tylko w przypadku odpowiedniego stosunku zawartości hi-

stonów do DNA w badanej chromatynie (1 molekuła histonu H2B lub H3 na około 3 - 4 zakręty 

DNA lub 1 molekuła histonu H2A lub H4 na 19 lub 26 par zasad DNA) [143], [144]. Jak można 

zaobserwować na topografii AFM na Rys.  16E-F i Rys.  16I, nukleosomy są rozłożone rzadziej 

niż 1 nukleosom na 3 - 4 zakręty DNA, a próbki odtworzonej chromatyny zostały wysuszone 

pod łagodnym strumieniem N2. Prawdopodobnie z tego powodu, konformacja B nie została 

zachowana w wyschniętych próbkach odtworzonej chromatyny i obserwowana była głównie 

konformacja A (z wyjątkiem odtworzonej chromatyny z kolistym DNA, chromatyna nr 3, Ta-

bela 1). Także w widmie ramanowskim pojedynczego chromosomu, głównie obserwowana 

była konformacja A DNA. Prawdopodobnie wilgotność podczas pomiarów (temperatura poko-

jowa, układ nieizolowany), była niewystarczająca dla utrzymania konformacji B DNA  

w chromosomie, pomimo gęstego upakowania nukleosomów. Na zmianę konformacji DNA  

z B do A w próbkach odtworzonej chromatyny, miał także wpływ fakt, że podłoże do pomiarów 

TERS nie było w żaden sposób sfunkcjonalizowane, np. silanizację (poprzez przyłączanie grup 

–O-Si-O-), która wiąże DNA na tyle silnie, że konformacja, w której DNA jest w roztworze 

zostaje zachowana również po wysuszeniu próbki. Szczególnie wpłynęło to na strukturę DNA 

w formie liniowej (liniowe DNA z faga λ), które jest bardziej czułe na zmianę konformacji  

ze względu na występowanie wolnych, niezwiązanych ze sobą końców nici DNA [58].  

 W widmie TERS DNA, przedstawionym na Rys.  17A i Rys.  18A, można zauważyć, 

że najbardziej intensywne w widmach DNA są pasma, charakterystyczne dla drgań pierścieni 

imidazolowych i zasad DNA, takie jak: 1609 cm-1 oraz 1584 cm-1, 1559 cm-1 (ν(C=N)), ν(C=N)) 

oraz 1487 cm-1 (wib. zasad A, C i G oraz δ(CH) oraz C=C), co było już dyskutowane. Ponadto, 

w widmach TERS DNA, dla wszystkich typów odtworzonej chromatyny (chromatyna nr 1-2  

i 4-5, Tabela 1), za wyjątkiem chromatyny nr 3 (Tabela 1) widoczne było pasmo w pozycji 

spektralnej 1719 cm-1, charakterystyczne dla powstawania wiązań pomiędzy zasadami typu za-

sad Hoogsteena (G*G–C, T*A–T lub C*G–C) oraz drgania zasad w stosie (zasad G, T, C, 

Tabela 7) [105]–[108]. 

 Podczas analizy porównano widma TERS dla różnie metylowanego DNA (Rys.  17A  

i Rys.  18A, niemetylowane DNA faga λ i metylowane DNA z faga λ): pierwsze widmo versus 

drugie widmo od góry, oznaczone kolorem odpowiednio ciemnym różowym i ciemnym fiole-

towym (chromatyna nr 1 vs chromatyna nr 2, Tabela 1) oraz czwarte widmo versus piąte widmo 

od góry, oznaczone kolorem odpowiednio jasnym różowym i jasnym fioletowym (chromatyna 
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nr 4 vs. chromatyna nr 5, Tabela 1). Jak można zauważyć na Rys.  17A i Rys.  18A, intensyw-

ność pasma charakterystycznego dla drgania zasad (1487 cm-1 (wib. zasad A, C i G zasad oraz 

δ(CH) i C=C)) w porównaniu do pasma charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenami  

a fosforem (1240 cm-1) rośnie wraz z rosnącym poziomem metylacji. Nie obserwuje się jednak 

przesunięcia tego pasma w kierunku rosnącej energii (1469 cm-1), co to było widoczne w przy-

padku próbek referencyjnych dla niemetylowanego DNA faga λ i metylowanego DNA z faga 

λ. Co więcej, na widmach zebranych z pojedynczego chromosomu (Rys.  13) pasmo to było 

pozytywnie skorelowane z ze składową główną PC1, co charakteryzowało heterochromatynę. 

Dodatkowo, intensywność pasm, charakterystycznych dla drgania grup metylowych  

(1356 cm-1 (δ(CH3))) i pierścieni w zasadach DNA oraz histonów (1281 cm-1 (wib. pierścieni 

zasad DNA i N-H oraz drganie wiązania amidowego (amid III))) wzrastała znacząco  

w odniesieniu do pasma charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenami, a fosforem  

(1240 cm-1) w przypadku widm chromatyny odtworzonych ze metylowanym histonem  

H3 (H3K27me3), niezależnie od typu DNA (niemetylowane i metylowane DNA z faga λ, Rys.  

17A i Rys.  18A). Ponadto, intensywność pasm, charakterystycznych dla drgania zasad DNA 

(1423 cm-1 (zasady DNA, prawo-skrętne helisy, δ(CH), δ(NH), ν(CN)) i 1325 cm-1 (zasady 

DNA, ν(C-N)), Tabela 7) wzrosła najbardziej w odniesieniu do pasma charakterystycznego  

dla drgania pomiędzy tlenami, a fosforem (1240 cm-1) w przypadku chromatyny odtworzonej  

z wykorzystaniem metylowanego DNA faga λ z metylowanym histonem H3 (H3K27me3, Rys.  

17A i Rys.  18A). Oba te pasma były także pozytywnie skorelowane z widmami ramanowskimi 

zebranymi z heterochromatyny z pojedynczego chromosomu (Rys.  13F-G). Z drugiej jednak 

strony, intensywność pasma, charakterystycznego dla drgania m.in. grup metylowych  

i metylenowych (1382 cm-1 (δ(CH3), δs(C-H), ν(C-N), δ(CH), δ(NH), ν(CO)), Tabela 7) zna-

cząco wzrosła w odniesieniu do pasma charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenami  

a fosforem (1240 cm-1) w przypadku chromatyny odtworzonej z wykorzystaniem niemetylo-

wanego DNA i niemetylowanych dodatkowo histonów HeLa. To samo pasmo w pozycji spek-

tralnej 1371 cm-1 było negatywnie skorelowane ze składową główną PC1, co charakteryzowało 

euchromatynę w widmach chromatyny zebranych z pojedynczego chromosomu (Rys.  13F-G). 

W oparciu o powyższe obserwacje widm TERS DNA, zostały zidentyfikowane markery spek-

troskopowe, charakteryzujące eu- i hetero-chromatynę. W identyfikacji markerów spektrosko-

powych, wzięto pod uwagę osobno wpływ metylacji DNA (pasmo charakteryzujące hetero-

chromatynę: 1487 cm-1), histonów (pasmo charakteryzujące euchromatynę: 1382 cm-1) oraz 

jednocześnie DNA i histonów (pasma charakteryzujące heterochromatynę: 1423 cm-1 i 1325 

cm-1).  
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Analiza widm TERS histonów (Rys.  17B i Rys.  18B), ukazuje brak pasma charakte-

rystycznego dla amidu I. Zjawisko to było już obserwowane w widmach TERS białek,  

jak i dyskutowano uprzednio [60], [63], [103], [104]. W przypadku widm TERS histonów, naj-

bardziej intensywne są pasma, charakterystyczne dla drgania pierścieni imidazolowych  

i benzenowych (1611 cm-1 (wib. pierścieni) oraz 680 cm-1 (υ(C-C), δ(CCH)), Tabela 8, Rys.  

17B i Rys.  18B). Mody drgań, odpowiadające za powstawanie wymienionych powyżej pasm 

są znacząco wzmocnione w widmach TERS ze względu na duży przekrój czynny  

na rozpraszanie Ramana [104], [142], podobnie jak obserwowano w przypadku widm TERS 

DNA. Pasmo, charakterystyczne dla amidu II również nie jest wyraźnie widoczne w widmach 

TERS histonów. Jednakże, pasmo to nie było wyraźnie widoczne w referencyjnym widmie 

ramanowskim histonów H2A, H2B i H4 (Rys.  14). Pokrywa się ono także z pasmem charak-

terystycznym dla drgania pierścieni, których mody drgań są silnie wzmocnione. Niemniej jed-

nak, pozycja pasma charakterystycznego dla amidu III sugeruje konformację  

α-helisy białek histonowych w chromatynie wszystkich typów (chromatyna nr 1-5, Tabela 1). 

Także struktura nieuporządkowana białek była widoczna we wszystkich rodzajach chromatyny 

(pozycja pasma ~1248 cm-1, Tabela 8). Nie zidentyfikowano jednak konformacji β-kartki  

w analizowanych widmach. Powyższe obserwacje są zgodne z danymi literaturowymi [6], [14], 

[133].  

W zebranych widmach TERS histonów, intensywność pasma, charakterystycznego  

dla drgania δr(NH3
+) (1156 cm-1 (δr(NH3

+) w lizynie), Tabela 8.) rosła w odniesieniu do pasma 

charakterystycznego dla drgania pierścieni (1611 cm-1) wraz z rosnącym poziomem metylacji 

histonu H3 (Rys.  17B i Rys.  18B). Pasmo to jest charakterystyczne dla lizyny (δr(NH3
+).  

W przypadku widm TERS chromatyny odtworzonej z wykorzystaniem kolistego DNA  

i metylowanego histonu H3 (H3K27me3, chromatyna nr 3, Tabela 1, Rys.  17B i Rys.  18B, 

środkowe widmo oznaczone kolorem żółtym) obserwowane jest przesunięcie tego pasma  

na pozycję spektralną 1170 cm-1. Obserwacja ta sugeruje inne otoczenie chemiczne reszt lizyny 

w zależności od rodzaju DNA w odtworzonej chromatynie (liniowe lub koliste DNA). Co wię-

cej, zarówno pasmo dla liczby falowej 1174 cm-1 oraz przyległe pasmo na pozycji spektralnej  

1128 cm-1 były pozytywnie skorelowane ze składową główną PC1 w widmach chromatyny 

zebranych z pojedynczego chromosomu (Rys.  13F-G), co charakteryzowało heterochroma-

tynę. Na podstawie powyższych obserwacji, można wyciągnąć wniosek,  

że metylacja lizyny ma znaczący udział w formowaniu się i metylacji heterochromatyny. Po-

nadto, pasmo dla liczby falowej 1156 cm-1 można uznać za marker spektroskopowy, charakte-

ryzujący metylowany histon H3 w heterochromatynie. Kluczowa rola epigenetycznej metylacji 
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histonu H3K27me3 została do tej pory udowodniona w przypadku metylacji zinaktywowanego 

homologicznego chromosomu X [145]. Przedstawione w niniejszej rozprawie badania chroma-

tyny z wykorzystaniem spektroskopii TERS również wskazują na dominującą rolę metylacji 

histonu H3 w formowaniu się heterochromatyny. Pozostałe zidentyfikowane pasma w widmach 

TERS histonów przedstawiono w Tabeli 8. 

W widmach TERS chromatyny (Rys.  17C i Rys.  18C) można zaobserwować pasma 

charakterystyczne, zarówno dla DNA, jak i dla histonów. Podobnie jak w przypadku widm 

DNA (Rys.  17A), jak i widm histonów (Rys.  17B), najbardziej intensywnymi pasmami  

w widmach TERS chromatyny są pasma charakterystyczne dla drgań pierścieni (1611 cm-1  

i 1583 cm-1). Ponadto, podobnie jak w przypadku widm TERS histonów, pasmo charaktery-

styczne dla amidu I jest niewidoczne, jak uprzednio już dyskutowano. Z kolei, pasmo charak-

terystyczne dla amidu II jest niewidoczne z wyjątkiem chromatyny odtworzonej  

z wykorzystaniem kolistego DNA (chromatyna nr 3, Tabela 1). Dla widm TERS chromatyny 

nr 3 (Tabela 1) pasmo charakterystyczne dla amidu II jest widoczne w pozycji spektralnej  

1535 cm-1. Wyraźnie widoczne pasmo charakterystyczne dla amidu II, jedynie w przypadku 

chromatyny odtworzonej z wykorzystaniem kolistego DNA, jest prawdopodobnie związane  

z innym ułożeniem grupy amidowej względem wektora pola elektromagnetycznego. Należy 

jednak wspomnieć, że pozycja pasma, charakterystycznego dla amidu II nakłada się z pozycją 

pasm charakterystycznych dla drgania pierścieni (Rys.  17C). Pasmo charakterystyczne  

dla amidu III jest widoczne w pozycji spektralnej ~1270 cm-1 oraz ~1293 cm-1 (Tabela 9),  

co sugeruje głównie α-helikalną konformację białek histonowych w nukleosomach. Powyższe 

obserwacje są w zgodzie z literaturą [6], [14], [133]. Pasma charakterystyczne dla drgania 

szkieletu DNA są widoczne zarówno w przypadku widm TERS DNA, jak i chromatyny (Rys.  

17A oraz Rys.  18A i Rys.  17C oraz Rys.  18C). Pasma charakterystyczne dla drgania pomiędzy 

tlenami a fosforem (odpowiednio υasym(PO2
-) oraz υsym(PO2

-)) można zaobserwować w widmach 

chromatyny dla liczb falowych odpowiednio 1247 cm-1 i 1080 cm-1 (Tabela 9). Pozycja pasma 

charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenami, a fosforem (1247 cm-1 (υasym(PO2
-))) suge-

ruje formę A DNA we wszystkich typach odtworzonej chromatyny. Jest to prawdopodobnie 

spowodowane faktem, że próbki chromatyny były wysuszone, co już dyskutowano. Z drugiej 

jednak strony, w przypadku chromatyny odtworzonej z wykorzystaniem kolistego DNA i me-

tylowanego histonu H3 (H3K27me3), można także stwierdzić występowanie formy B DNA, 

poprzez obecność wyraźnego pasma w pozycji 833 cm-1 (Tabela 9), które jest charakterystyczne 

dla konformacji B DNA. Dodatkowo jednak, występowanie pasm w pozycjach 860 cm-1  

i 800 cm-1 (Tabela 9) dowodzi występowania konformacji A DNA w tym typie chromatyny. 
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Jedynie w przypadku chromatyny odtworzonej z wykorzystaniem kolistego DNA, można po-

twierdzić współistnienie zarówno konformacji A, jak i B DNA. Na podstawie przytoczonych 

obserwacji, można także stwierdzić, że zarówno w przypadku DNA nawiniętego na oktamer 

histonowy i tworzącego nukleosom, jak i łącznikowego DNA, jego konformacja pozostaje nie-

zmieniona we wszystkich rodzajach chromatyny. Ponadto, przedstawione wyniki uzyskane  

z wykorzystaniem spektroskopii TERS dowodzą, że konformacja DNA we wszystkich rodza-

jach chromatyny jest zależna głównie od typu DNA (liniowe lub kuliste).  

W widmach TERS nukleosomów, pasmo charakterystyczne głównie dla drgania zasad 

(1487 cm-1, zasady DNA, δ(CH), C=C), Tabela 9) jest niewidoczne, szczególnie w przypadku 

chromatyny odtworzonej z użyciem liniowego DNA faga λ (Rys.  17C i Rys.  18C).  

Jest to interesujące, zwłaszcza, jeśli weźmie się pod uwagę fakt, że pasmo to jest wyraźnie 

widoczne w widmach TERS DNA dla poszczególnych rodzajów odtworzonej chromatyny 

(chromatyna nr 1-2, 4-5, Tabela 1). W przypadku widma TERS chromatyny odtworzonej  

z wykorzystaniem kolistego DNA, pasmo to jest wciąż obserwowalne, jednakże jego intensyw-

ność jest znacząco słabsza w porównaniu z widmem DNA dla tego samego rodzaju chroma-

tyny. Wyraźny spadek intensywności pasma dla liczby falowej 1490 cm-1 w widmach chroma-

tyny został już potwierdzony przez Mansy’ego i in [131], [146]. Mansy i in. wyjaśnili spadek 

intensywności tego pasma poprzez powstawanie wiązania wodorowego pomiędzy końcem NH2 

kationowych reszt histonów z azotem N7 zasady guaninowej DNA w większym rowku DNA 

[131], [146]. Z drugiej jednak strony, Thomas i in. nie zaobserwowali spadku intensywności 

pasma dla liczby falowej 1490 cm-1 w widmach chromatyny wyizolowanych  

z kurzych erytrocytów [133], [146], co stało w sprzeczności z obserwacjami dokonanymi przez 

Mansy’ego i in. Powyższą nieścisłość wyjaśnił Goodwyn i in. [132], [136], [146], który udo-

wodnił, że w przypadku chromatyny dla której oberwany był spadek intensywności pasma  

dla liczby falowej 1490 cm-1, obecne były dodatkowo białka niehistonowe w badanych prób-

kach [146].  Zaproponowane przez Goodwyna i in. wyjaśnienie wskazywało na model nukleo-

somu, w którym większy rowek był dostępny dla oddziaływania DNA i białek niehistonowych,  

a DNA wraz z histonami oddziaływało poprzez mniejszy rowek DNA [134]. W przypadku 

przedstawionych w niniejszej pracy eksperymentów z wykorzystaniem spektroskopii TERS,  

w procedurze odtwarzania chromatyny zostały wykorzystane białka niehistonowe, takie  

jak opiekuńcze zrekombinowane białko h-NAP-1 oraz białko ACF [99]. Można się zatem spo-

dziewać, że spadek pasma dla liczby falowej 1487 cm-1 w widmach TERS chromatyny, może 

być związany z oddziaływaniem wymienionych białek niehistonowych z większym rowkiem 
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DNA, poprzez uwodornienie azotu N7 w guaninie. W literaturze zostało do tej pory udowod-

nione, że faktycznie DNA oddziałuje z białkami niehistonowymi, takimi jak h-NAP-1 przez 

większy rowek DNA [147]. Z drugiej jednak strony, zarówno Goodwyn i in., jak i Brahmns  

i in. są zgodni co do tego, że w przypadku konformacji B DNA, rozmiar większego rowka DNA 

jest największy. W związku z tym, białka niehistonowe powinny się łatwiej przyłączać do więk-

szego rowka DNA dla konformacji B DNA [132], co powinno się wiązać z większym spadkiem 

intensywności pasma w pozycji spektralnej 1487 cm-1. Zakładając taki mechanizm interakcji, 

można by oczekiwać, że oddziaływanie to będzie miało większe znaczenie w przypadku chro-

matyny odtworzonej z wykorzystaniem kolistego DNA, dla której zaobserwowano współist-

nienie formy A i B. Sytuacja ma się jednak przeciwnie, gdyż największy spadek intensywności 

pasma dla liczby falowej 1487 cm-1 był obserwowany w przypadku liniowego DNA faga λ,  

a nie w przypadku kolistego DNA. Wskazana powyżej nieścisłość w omawianych wynikach 

TERS w odniesieniu do doniesień literaturowych, może zostać wyjaśniona w świetle ostatnich 

badań na temat rozpatrywania konformacji DNA i histonów w nukleosomach [9], [11]–[13].  

W wynikach eksperymentów z wykorzystaniem kriogenicznej mikroskopii elektronowej (cryo-

EM) nukleosomów odtworzonych z DNA o długości 601 bp w warunkach fizjologicznych ob-

serwowano frakcję nukleosomów, w których widoczne były zmiany struktury, inne ułożenie 

DNA i reorganizacja α-heliakalnej struktury drugorzędowej białek histonowych [9]. Przykła-

dem zaobserwowanej struktury nukleosomów była zmiana ułożenia łańcucha bocznego histonu 

H4, który oddziaływał z większym rowkiem DNA [9]. Występowanie struktury nukleosomu 

podobnego typu, mogłoby zatem także wytłumaczyć obserwowany zanik pasma 1487 cm-1  

w chromatynie odtworzonej z wykorzystaniem liniowego DNA z faga λ. Może to oznaczać 

powstanie wiązania wodorowego pomiędzy końcem NH2 kationowych reszt w aminokwasach 

i azotem N7 guaniny w większym rowku DNA [131], [146]. Ponadto, S. Bolokapic i in.  

w swoich badaniach udowodnili, że nukleosomy mogą występować w wielu różnych konfor-

macjach, co wpływa na regulację procesów biologicznych w chromatynie [9]. Analogiczne 

wnioski mogą zatem zostać wyciągnięte w przypadku przedstawionych w niniejszej pracy wy-

ników uzyskanych z wykorzystaniem spektroskopii TERS. W przeprowadzonych badaniach 

zaobserwowano więc dwie struktury nukleosomów: 1) strukturę charakteryzującą się zanikiem 

pasma dla liczby falowej 1487 cm-1 w przypadku liniowego DNA faga λ (chromatyna nr 1-2  

i 4-5, Tabela 1) oraz strukturę charakteryzującą się obecnością pasma dla liczby falowej  

1487 cm-1 w przypadku kulistego DNA (pUC19) [148]. Przedstawione w niniejszej rozprawie 

wyniki sugerują również, iż u podstaw występowania różnej struktury nukleosomów leży różna 
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konformacja DNA i to ona jest czynnikiem odpowiedzialnym za występowanie odpowiedniej 

struktury nukleosomów [149].  

W przypadku widm TERS chromatyny, intensywność pasma, charakterystycznego 

m.in. dla drgania grup metylowych i metylenowych (1454 cm-1 (δs(N3-H), δ(CH2), δ(CH3), Ta-

bela 9) w odniesieniu do intensywności pasma charakterystycznego dla drgania pierścieni 

(1609 cm-1) jest najwyższa w przypadku chromatyny odtworzonej z wykorzystaniem metylo-

wanego DNA faga λ i histonów zawierających metylowany histon H3 (H3K27me3, chroma-

tyna nr 5, Tabela 1, Rys.  17C i Rys.  18C, piąte widmo od góry, oznaczone kolorem jasno-

fioletowym). Ponadto, zaobserwowano także wzrost intensywności tego pasma wraz ze wzro-

stem poziomu metylacji DNA w pozostałych rodzajach chromatyny (Rys.  17C i Rys.  18C). 

Dodatkowo, intensywność pasma w pozycji spektralnej 1447 cm-1 (Tabela 9) także była zna-

cząco większa w przypadku widma ramanowskiego heterochromatyny zebranego z pojedyn-

czego chromosomu. Pasmo to było pozytywnie skorelowane ze składową główną PC1 (Rys.  

13G), co charakteryzowało heterochromatynę (Rys.  13F-G). Z drugiej strony, intensywność 

pasma, charakterystycznego dla drgania m.in. grup metylowych (1386 cm-1 (δ(CH3), δs(C-H), 

ν(C-N), δ(CH), δ(NH), ν(CO)), Tabela 9) wzrasta wraz z malejącym poziomem metylacji hi-

stonów. W przypadku widm ramanowskich zebranych z pojedynczego chromosomu, intensyw-

ność tego pasma w pozycji spektralnej 1371 cm-1 była negatywnie skorelowana ze składową 

PC1 (Rys.  13G), co charakteryzowało euchromatynę. Jednakże pasmo dla liczby falowej  

1359 cm-1 (δ(CH3)) jest dobrze zdefiniowane tylko w przypadku chromatyny odtworzonej  

z wykorzystaniem liniowego DNA faga λ i histonów zawierających metylowany histon H3 

(H3K27me3, chromatyna nr 4-5, Tabela 1, Rys.  17C i Rys.  18C). Pasmo to nie jest jednak 

dobrze zdefiniowane w widmach ramanowskich zebranych z pojedynczego chromosomu. Po-

nadto, intensywność pasma charakterystycznego dla drgania grup metylowych (1325 cm-1 

(δ(CH3), zasady DNA), Tabela 9) wzrasta wraz ze wzrostem poziomu metylacji w przypadku 

chromatyny odtworzonej z wykorzystaniem liniowego DNA faga λ i histonów HeLa. Jednako-

woż, pasmo to także nie było wyraźne zdefiniowane w widmach ramanowskich zebranych  

z obszarów eu- i hetero-chromatyny w pojedynczym chromosomie INS-1E. Niemniej jednak, 

w widmach TERS odtworzonej chromatyny obserwuje się wzrost intensywności pasma, cha-

rakterystycznego dla drgania δr(NH3
+)  (1150 cm-1 (δr(NH3

+) w lizynie)) wraz z rosnącym po-

ziomem metylacji histonów (H3K27me3, chromatyna nr 3-5, Tabela 1, Rys.  17C i Rys.  18C). 

Co więcej, pozycja tego pasma jest przesunięta w kierunku liczby falowej 1167 cm-1 w przy-

padku widma TERS chromatyny odtworzonej z wykorzystaniem kolistego DNA z histonami 

ze metylowanych histonem H3 (H3K27me3, chromatyna nr 3, Tabela 1, Rys.  17C i Rys.  18C, 
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środkowe widmo oznaczone kolorem żółtym). W widmach zebranych z pojedynczego chromo-

somu, zarówno pasmo w pozycji spektralnej 1174 cm-1, jak i pasmo dla liczby falowej  

1128 cm-1 były pozytywnie skorelowane ze składowa główną PC1, co charakteryzowało hete-

rochromatynę. (Rys.  13G). Intensywność pasma w pozycji spektralnej 1128 cm-1 wyraźnie 

rosła w widmach Ramana heterochromatyny w porównaniu z widmami zebranymi z euchro-

matyny (Rys.  13F). Ponadto, dwa inne pasma, charakterystyczne dla drgania szkieletu DNA 

mogą także zostać uznane za markery spektroskopowe heterochromatyny: 915 cm-1 (wib. szkie-

letu DNA) oraz 861 cm-1 (νasym(PO2
-) DNA, υ(C-C), δ(CCH), Tabela 9). Pasma te są wyraźnie 

lepiej zdefiniowane w widmach odtworzonej chromatyny z wykorzystaniem metylowanego 

DNA faga λ (chromatyna nr 2 i 5, Tabela 1). Dodatkowo były one pozytywnie skorelowane  

ze składową główną PC1, co charakteryzowało heterochromatynę (Rys.  13G) dla liczb falo-

wych, odpowiednio: 933 cm-1 (ν(CC) szkieletu DNA, υ(C-C)) i 869 cm-1 (νasym(PO2
-) DNA, 

υ(C-C), δ(CCH)). Dodatkowo, intensywność obu tych pasma była znacząco większa w wid-

mach heterochromatyny zebranych z pojedynczego chromosomu, zwłaszcza w przypadku pa-

sma w pozycji spektralnej 933 cm-1 (Rys.  13F). Na podstawie powyższych obserwacji, można 

wyodrębnić markery spektroskopowe, charakteryzujące zarówno heterochromatynę:  

1454 cm-1, 915 cm-1 i 869 cm-1 (związane z metylacją DNA), 1150 cm-1 (związane z metylacją 

histonów), a także charakteryzujące euchromatynę: 1386 cm-1 (związane z metylacją histo-

nów). Zidentyfikowane pasma w widmach TERS chromatyny wraz z przypisaniami przedsta-

wiono w Tabeli 9.   
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Rys.  17 Uśrednione widma TERS DNA (A), histonów (B) i chromatyny (nukleosomu, C) 

zebrane z odtworzonej chromatyny nr 1-5. Wszystkie typy odtworzonej chromatyny opisano 

w Tabeli 1. Liczbę uśrednionych widm w każdej z grup przedstawiono w Tabeli 6. 
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Rys.  18  II pochodne uśrednionych widm TERS zebranych z DNA (A), histonów (B)  

i chromatyny (nukleosomu, C) zebrane z odtworzonej chromatyny nr 1 - 5 . Wszystkie 

typy odtworzonej chromatyny opisano w Tabeli 1. Liczbę uśrednionych widm w każdej  

z grup przedstawiono w Tabeli 6. 
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Tabela 6 Liczba uśrednionych widm w każdej z grup dla wszystkich rodzajów odtworzo-

nej chromatyny nr 1-5. 

Typ chromatyny, zawierający: 
Liczba uśrednionych widm TERS: 

DNA histonów chromatyny 

niemetylowane DNA faga λ I niemetylowane do-

datkowo histony HeLa (nr.1, Tabela 1) 
112 158 140 

metylowane DNA faga λ I niemetylowane dodat-

kowo histony HeLa (nr.2, Tabela 1) 
46 71 32 

koliste DNA i histony zawierające dodatkowo me-

tylowany histon H3 (nr.3, Tabela 1) 
8 6 14 

niemetylowane DNA i histony zawierające dodat-

kowo metylowany histon H3 (nr.4, Tabela 1) 
7 44 73 

metylowane DNA i histony zawierające dodatkowo 

metylowany histon H3 (nr.5, Tabela 1) 
12 74 45 

 

Tabela 7 Pasma zidentyfikowane w widmach TERS zebranych z DNA dla wszystkich ty-

pów odtworzonej chromatyny nr 1 – 5 wraz z przypisaniami 

Pozycja pasma [cm-1] 

Przypisania Numer odtworzonej chromatyny (Tabela 1): 

1 2 3 4 5 

1719 1719 - 1721 1719 

DNA:  
1715 cm-1- ν(C6=O6) zasad DNA (G), zaan-

gażowane w tworzenie par Hoogsteena 

(G*G–C) [108] 
1712 cm-1- ν(C2=O2) zasad DNA (T, C), za-

angażowane w tworzenie par odwrotnych  

par Hoogsteena (T*A–T) [108], ν(C=O) za-
sad DNA (G, T), drganie zasad w stosie (ang. 

base- stacking), czuły na zmianę konformacji 

[105]–[108]  
1710- cm-1- ν(C2=O2) uprotonowana C, zaan-

gażowane w tworzenie par Hoogsteena 

Cq*G–C/ts[108] 

1626 

1609 

1633 

1609 
1625 1616 

1625 

1610 
DNA: ν(C=C) pierścieni imidazolowych [48] 
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1584 1583 
1588 

1567 
1575 1583 

DNA:  

1590–1575 cm-1- ν(C=N) pierścieni zasad 

DNA (G) [108], pierścieni zasad (A/C/G/T) 

[129], [130]   
1585–1582 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 

(C) [108] 

1579–1576 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 
(A) [108] 

1578 cm-1- ν(C=N, pierścieni imidazolo-

wych) [48], [105], [113] 

1580- 1575 cm-1-  C=N zasad DNA (A) [105] 

1559 1554 1543 1543 1553 

DNA:  1538 cm-1- pierścieni imidazolowych 

zasad DNA (G) [115] 
1534- 1531 cm-1- zmodyfikowana G [105], 

marker konformacji DNA [113] 

1519 1519 1511 1505 - 
DNA: wib. pierścieni zasad DNA (A) [115] 

1506- 1498 cm-1- zasad DNA (C) [108] 

1487 1489 1483 1465 1484 

DNA: 
1506- 1498 cm-1- zasad DNA (C) [108] 

1495- 1476 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 

(A, G) [108], marker konformacji DNA [113] 

1496- 1487 cm-1- δ(CH), C=C[108] 

1423 1425 1425 1431 1427 

DNA:   

1438–1434 cm-1- zasady DNA (A) w formie 

Z [108], prawo-skrętne helisy [110], [114] 
1425–1420 cm-1 C2'-konformacja endo deok-

syrybozy w formie B [108], marker konfor-

macji DNA [113],  zasady DNA (A) w for-

mie Z DNA [108] 
1412- 1417 cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CN) 

[108] 

1382 1382 1384 1394 1388 

DNA:   
1389–1374 cm-1- obl.: δsym(CH3) zasad DNA 

(T) [108], marker konformacji DNA [113]    

1384 cm-1- ν(C5-CH3), δs(C6-H) zasad DNA 

(A, T) [115] 
1373 cm-1- δ(CH3) [117] 

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty 

[108] 
1373- 1369 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (C, G) 

[105]  

1370- 1380 cm-1- δ(CH),  δ(NH), ν(CO) 

[108] 

- - 1356 1358 1358 

DNA:  

1361 cm-1- δ(CH3) [117]  
1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty 

[108] 

1365–1360 cm-1- cytydyna w konformacji 
anty [108] 

1357–1352 cm-1- puryny w konformacji syn 

[108] 

1325 - 1328 1324 1317 
DNA:   

1330 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (A, T) [105] 
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1300 - 1300 1304 - 

DNA:   

1306–1300 cm-1- obl.: HC2'H, C4'C5' wib. za-

sad DNA (A) [108] 

1297–1285 cm-1- ν(C4NH2) [108] 
1296 ν(ring) zasad DNA (C, T) [115] 

1292- 1288, 1276 cm-1- N-H zasad DNA (T) 

[105] 

1281 - 1277 1268 1285 
DNA:   
1281, 1275 cm-1- δ(CN3H) zasad DNA (T)  

[105], [108] 

1242 1240 1240 1240 
1259 

1240 

DNA:   
1245–1235 cm-1- νasym(PO2

-) w szkielecie 

DNA, główny marker formy A, czuły na 

zmiany konformacji[48], [105], [108], [113], 

[118], [119] 
1247 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA (C) 

[115] 

- 1213 1220 - 1211 
DNA: νasym(PO2

-) w szkielecie DNA, forma 
B DNA [108] 

1176 1174 1190 1199 1188 
DNA:   

1188 cm-1- deoksyryboza [105] 

1102 

1067 

1031 

1105 
1097 

1075 

1097 

1031 

1104 

1094 

DNA: νsym(PO2
-) w szkielecie DNA, czuły na 

zmiany konformacji [48], [105], [108], [113], 

[118], [119] 

1060- 1056, 1011- 1009 cm-1- ν(C-O) w de-

oksyrybozie [105] 

999 1000 1020 1000 997 

DNA:  

1069–1044 cm-1- ν(CO) w szkielecie furano-

zowym, silnie wzmocniona w formie Z DNA 
[108] 

943 944 931 946 941 

DNA:   

970–950 cm-1- ν(CC) w szkielecie DNA: 

forma B: singlet na pozycji: 970 cm-1,  
forma A: tryplet na pozycjach: 977, 968 i 952 

cm-1, 

forma Z-form: tryplet na pozycjach: 970, 951 
i 925 cm-1 [108] 

- - 899 - 907 DNA: drgania szkieletu DNA [48], [113] 

- - 865 - - 
DNA:   

850 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie DNA 

802 - 806 -  DNA: wib. zasad DNA [108], υ(O-P)[117] 

681 683 671 - 664 

DNA:  

690 cm-1- ν( C1’-N9) zasad DNA (G) [115] 

682 cm-1- struktura C2′-endo/anty zasad 
DNA (G) [120], [121] 
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Tabela 8 Pasma zidentyfikowane w widmach TERS zebranych z histonów dla wszystkich 

typów odtworzonej chromatyny nr 1 – 5 wraz z przypisaniami. 

Pozycja pasma [cm-1] 

Przypisania Numer odtworzonej chromatyny (Tabela 1): 

1 2 3 4 5 

1717 1717 1722 - 1720 
Histony:  
1720 cm-1- ν(C=O) w kwasie asparagino-

wym [48] 

1689 

1661 
1688 

1685 

1660 
1659 

1685 

1653 

Histony: amid I czuły na uwodnienie  

(80% ν(C=O), 10% ν(C–N), 10% δ(N–H)) 

1695- 1670 cm-1- struktura antyrównoległej 
β–kartki, międzycząsteczkowa struktura β 

[48], [110]–[112]1690- 1680  cm-1-  we-

wnątrzcząsteczkowa struktura β [48], [110], 

[111] 
1678 cm-1- ν(C=O) (CONH2) w asparaginie 

[112] 

1673 cm-1- νasym(C=N) w argininie [48], 
[110]–[112] 

1611 

1588 
1613 

1621 

1599 
1607 1618 

Histony:  Amid I 

1650 cm-1- ν(C=O) w asparaginie [48], [116]  

1655 cm-1- struktura α–helisy [48], [110]–
[112] 

1645- 1640 cm-1- struktura 

nieuporządkowana [48], [110]–[112] 
1640–1610 cm-1-  δ(NH3+) w lizynie [48], 

[116] 

1633 cm-1- νsym(C=N (CN3H5
+)) [112] 

1631 cm-1- δasym(C=O NH+(NH3+))[112] 

międzycząsteczkowa struktura β [48]  

1630 cm-1-struktura równoległej β-kartki 

[48], [110], [112] 
1629 cm-1- δasym(NH+(NH3+)) [112] 

1642- 1624 cm-1- struktura β–kartki [112] 

1622 cm-1- δ(NH(CONH2)) w asparaginie 
[112] 

1545 

1515 

1550 

1516 

1569 

1535 
- 

1541 

1516 

Histony: 
amid II (60% δ(N–H), 40% ν(C–N)) czuły  

na uwodnienie [48], [112], [113]  
1560 cm-1- νasym(CO2

−) w kwasie 

glutaminowym [48], [116] 

1470 

1450 
1470 

 

1470 

1446 

1465 

1431 

1459 

1427 

Histony:  
1465 cm-1-  δ(CH2) w alaninie [48], [116]  

1450 cm-1- δasym(CH3) w walinie, wib. pier-

ścieni benzenowych w fenyloalaninie i tyro-
zynie [48], [116] 

1420 1424 1415 - - Histony:  
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1415 cm-1-  νsym(CO2
−) w kwasie glutamino-

wym [48], [116] 

1386 

1345 

1387 

1342 

1381 

1329 

1386 

1360 

1322 

1395 

1359 

1316 

Histony: amid III (30% ν(C–N), 30% δ(N–

H), 10% ν(C=O), 10% δ(O=C–N), 20% 
inne), czuły na strukturę drugorzędową [48], 

[107], [111]–[113], [126] 

1375 cm-1- δsym(CH3) w leucynie [48], [116] 

1350–1250 cm-1- δ(O–H) w serynie [48], 
[116] 

1275 

1248 

1278 

1248 

1267 

1242 

1272 

1247 

1271 

1248 

1222 

Histony: amid III [48], [60], [107], [111]–
[113], [126], [127], [132], [135], [136] 

1156 1153 
1207 

1170 
1157 1151 

Histony:   
1160 cm-1- δr(NH3

+) w lizynie [48], [116] 

995 996 - 997 986 
Histony: ∆(C-C) pierścienia fenyloalaniny 
[120] 

943 948 946 948 942 
Histony: 
935 cm-1- υ(C-C) [120] 

- 910 - - - 
Histony:  
919 cm-1- υ(C-C) w prolinie [120] 

845 850 864  851 
Histony: 
877 cm-1- υ(C-C), δ(CCH) w hydroksyproli-

nie i tryptofanie  [120] 

680 678 669 677 675 
Histony: wib. pierścieni benzenowych w fe-

nyloalaninie [48], [116] 

 

Tabela 9 Pasma zidentyfikowane w widmach TERS zebranych z chromatyny (nukleo-

somu) dla wszystkich typów odtworzonej chromatyny nr 1 – 5 wraz z przypisaniami. 

Pozycja pasma [cm
-1

] 

Przypisania Numer odtworzonej chromatyny (Tabela 1): 

1 2 3 4 5 

1717 1719 1718 
1722 

1711 
1720 

DNA:  
1715 cm-1- ν(C6=O6) zasad DNA (G), zaan-

gażowane w tworzenie par Hoogsteena 

(G*G–C) [108] 
1712 cm-1- ν(C2=O2) zasad DNA (T, C), za-

angażowane w tworzenie par odwrotnych par 

Hoogsteena (T*A–T) [108], ν(C=O) zasad 
DNA (G, T), drganie zasad w stosie (ang. 

base- stacking), czuły na zmianę konformacji 

[105]–[108]  

1710- cm-1- ν(C2=O2) uprotonowana C, zaan-
gażowane w tworzenie par Hoogsteena 

Cq*G–C/ts [108] 

Histony:  
1720 cm-1- ν(C=O) w kwasie asparaginowym 

[48] 
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1690 1691 - - 1675 

DNA:   

1698–1691 cm-1-  ν(C2=O2) zasad DNA/RNA 

(U, T) [108] 

1689- 1688 cm-1- ν(N-H) zasad DNA (T),  
ν(C2=O) zasad DNA (G), δs(NH2) [105], 

[108], [128] 

1689–1678 cm-1- ν(C6=O6) zasad DNA (G) 
[108] 

1677–1672 cm-1- (C4=O4) zasad RNA (U) 

[108] 

Histony: amid I czuły na uwodnienie  
(80% ν(C=O), 10% ν(C–N), 10% δ(N–H)) 

1695- 1670 cm-1- struktura antyrównoległej  

β–kartki, międzycząsteczkowa struktura β 
[48], [110]–[112]1690- 1680  cm-1- we-

wnątrzcząsteczkowa struktura β [48], [110], 

[111] 
1678 cm-1- ν(C=O) (CONH2) w asparaginie 

[112] 

1673 cm-1- νasym(C=N) w argininie [48], 

[110]–[112] 

1653 1649 1654 1657 1630 

DNA:   

1671–1655 cm-1- ν(C4=O4) zasad DNA (G) 

[108] 
1660–1655 cm-1- ν(C=O), δ(N–H) [48], [113]  

1657–1653 cm-1- ν(C4=O4) zasad RNA (U) 

[108]   

1656- 1652 cm-1- ν(C2=O) zasad DNA (C) 
[105] 

1655- 1647 cm-1- ν(C2=O2) zasad DNA (C) 

[108] 
1654 cm-1- ν(C=C), ν(C(4)=O) [117] 

1646- 1642 cm-1- metylowana cytozyna 

C5[105] 

1645–1641 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 
(T) [108]  

Histony: amid I 

1650 cm-1- ν(C=O) w asparaginie [48], [116]  
1655 cm-1- struktura α–helisy [48], [110]–

[112] 

1645- 1640 cm-1- struktura nieuporządkowana 
[48], [110]–[112] 

1640–1610 cm-1-  δ(NH3+) w lizynie [48], 

[116] 

1633 cm-1- νsym(C=N (CN3H5
+)) [112] 

1631 cm-1- δasym(C=O NH+(NH3+)) [112] 

międzycząsteczkowa struktura β [48]  

1630 cm-1- równoległa struktura β [48], 
[110], [112] 

1629 cm-1- δasym(NH+(NH3+)) [112] 

1642- 1624 cm-1- struktura β–kartki [112] 
1622 cm-1- δ(NH(CONH2)) w asparaginie  
[112] 
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1609 1611 1624 1607 1607 

DNA:  ν(C=C imidazole ring) [48] 

Histony: 
1610, 1615 cm-1- δ(NH(CONH2)) w glutami-

nie [48], [112], [116] 

1608 cm-1- wib. pierścieni benzenowych  
w argininie [48], [116] 

1583 1583 
1591 

1572 
1577 1571 

DNA:  

1590–1575 cm-1- ν(C=N) pierścieni zasad 

DNA (G) [108], pierścieni zasad (A/C/G/T) 
[129], [130]   

1585–1582 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 

(C) [108] 

1579–1576 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 
(A) [108] 

1578 cm-1- ν(C=N, pierścieni imidazolo-

wych) [48], [105], [113] 
1580- 1575 cm-1- C=N zasad DNA (A) [105] 

Histony:   
1586 cm-1- wib. pierścieni benzenowych  
w argininie [48], [116] 

1541 
1556 

1537 
1536 1545 1546 

DNA:  

1538 cm-1- pierścieni imidazolowych zasad 

DNA (G) [115] 
1534- 1531 cm-1- zmodyfikowana G [105], 

marker konformacji DNA [113] 

Histony: amid II (60% δ(N–H), 40% ν(C–

N)) czuły na uwodnienie [48], [112], [113]  

1560 cm-1- νasym(CO2
−) w kwasie 

glutaminowym [48], [116] 

1516 - - 1515 1511 DNA: wib. pierścieni zasad DNA (A) [115] 

1503 1498 1497 - - 

DNA:   

1506- 1498 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 

(C) [108] 

1495- 1476 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 
(G) [108], marker konformacji DNA [113] 

1496- 1487 cm-1- δ(CH), C=C [108] 

Histony:  

- - 1478 - - 

DNA:   
1495- 1476 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 

(A, G) [108], marker konformacji DNA [113] 

1485–1477 cm-1- obl.: C4C5, N1C2, N3C4 wib. 

zasad DNA (T) [108] 
Histony: δ(CH2), czuły na uwodnienie [114] 
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1454 1454 1459 - 1464 

DNA:  

1463 cm-1- δs(N3-H), δ(C5-CH3) zasad DNA 

(T) [115] 

1457–1453 cm-1- obl.: N1=C6, C6N6 wib. 
zasad DNA (A) w formie B/A [108], marker 

konformacji DNA [113] 

Histony:  
1465 cm-1- δ(CH2) w alaninie [48], [116]  

1450 cm-1- δasym(CH3) w walinie, wib. pier-

ścieni benzenowych w fenyloalaninie i tyro-

zynie [48], [116] 

1421 1422 - 1434 1426 

DNA:   

1438–1434 cm-1- zasady DNA (A) w formie 

Z DNA [108] prawo-skrętne helisy [110], 
[114] 

1425–1420 cm-1- marker konformacji DNA 

[113], zasady DNA (A) w formie Z DNA 

[108] 
1412- 1417 cm-1- δ(CH), δ(NH), ν(CN) [108] 

Histony:  
1415 cm-1- νsym(CO2

−) w kwasie glutamino-
wym [48], [116] 

1386 
1386 

1352 
1377 1396 1386 

DNA:   

1389–1374 cm-1- obl.: δsym(CH3) zasad DNA 

(T) [108], marker konformacji DNA [113]    
1384 cm-1- ν(C5-CH3), δs(C6-H) zasad DNA 

(A, T) [115] 

1373 cm-1- δ(CH3) [117] 
1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty 

[108] 

1373- 1369 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (G, C) 
[105]  

1370- 1380 cm-1- δ(CH),  δ(NH), ν(CO) 

[108] 

Histony:  
1375 cm-1- δsym(CH3) w leucynie [48], [116] 

- 1367 - 1359 1365 

DNA:  

1361 cm-1- δ(CH3) [117]  
1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty 

[108] 

1365–1360 cm-1- cytydyna w konformacji 

anty [108] 
1357–1352 cm-1- puryny w konformacji syn 

[108] 

Histony:1350–1250 cm-1- δ(O–H) w serynie 
[48], [116] 

1325 1324 1326 1319 1325 

DNA:   

1330 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (A, T) [105] 
Histony: amid III (30% ν(C–N), 30% δ(N–

H), 10% ν(C=O), 10% δ(O=C–N), 20% inne) 

czuły na strukturę drugorzędową [48], [107], 
[111]–[113] 
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1297 - 1298 1299 1291 

DNA:   

1306–1300 cm-1- obl.: HC2'H, C4'C5' wib. za-

sad DNA (A) [108] 

1297–1285 cm-1- ν(C4NH2) zasad DNA © 
[108] 

1296 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA (C, T) 

[115] 
1292- 1288, 1276 cm-1- N-H zasad DNA ( T) 

[105] 

Histony: amid III [48], [107], [111]–[113] 

1274 1272 1275 1271 - Histony: amid III [48], [107], [111]–[113] 

1248 1247 1237 1245 1253 

DNA:   

1245–1235 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie 

DNA, główny marker formy A DNA, czuły 
na zmiany konformacji[48], [105], [108], 

[113], [118], [119] 

1247 cm-1- wib. pierścieni zasad (C) [115] 

- - - 1203 1203 

DNA:   

1206 cm-1- wib. pierścieni zasad [117] 

Histony:  

- 1150 1167 1151 
1176 

1150 

DNA:   

1188 cm-1- deoksyryboza [105] 

Histony:   
1160 cm-1- δr(NH3

+) w lizynie [48], [116] 

1083 1080 

1113 

1079 

1054 

 

1113 

1083 

1116 

1082 

DNA: νsym(PO2
-) w szkielecie DNA, czuły na 

zmiany konformacji[48], [105], [108], [113], 

[118], [119] 
1060- 1056, 1011- 1009 cm-1- ν(C-O) w de-

oksyrybozie [105] 

1034 1035 - 1026 1036 

DNA:  
1069–1044 cm-1- ν(CO) w szkielecie furano-

zowym, silnie wzmocniony w formie Z DNA 

[108] 

1000 996 1000 999 995 
Histony: ∆(C-C) w pierścieniu fenyloalani-
nowym [120] 

942 940 - 944 944 

DNA:   

970–950 cm-1- ν(CC) w szkielecie DNA: 

forma B: singlet na pozycji: 970 cm-1,  
forma A: tryplet na pozycjach: 977, 968 i 952 

cm-1, 

forma Z-form: tryplet na pozycjach: 970, 951 
i 925 cm-1 [108] 

Histony: 
935 cm-1- υ(C-C) [120] 

914 916 906 - 912 

DNA: drgania szkieletu DNA [48], [113] 

Histony:  
919 cm-1- υ(C-C) w prolinie [120] 
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- 
869 

841 
861 - 861 

DNA:   
850 cm-1- νasym(PO2

-) w szkielecie DNA 

Histony: 
877 cm-1- υ(C-C), δ(CCH) w hydroxyprolinie 
i tryptofanie [120] 

- - 799 - - DNA: wib. zasad DNA [108], υ(O-P)[117] 

682 682 
694 

668 

689 

677 
675 

DNA:  

690 cm-1- ν( C1’-N9) zasad DNA (G) [115] 

682 cm-1- konformacji C2′-endo/anty zasad 
DNA (G) [120], [121] 

Histony: wib. pierścienia benzenowego w fe-

nyloalaninie [48], [116] 

 

 

Rys.  19 Topografia AFM chromatyny naniesionej na pozłacane szablonowe wyżarzane 

płomieniowo podłoże z wykorzystaniem niemetylowanego DNA faga λ z niemetylowanymi 

dodatkowo histonami HeLa (A, chromatyna nr 1, Tabela 1). Przedstawiono także przykła-

dowe pojedyncze widma TERS zebrane z nukleosomu (B), DNA (C) i podłoża (D) wraz  

z zaznaczonym obszarem na topografii AFM, z którego widma te zostały zebrane. Widma 

TERS nukleosomu (B) i DNA (C) zostały wybrane na podstawie najwyższych wartości wyzna-

czonych współczynników korelacji Pearsona z widmami referencyjnymi (modelowym wid-

mem euchromatyny otrzymanym poprzez kombinacje liniową (PCC=0,3) i referencyjnym wid-

mem niemetylowanego DNA faga λ (PCC=0,4)). Dla porównania, przedstawiono także widmo, 

zebrane, gdy sonda nie była w kontakcie z próbką (n=5, E) w celu sprawdzenia czystości sondy. 

Dodatkowo przedstawiono także sygnał z fotopowielacza (PMT), obrazujący położenie sondy 
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(F) oraz sygnał przedstawiający obszar największego wzmocnienia sygnału TERS (ang. hot 

spot), otrzymany poprzez integrację sygnału TERS w zakresie spektralnym  

1808 – 43 cm-1. Dolny rząd przedstawia możliwy mechanizm oddziaływania DNA w konfor-

macji B i histonu H4 (H4R45) poprzez oddziaływanie z mniejszym rowkiem DNA (H), poten-

cjalny mechanizm oddziaływania DNA w konformacji A i histonu H4 (H4R45), poprzez od-

działywanie z mniejszym rowkiem DNA (I), który jest jednak mało prawdopodobny. Podobnie 

przedstawiono także potencjalny mechanizm oddziaływania DNA w konformacji B i histonu 

H4 (H4R45) poprzez oddziaływanie z większym rowkiem DNA (J), który także jest mało praw-

dopodobny. Dodatkowo, przedstawiono bardziej prawdopodobny mechanizm oddziaływania 

DNA w konformacji A i histonu H4 (H4R45) poprzez oddziaływanie z większym rowkiem 

DNA (K, struktura oktameru histonowego, PDB ID: 1aoi [138], struktura DNA w konformacji 

B, PDB ID: 1bna [150] oraz struktura DNA w konformacji A, PDB ID: 4izq [151]). 

 

 Dzięki uśrednieniu widm TERS, możliwe było uzyskanie globalnej informacji na temat 

lokalnej struktury i organizacji chromatyny na poziomie pojedynczego nukleosomu, a także 

zidentyfikowanie markerów spektroskopowych, charakteryzujących zarówno eu-, jak i hetero-

chromatynę. Z drugiej jednak strony, spektroskopia TERS, jest metodą, która umożliwia wy-

konywanie pomiarów w nanoskali. Z tego też względu, występuje zmienność pomiędzy poje-

dynczymi widmami TERS, zebranymi nawet z molekuły tego samego rodzaju lub widmami 

TERS zebranymi z tej samej molekuły, oddalonymi od siebie zaledwie o kilka nanometrów 

przy użyciu tej samej sondy TERS z wybranej próbki (Rys.  19). Na Rys.  19A przedstawiono 

topografię AFM chromatyny naniesionej na pozłacane szablonowe podłoże wyżarzane płomie-

niowo, odtworzonej z wykorzystaniem niemetylowanego DNA faga λ z niemetylowanymi do-

datkowo histonami HeLa (Rys.  19A, chromatyna nr 1 , Tabela 1). Dodatkowo, przedstawiono 

także przykładowe pojedyncze widma TERS zebrane z nukleosomu (Rys.  19B), DNA (Rys.  

19C) i podłoża (Rys.  19D) wraz z zaznaczonym obszarem na topografii AFM, z którego widma 

te zostały zebrane. Widma TERS nukleosomu (Rys.  19B) i DNA (Rys.  19C) zostały wybrane 

na podstawie najwyższych wartości wyznaczonych współczynników korelacji Pearsona z wid-

mami referencyjnymi (modelowym widmem euchromatyny otrzymanym poprzez kombinację 

liniową (PCC=0,3) i referencyjnym widmem niemetylowanego DNA faga λ (PCC=0,4).  

Jak można zauważyć na Rys.  19, występuje duża zgodność pomiędzy topografią AFM, a typem 

widma TERS i typem molekuły, który został zidentyfikowany, a z którego wybrane widmo 

TERS zostało zebrane (nukleosom- Rys.  19B lub DNA- Rys.  19C). Zgodność topografii  
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AFM z typem widma, które zostało zidentyfikowane, dzięki obliczaniu współczynników kore-

lacji Pearsona dowodzi, że widma TERS w obrębie każdej mapy zostały pogrupowanie prawi-

dłowo na widma TERS, zebrane odpowiednio z: DNA, histonów, chromatyny i podłoża. 

Widma TERS zebrane w odległości od siebie rzędu nanometrów mogą znacząco się od siebie 

różnić (Rys.  19) nawet, jeśli zostały zebrane z tej samej molekuły, takiej jak na przykład nu-

kleosom. Pomimo tego faktu, obserwacje, które zostały dokonane na uśrednionych widmach 

TERS na temat struktury i organizacji chromatyny w pojedynczym nukleosomie zostały po-

twierdzone, nawet, jeśli weźmie się pod uwagę pojedyncze widma TERS (Rys.  19B-C). Za-

równo w uśrednionych widmach TERS DNA (Rys.  17A i Rys.  18A) i chromatyny (Rys.  17C 

i Rys.  18C), jak i w pojedynczych widmach TERS DNA (Rys.  19C) i chromatyny (Rys.  19B) 

obserwuje się spadek intensywności pasma dla liczby falowej 1497 cm-1 w widmie chromatyny  

w porównaniu z widmem DNA. Ponadto, zarówno w przypadku pojedynczych, jak i uśrednio-

nych widm TERS, obserwuje się pasma charakterystyczne dla DNA i histonów, jak to już było 

dyskutowane. Obserwacja ta dowodzi, że wyciągnięte w niniejszej rozprawie doktorskiej wnio-

ski na temat organizacji chromatyny dotyczą jej lokalnej struktury na najniższym poziomie 

organizacji, na poziomie pojedynczego nukleosomu. Co więcej, na Rys.  19E zostało przedsta-

wione uśrednione widmo (n=5) zebrane, podczas gdy sonda nie była w kontakcie z próbką  

w celu sprawdzenia czystości sondy podczas eksperymentu z wykorzystaniem spektroskopii 

TERS, zwłaszcza po wykonaniu wszystkich pomiarów. Schemat przeprowadzonej analizy zo-

stał przedstawiony na Rys.  6.  

 

3. Wnioski 

 

Pomiary chromatyny na najniższym poziomie jej organizacji, na poziomie pojedyn-

czego nukleosomu, zostały wykonane z wykorzystaniem spektroskopii AFM - TERS. Został 

zbadany wpływ metylacji, zarówno DNA, jak i histonu H3 (H3K27me3) na strukturę i organi-

zację pojedynczego nukleosomu. Ponadto, zostało wykonane mapowanie z wykorzystaniem 

spektroskopii Ramana pojedynczego chromosomu komórek linii INS-1E. Pomiary te umożli-

wiły zidentyfikowanie markerów spektroskopowych eu- i hetero-chromatyny, pomimo faktu, 

że bezpośrednia i jednoznaczna determinacja pasm, charakterystycznych głównie dla DNA lub 

histonów, które mają największy wpływ na widma eu- i hetero-chromatyny, jest trudna. Nastę-

pujące pasma zostały zidentyfikowane, jako pasma markerowe heterochromatyny: 1) pasmo 

charakterystyczne dla wib. zasad A, C i G oraz δ(CH), a także C=C (1487 cm-1), 2) pasmo 
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charakterystyczne dla drgania grup metylowych i metylenowych (1454 cm-1 (δs(N3-H), δ(CH2), 

δ(CH3)), 3) pasma charakterystyczne dla drgania zasad DNA (1423 cm-1 (zasady DNA, prawo-

skrętne helisy, δ(CH), δ(NH), ν(CN)) i 1325 cm-1 (zasady DNA, ν(C-N))),  4) pasmo charakte-

rystyczne dla drgania δr(NH3
+) (1150 cm-1 (δr(NH3

+) w lizynie) oraz 5) pasmo charaktery-

styczne dla wib. szkieletu DNA (915 cm-1 oraz  861 cm-1 (νasym(PO2
-) DNA, υ(C-C), δ(CCH)). 

Z kolei, pasmo specyficzne dla drgania δ(CH3) oraz drgania zasad DNA, δ(CH),  δ(NH), ν(CO), 

δ(CH3) w leucynie na pozycji spektralnej 1382 cm-1 zostało zidentyfikowane jako pasmo cha-

rakterystyczne dla euchromatyny. Spośród wymienionych pasm, specyficznych dla heterochro-

matyny, poniższe pasma scharakteryzowano jako pasma związane z poziomem metylacji DNA: 

1487 cm-1, 1454 cm-1, 915 cm-1 oraz 861 cm-1, a pasmo na pozycji spektralnej: 1382 cm-1 jako 

pasmo związane z poziomem metylacji histonów (głównie histonu H3- H3K27me3). Ponadto, 

przedstawione w niniejszej rozprawie wyniki, wskazują na bardzo istotną rolę metylacji lizyny 

w formowaniu się heterochromatyny. Można to zauważyć poprzez wzrost intensywności pasma 

w pozycji spektralnej 1150 cm-1 (δr(NH3
+) w lizynie), zarówno w widmach TERS chromatyny, 

która została odtworzona z wykorzystaniem histonów zawierających metylowany histon  

H3 (H3K27me3), jak i widmach ramanowskich zebranych z obszarów heterochromatyny  

w pojedynczym chromosomie. Dodatkowo, w niniejszej rozprawie doktorskiej zostało poka-

zane, że nawet po wysuszeniu próbki chromatyny, koliste DNA wciąż zachowuje konformację 

B i możliwe jest potwierdzenie współistnienia zarówno konformacji B, jak i konformacji A.  

Z drugiej jednak strony w przypadku liniowego DNA faga λ została stwierdzona jedynie kon-

formacja A, co wskazuje, że ten typ DNA jest bardziej czuły na zmianę konformacji. Wynika 

to prawdopodobnie z faktu, że w tym rodzaju DNA występują wolne końce. W oparciu o przed-

stawione w poniższej rozprawie wyniki TERS, na podstawie zmiany intensywności pasma cha-

rakterystycznego dla wib. zasad A, C i G oraz δ(CH), a także C=C (1487 cm-1), można stwier-

dzić, że w zależności od konformacji DNA, zostały zidentyfikowane dwie różne struktury nu-

kleosomów: 1) charakteryzująca się brakiem obecności pasma dla liczby falowej 1487 cm-1  

w przypadku liniowego DNA faga λ (głównie konformacja A) oraz 2) charakteryzująca się 

obecnością pasma dla liczby falowej 1487 cm-1 w przypadku kolistego DNA (pUC19, współ-

istnienie konformacji A i B). Zanik intensywności pasma na pozycji spektralnej  

1487 cm-1 jest najprawdopodobniej związany z powstawanie wiązania wodorowego pomiędzy 

końcem NH2 kationowych reszt histonów z azotem N7 zasady guaninowej DNA w większym 

rowku DNA. Z kolei w przypadku kolistego DNA najprawdopodobniej obserwuje się oddzia-

ływanie reszt histonów i zasad w mniejszym rowku DNA. Ponadto, w oparciu o otrzymane 

wyniki, można stwierdzić, że na strukturę nukleosomów największy wpływ ma konformacja 
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DNA, a nie poziom metylacji DNA czy histonu H3. Podsumowując, przeprowadzone badania 

spektroskopowe chromatyny na najniższym poziomie jej organizacji- pojedynczego nukleo-

somu, umożliwiły lepsze wyjaśnienie i zrozumienie natury pasm i zmian spektroskopowych 

związanych z metylacją lub typem i konformacją DNA.  
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III. BADANIE STRUKTURY MOLEKULARNEJ CHROMATYNY  

W MIKROSKALI: BADANIE CHROMOSOMÓW  

Z WYKORZYSTANIEM NANOSPEKTROSKOPII AFM-IR 

 

1. Opis eksperymentu 

 

Schemat przeprowadzonych eksperymentów i wykonanej analizy, mającej na celu ba-

danie struktury molekularnej chromosomów z wykorzystaniem nanospektroskopii AFM - IR 

został przedstawiony na Rys.  20. 

 

Rys.  20 Schemat eksperymentów i analizy danych uzyskanych z pomiarów chromosomów 

z wykorzystaniem metody AFM – IR.  
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1.1. Charakterystyka materiału badawczego 

1.1.1. Napromienianie krwi obwodowej wiązką protonów 

 

Krew do napromieniania była pobierana od zdrowego, anonimowego pacjenta płci mę-

skiej w wieku < 35 lat. Była ona pobierana do fiolek zawierających heparynę, która  

ma działanie przeciwzakrzepowe. Tuż przed napromienianiem, krew była umieszczana  

w probówkach typu eppendorf o objętości 2 ml. Przed i tuż po napromienianiu, próbki były 

trzymane na lodzie. Próbki krwi napromieniane były wiązką protonów w Centrum Cyklotrono-

wym Bronowice w Instytucie Fizyki Jądrowej Polskiej Akademii Nauk w Krakowie (schemat 

eksperymentów: Rys.  20A). Podczas napromieniania próbki umieszczano w specjalnie skon-

struowanym do tego celu fantomie wykonanym z PMMA. Na przedniej ścianie fantomu zamo-

cowana była dodatkowo płytka wykonana z PMMA o wartości współczynnika ekwiwalentu 

wody WET (ang. Water Equivalent Thickness) równej 2,4 mm H2O [152]. Podczas napromie-

niania, próbki w całości znajdowały się w polu promieniowania za kolimatorem końcowym  

o średnicy 40 mm. Środek próbki był umieszczony w izocentrum stanowiska pomiarowego. 

Kalibrację oraz napromienianie wykonywano w połowie poszerzonego piku Bragga (SOBP, 

ang. Spread-out Bragg peak). Do tego celu zostało wykorzystane śmigło modulatora zasięgu. 

Wykorzystane śmigło dawało całkowite poszerzenie i maksymalny zasięg SOBP [152]. 

Przed właściwym napromienianiem próbek, kalibrowano układ do napromieniania [152]. 

Kalibracja została wykonana przy użyciu dawkomierza kontrolnego, w którego skład wcho-

dziły następujące elementy: 1) cylindryczna komora jonizacyjna PTW 31010 SN 3051 o obję-

tości czynnej 0,125 cm3, 2) elektrometr Unidos PTW 10001 SN 11783 (U3) oraz 3) kabel K3-

10_1. Komora jonizacyjna była umieszczana w probówce typu eppendorf wypełnionej wodą  

w fantomie z PMMA. Była ona umieszczana tak, aby punkt referencyjny komory jonizacyjnej 

znajdował się w izocentrum stanowiska. Współczynnik kalibracyjny pod względem dawki po-

chłoniętej do wody dla dozymetru w odniesieniu do wiązki referencyjnej NDw dla danego ze-

stawu dozymetrycznego wynosił: 2,928∙108 [Gy/C] [152]. Dodatkowo, uwzględniano po-

prawkę na zmieniające się warunki atmosferyczne. Za pomocą elektrometru Unidos była od-

czytywana wartość MD [Gy], która stanowiła wynik pomiaru. Była ona następnie przeliczana 

na dawkę Dw [Gy], zgodnie ze wzorem (60). Obliczenia dawki wykonywane były zgodnie  

z wytycznymi zamieszczonymi w protokole dozymetrycznym TRS-398 [152], [153]. 

 

Dw = MD ∙ kT,p ∙ kQ (60) 
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gdzie: 

 Dw - dawka pochłonięta [Gy] 

MD - odczyt z elektrometru Unidos (z uwzględnieniem współczynnika  

kalibracyjnego NDw) [Gy] 

kT,p - współczynnik korekcji na ciśnienie i temperaturę 

kQ = 1,029- czynnik korygujący, uwzględniający różnicę pomiędzy jakością 

wiązki Q użytej do kalibracji, a jakością wiązki referencyjnej Q0 

 

 

Próbki krwi do badań z wykorzystaniem spektroskopii AFM- IR były napromieniane 

dawkami 3 oraz 4 Gy wiązką protonów o energii 60 MeV, zgodnie z kalibracją dozymetryczną. 

Dodatkową próbę kontrolą stanowiły próbki krwi nie napromieniane wiązką protonów (0 Gy). 

Różnica pomiędzy dawką osiągniętą względem zaplanowanej wynosiła poniżej 0,5 %. Badania 

były wykonywane na podstawie zgody Komisji Bioetycznej nr 124/KBL/OIL/2013 oraz pisma 

z dnia 28.09.2018 nr L. dz. OIL/KBL/23/2018. 

 

1.1.2. Otrzymywanie chromosomów metafazowych i nanoszenie  

ich na podłoże do pomiarów AFM-IR 

 

Tuż po napromienianiu, próbki krwi o objętości 0,3 – 0,4 ml były umieszczane w butel-

kach hodowlanych (25 cm2) z pożywką RPMI 1640, L - glutaminą (5 ml, Life Technologies), 

10 % FBS (ang. Fetal Bovine Serum, Life Technologies) i 1% roztworem antybiotyków (peni-

cylina, streptomycyna, Life Technologies) z dodatkiem 0,55 ml PHA (ang. Phytohaemaggluti-

nin). PHA było dodawane do hodowli w celu stymulacji podziałów mitotycznych w limfocy-

tach. Następnie, tak przygotowane próbki były umieszczane w inkubatorze w 37 ºC w atmos-

ferze 5 % CO2. Po 46 godz. inkubacji, do komórek dodawano 50 µl kolcemidu (GIBCO)  

i ponownie pozostawiano komórki do inkubacji przez następne 2 godz. Kolcemid był dodawany 

do hodowli w celu zwiększenia liczby komórek w fazie metafazy poprzez blokowanie tworze-

nia się wrzeciona kariokinetycznego. Po 48 godz. od napromieniania, komórki wraz z pożywką 

przelewano do probówek typu falcon i wirowano z częstością 1200 obr./min. Następnie nadsącz 

był odciągany i do pozostałego osadu był dodawany 0,075 M roztwór KCl. Roztwór KCl (roz-

twór hipotoniczny) był dodawany do komórek w celu spowodowania ich napęcznienia. Dzięki 

temu, na ostatnim etapie przygotowywania próbek, chromosomy były uwalniane z wnętrza ko-

mórek. Następnie komórki były utrwalane roztworem metanolu i kwasu octowego w stosunku 

ilościowym 3:1. Po utrwaleniu komórek i ostatnim wirowaniu, roztwór utrwalonych komórek 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 128 Kraków, 2019 r. 

 

był nakrapiany, równocześnie na odpowiednio przygotowane podłoża ZnS do pomiarów z wy-

korzystaniem spektroskopii AFM- IR oraz na szkiełka podstawowe w celu oceny jakości otrzy-

manych metafaz. W momencie kontaktu komórek z powierzchnią podłoży, błony komórkowe 

pękały i uwalniały się chromosomy wraz z zawartością wnętrza komórek. Napromienianie oraz 

przygotowanie preparatów chromosomowych zostało opisane w: [19], [20], [154].  

  

1.2. Charakterystyka warunków pomiarowych 

1.2.1. Nanospektroskopia AFM- IR z wykorzystaniem systemu nanoIR2  

 

1.2.1.1. Opis układu pomiarowego 

 

Rys.  21 System nanoIR2 do pomiarów z wykorzystaniem metody AFM – IR (A) wyposa-

żony w laser OPO (B) i laser QCL (C). W systemie nanoIR2 do pomiarów w modzie kontak-

towym wykorzystuje się specjalne sondy AFM (PR-EX-nIR2-10, D). 

 

Do pomiarów z wykorzystaniem spektroskopii AFM - IR został wykorzystany system 

nanoIR2 (Anasys, C.A., Rys.  21A), znajdujący się w Laboratorium Obrazowania Spektrosko-

powego w Instytucie Fizyki Jądrowej Polskiej Akademii Nauk. System nanoIR2 jest wyposa-

żony w dwa przestrajalne lasery: laser OPO (ang. Optical Parametric Oscillator- optyczny 

oscylator parametryczny, EKSPLA, Rys.  21B) i QCL (ang. Quantum Cascade Laser- laser 

kwantowo- kaskadowy, The MIRcat, DRS Daylight Solutions Inc., Rys.  21C), umożliwiające 

pomiary zarówno w  rezonansowym (OPO, ang. contact mode), jak i we wzmocnionym rezo-

nansowym (QCL, ang. resonance enhanced mode) modzie kontaktowym [64]. Laser OPO pra-

cuje w zakresie spektralnym: 3600 – 900 cm-1 (dwa segmenty (ang. stage): 3600 – 2235 cm-1 
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(segment 1) oraz 2234 – 850 cm-1 (segment2)). Laser QCL pracuje w zakresie spektralnym: 

1930 – 1144 cm-1 (trzy segmenty QCL (ang. chip): 1930 – 1698 cm-1 (segment QCL 1),  

1707 – 1389 cm-1 (segment QCL 2) oraz 1462 – 1144 cm-1 (segment QCL 3)). Laser OPO 

emituje pulsy wiązki z częstością 1 kHz o długości 10 ns. Z kolei laser QCL emituje pulsy 

wiązki z częstością w zakresie: 0,1–500 kHz o długości 180 ns (ang. duty cycle 4 %). Moc 

wyjściowa lasera OPO wynosi 0,5 W (12 ns pulsy, cały zakres spektralny) [155]. W przypadku 

lasera QCL moc wyjściowa lasera również wynosi 0,5 W [156]. Widmo mocy lasera OPO 

przedstawiono na Rys.  22 dla polaryzacji 0 i 90 ° bez dodatkowego filtra osłabiającego moc 

lasera (Rys.  22A-B) oraz z dodatkowym filtrem 10- krotnie osłabiającym moc lasera (filtr 

absorpcyjny, Rys.  22C-D). Dla porównania, widmo mocy lasera QCL przedstawiono na Rys.  

23 dla polaryzacji 0 i 90 ° dla modu krokowego (ang. stepped mode, Rys.  23A-B) oraz  

dla modu szybkiego (ang. fast mode, Rys.  23C-D). Minimalna grubość próbki do pomiarów  

z wykorzystaniem lasera OPO (rezonansowy mod kontaktowy) wynosi 50 nm, a z wykorzysta-

niem lasera QCL (wzmocniony rezonansowy mod kontaktowy) wynosi 20 nm, a nawet mniej 

[64]. Maksymalna rozdzielczość spektralna w przypadku lasera OPO jest równa 4 cm-1,  

a w przypadku lasera QCL jest równa  1 cm-1 [64]. Do pomiarów z wykorzystaniem systemu 

nanoIR2 zostały wykorzystane sondy AFM pokrywane złotem (PR-EX-nIR2-10, średnica 

stożka (ang. apex): 20 nm, częstość rezonansowa: 13 ± 4 kHz, stała sprężystości: 0,07-0,4 N/m, 

Anasys C.A., Rys.  21D). Do zbierania widm i map z wykorzystaniem spektroskopii AFM- IR 

został wykorzystany program Analysis Studio 3.12.1.6114 (Anasys C. A.). 
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Rys.  22 Widmo mocy lasera OPO zmierzone dla polaryzacji 0 ° (A) i 90 ° (B) bez dodatko-

wego filtra osłabiającego moc lasera oraz zmierzone dla polaryzacji 0 ° (C) i 90 ° (D) z dodat-

kowym filtrem osłabiającym moc lasera dla mocy lasera 100 % w całym zakresie spektralnym 

(uśredniono 5 widm mocy, w każdym punkcie uśredniono sygnał z 128 pulsów lasera (ang. co- 

averages)).  
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Rys.  23 Widmo mocy lasera QCL zmierzone dla polaryzacji 0 ° (A) i 90 ° (B) dla modu 

krokowego (ang. stepped mode) oraz zmierzone dla polaryzacji 0 ° (C) i 90 ° (D) dla modu 

szybkiego (ang. fast mode, uśredniono 5 widm mocy lasera, w każdym punkcie uśredniono 

sygnał z 256 pulsów lasera (ang. co- averages)). Moc mierzono dla 100 % mocy lasera w całym 

zakresie spektralnym. 

 

 Ze względu na fakt, że do pomiarów zostały wykorzystane oba typy laserów, warto 

opisać zasadę ich działania. Optyczny Oscylator Parametryczny (OPO) jest źródłem promie-

niowania elektromagnetycznego podobnym do lasera, także wykorzystującym rezonator op-

tyczny [157]–[159]. W przeciwieństwie do emisji wymuszonej w tradycyjnym laserze, wzmoc-

nienie jest w tym przypadku uzyskiwane dzięki wykorzystaniu zjawiska wzmocnienia parame-

trycznego (ang. parametric amplification) w nieliniowym krysztale [158], [160]. Zjawisko  

to opiera się na wykorzystaniu optycznych efektów nieliniowych, związanych z własnościami 

odpowiedniego kryształu. Efekt wzmocnienia polega na nieliniowej interakcji trzech fal elek-

tromagnetycznych: fali wzbudzającej (ang. pump wave) o częstości ω3, fali sygnałowej  

(ang. signal wave) o częstości ω2 oraz fali jałowej (ang. idler wave) o częstości ω1. Ze względu  



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 132 Kraków, 2019 r. 

 

na zasadę zachowania energii (ω3  =  ω2 + ω1) zachodzi związek: ω1 < ω3 oraz ω2 < ω3 [160].  

Efektywność procesu wzmocnienia parametrycznego wymaga dopasowania faz wszystkich 

trzech fal. Z tego też względu, proces przestrajania lasera OPO opiera się na dopasowywaniu 

warunku zgodności fazy poprzez m.in. zmianę temperatury kryształu lub zmianę jego orienta-

cji. Zaletą tego typu oscylatora jest jego przestrajalność, co ma ogromne znaczenie w techni-

kach spektroskopowych. Zakres spektralny pracy oscylatorów typu OPO jest często nieosią-

galny w przypadku konwencjonalnych laserów [159], [160].  

 Laser kwantowo- kaskadowy (QCL) jest typem lasera półprzewodnikowego, emitują-

cego falę elektromagnetyczną z zakresu od bliskiej do dalekiej podczerwieni (2,63 – 250 µm) 

[161], [162]. Typowe lasery półprzewodnikowe emitują promieniowanie, dzięki rekombinacji 

par elektron (pasmo przewodnictwa) - dziura (pasmo walencyjne) w obrębie przerwy energe-

tycznej (ang. band gap). W przypadku tego typu laserów, długość emitowanej fali zależy  

od wielkości przerwy energetycznej w półprzewodniku. Laser QCL jest z kolei typem unipo-

larnego lasera półprzewodnikowego, zbudowanego z periodycznie ułożonych warstw, tworzą-

cych super - sieć (ang. superlattice). Działa on na zasadzie przejść rekombinacyjnych nie po-

między różnymi pasmami elektronicznymi (przejścia międzypasmowe), ale na zasadzie przejść 

pomiędzy kolejnymi podpasmami struktury półprzewodnikowej (przejścia wewnątrzpasmowe) 

[162]. W swojej budowie, laser QCL wykorzystuje metodę epitaksji wiązki molekularnej 

(MBE, ang. molecular beam epitaxy) i inżynierię struktury pasm, dzięki którym otrzymuje się 

super-sieć [161]. Tego typu sieć umożliwia wytworzenie niezerowego zmiennego potencjału 

elektrycznego, co skutkuje zmiennym prawdopodobieństwem obsadzania poszczególnych sta-

nów przez elektrony. Przejścia elektronowe między stanami pasm przewodnictwa wynikają z 

kwantyzacji wielkości w hetero-strukturach półprzewodnikowych [162]. Gęstość połączeń sta-

nów tych przejść i odpowiadające im widmo wzmocnienia są wąskie i symetryczne [161]. Ta-

kie ułożenie materiału, z którego jest wykonany laser QCL skutkuje podzieleniem dozwolo-

nych pasm na skończoną liczbę dyskretnych podpasm elektronicznych w obrębie których za-

chodzą przejścia. Po wstrzyknięciu elektronów, w każdym periodzie struktury super-sieci, za-

chodzi pierwsze przejście pomiędzy dwoma podpasmami energetycznymi studni kwantowej, 

podczas którego dochodzi do wymuszonej emisji. Następnie zachodzi kolejne bez promieniste 

przejście na najniższe podpasmo i tunelowanie elektronu do kolejnej studni kwantowej, co skut-

kuje powstaniem kaskady [162]. Poprzez zaprojektowanie warstw o odpowiedniej grubości, 

możliwe jest uzyskanie inwersji obsadzeni w układzie, co jest niezbędnym warunkiem emisji 

lasera. Ze względu na fakt, że o położeniu poziomów energetycznych w układzie decyduje 
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grubość materiału, możliwe jest dostrojenie długości emisji fali elektromagnetycznej w szero-

kim zakresie. Dzięki wykorzystaniu zjawiska powstawania kaskady, możliwe jest uzyskanie 

większych mocy i większej efektywności niż w przypadku tradycyjnych laserów półprzewod-

nikowych [162].  

 

1.2.1.2. Pomiary próbek referencyjnych 

 

W celu wykonania pomiarów próbek referencyjnych, na podłoże ZnS do badań z wyko-

rzystaniem spektroskopii AFM – IR zostało naniesione 10 µl roztworów DNA i histonów:  

1) niemetylowanego DNA faga λ (Sigma Aldrich), 2) metylowanego DNA faga λ (Sigma Ald-

rich) i 3) pojedynczych histonów: H2A, H2B oraz H4 (NEB, schemat eksperymentów:  

Rys.  20A). Widma referencyjne zostały zebrane z wysuszonych kropli badanych roztworów. 

Próbki referencyjne zostały zmierzone z wykorzystaniem rezonansowego modu kontaktowego 

przy użyciu lasera OPO. Widma zostały zebrane w następującym zakresie spektralnym:  

3600 - 2700 cm-1 oraz 1800 - 900 cm-1 z rozdzielczością spektralną 4 cm-1. Moc lasera wynosiła  

8,08 % (Rys.  22) w obu zakresach spektralnych. Widma były zbierane z dodatkowym filtrem, 

osłabiającym 10- krotnie moc wiązki laserowej (Rys.  22). Sygnał AFM- IR był uśredniany  

dla 256 pulsów lasera (ang. co - averages). Widma były zbierane dla częstości sondy AFM 

równej 250 ± 25 kHz. Pomiar widma mocy był wykonany w takim samym zakresie spektralnym 

jak pomiar widm bez dodatkowego filtra osłabiającego moc wiązki laserowej, przy mocy lasera 

100 % w całym zakresie. Widmo mocy było uzyskane dzięki uśrednieniu 5 widm. Dla każdej 

próbki referencyjnej zostało zebranych po 50 pojedynczych widm AFM – IR, które następnie 

zostały uśrednione, wygładzone (algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, 13 pkt., wielomian 

II stopnia) oraz dla których została wykonana korekta linii bazowej (algorytm: Rubberband, 

OPUS 7.5 (Bruker)). Widma zostały także znormalizowane wektorowo by uniezależnić inten-

sywność pasm od grubości próbek (algorytm: vector normalization, OPUS 7.5 (Bruker)) w za-

kresie spektralnym 1800 – 900 cm-1 w celu analizy poziomu metylacji w badanych próbkach 

referencyjnych. 
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1.2.1.3. Poszukiwanie optymalnego podłoża i częstotliwości sondy do po-

miarów AFM- IR 

 

W przypadku pomiarów z wykorzystaniem spektroskopii AFM – IR obiektów o grubości 

rzędu 100 nm, jakimi są chromosomy człowieka, konieczne jest wybranie odpowiedniego 

podłoża do badań. Podłoże to powinno mieć odpowiednią chropowatość (RMS ~ nm) oraz 

powinno być transparentne dla promieniowania elektromagnetycznego w zakresie 

podczerwieni. Na wstępnym etapie pomiarów, chromosomy naniesiono na dwa rodzaje 

podłoży: 1) kryształ ZnS oraz 2) na złotą powierzchnię o grubości 150 nm naparowaną na mikę. 

Oba podłoża spełniały wymagane warunki. Dodatkowo, w przypadku miki pokrytej złotem, 

spodziewano się polepszenia jakości sygnału, ze względu na efekt piorunochromu  

(ang. lightning rod effect), związany z lokalnym wzmocnieniem pola elektromagnetycznego 

poprzez oddziaływanie sondy AFM pokrytej złotem i złotej powierzchni podłoża [64].  

W trakcie wstępnych pomiarów, okazało się jednak, że dla pozłacanej powiechni podłoża,  

w pewnych warunkach, sonda AFM wzbudza się bardziej pod nieobecność badanej próbki, 

takiej jak chromosom, co powoduje powstanie map negatywowych, dla których sygnał AFM – 

IR był słabszy w obszarze próbki (chromosomu) w porównaniu z sygnałem na złotym podłożu. 

Im bliżej powierzchni znajduje się próbnik, tym wzmocnienie pola elaktrycznego lasera jest 

silniejsze, dlatego poza chromosomami sygnał był bardziej intensywny. W celu 

zweryfikowania powyższych obserwacji i wybrania odpowiedniego podłoża do pomiarów 

chromosomów, zbadano zależność wzbudzenia sondy AFM (intensywności sygnału AFM – 

IR) falą o długości 6,024 µm (1660 cm-1) pod nieobecność próbki na krysztale ZnS (Rys.  24A) 

oraz na powiechni miki pokrytej złotem (Rys.  24B). Do analizy otrzymanych danych 

wykorzystano napisany przez Autora program w jezyku C++ w środowisku Linux (Dodatek, 

program: analiza_widmo_mocy.exe). Uzyskane krzywe przedstawiały zależność 

intensywności sygnału AFM – IR (IR Amplitude) od mocy lasera dla częstości w zakresie 0 – 

1,2 MHz dla fali wzbudzajacej (1660 cm-1) i polaryzacji 0 ° - na podłożu ZnS (Rys.  24A)  

i na mice napylonej złotem (150 nm złota, Rys.  24B). Dzięki przeprowadzonej analizie, 

otrzymano relację intensywności sygnału AFM – IR (wysokość piku sygnału IR Amplitude 

opisanego we wstepie) dla kolejnych harmonicznych drgania sondy AFM od mocy lasera  

dla podłoża ZnS (Rys.  24C) i miki nappylonej złotem (Rys.  24D). Dodatkowo, zebrano 

przykładowe mapy, ilustrujące rozkład przestrzenny absorbcji pasma charakterystycznego  

dla drgania wiązania amidowego w białkach histonowych w pojedynczych chromosomach 

(1660 cm-1, amid I, Rys.  24E-F). Jak można zauważyć, na Rys.  24, sonda AFM faktycznie 
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ulegała większemu wzbudzeniu w przypadku miki pokrytej złotem (Rys.  24B, D),  

co skutkowało powstawaniem map negatywowych (Rys.  24F). Podobny efekt zaobserowano 

także w analogicznych badaniach z użyciem fali wzbudzającej o długości 3,378 µm  

(2960 cm-1, Rys.  25). Na Rys.  25 przedstawiono zależność intensywności sygnału AFM – IR 

(IR Amplitude) od mocy lasera dla częstości w zakresie 0 – 1,2 MHz dla fali wzbudzajacej 

(2960 cm-1) i polaryzacji 0 ° - na podłożu ZnS (Rys.  25A) i na mice napylonej złotem (150 nm 

złota, Rys.  25B). Z kolei na Rys.  25C-D przedstawiono zależność intensywności sygnału AFM 

– IR (wysokość piku sygnału IR Amplitude opisanego we Wstepie) dla kolejnych 

harmonicznych drgania sondy AFM od mocy lasera dla podłoża ZnS (Rys.  25C) i miki 

nappylonej złotem (Rys.  25D). Ze względu na zaobserwowany i opisany powyżej efekt,  

do dalszych pomiarów zostało wybrane podłoże ZnS, co pozwoliło na wykonanie bardziej 

powtarzalnych pomiarów i łatwiejszą optymalizację sygnału AFM- IR. Na Rys.  24C-D oraz 

Rys.  25C-D można ponadto zaobserwować, najwyższą intensywność sygnału AFM – IR  

dla pierwszych trzech harmonicznych drgań sondy AFM (~ 60 kHz, ~ 200 kHz oraz  

~ 400 kHz). Z tego też względu do pomiarów chromosomów wykorzystywano głównie  

II harmoniczna drgania sondy AFM (~200 kHz).  

 

Rys.  24 Badanie wzbudzenia sondy AFM na różnych podłożach do pomiarów z użyciem 

spektroskopii AFM – IR: zależność intensywności sygnału AFM - IR od mocy lasera  
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dla częstości w zakresie 0 – 1,2 MHz dla fali wzbudzajacej 1660 cm-1 i polaryzacji 0 ° -  

na podłożu ZnS (A) i na mice napylonej złotem (150 nm warstwa złota, B). Dodatkowo 

przedstawiono także zależność intensywności sygnału AFM – IR dla kolejnych modów drgania 

sondy AFM od mocy lasera dla podłoża ZnS (C) i miki nappylonej złotem (D). Porównano 

także mapę AFM - IR, przedstawiającą rozkład przestrzenny pasma charakterystycznego  

dla drgania wiązania amidowego w białkach histonowych (1660 cm-1, amid I), otrzymaną  

dla chromosomów naniesionych na kryształ ZnS (E) i mikę napyloną złotem (F).  

 

Rys.  25 Badanie wzbudzenia sondy AFM na różnych podłożach do pomiarów z użyciem 

spektroskopii AFM – IR: zależność intensywności sygnału AFM - IR (IR Amplitude) od mocy 

lasera dla częstości w zakresie 0- 1.2 MHz dla fali wzbudzajacej 2960 cm-1 i polaryzacji 0 ° - 

na podłożu ZnS (A) i na mice napylonej złotem (150 nm warstwa złota, B). Dodatkowo 

przedstawiono zalezność intensywności sygnału AFM - IR (IR Amplitude) dla kolejnych 

modów drgania sondy AFM od mocy lasera dla podłoża ZnS (C) i miki nappylonej złotem (D). 

 

1.2.1.4. Pomiary chromosomów z wykorzystaniem lasera OPO  

 

 Pierwszym krokiem analizy było zebranie topografii AFM wybranej metafazy w celu 

identyfikacji poszczególnych chromosomów i oceny jakości przygotowanej próbki. Za pomocą 

AFM obrazowano obszary o rozmiarach 40 - 80 µm w zależności od wielkości metafaz  
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z rozdzielczością 512 - 1024 pkt. Następnie wykonywany był pomiar topografii AFM wybra-

nych pojedynczych chromosomów w zakresie 2 - 10 µm w zależności od wielkości chromoso-

mów z rozdzielczością 1024 pkt. Po wykonaniu optymalizacji sygnału AFM- IR dla wybranej 

mocy i odpowiednich długości fali, zbierane były mapy i widma. Optymalizacja była wykony-

wana tak, aby sygnał AFM – IR na chromosomie był znacznie bardziej intensywny niż na pod-

łożu. Tego typu pomiar kontrolny był wykonywany przed każdym pomiarem AFM – IR poje-

dynczych chromosomów metafazowych. Widma AFM – IR z wykorzystaniem lasera OPO były 

zbierane w zakresie spektralnym 3100 – 2800 cm-1 oraz 1800 – 900 cm-1 z rozdzielczością 

spektralną 4 cm-1. Moc w zakresie spektralnym 3100 – 2800 cm-1 wynosiła 19,33 % (Rys.  22), 

a w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1 8,08 % (Rys.  22). Była ona dobierana tak,  

aby uzyskać możliwie najwyższą jakość sygnału AFM – IR przy jednoczesnym braku dekom-

pozycji termicznej próbki. Widma były zbierane z dodatkowym filtrem osłabiającym 10- krot-

nie moc lasera. Sygnał AFM - IR był uśredniany dla 1024 pulsów lasera (ang. co - averages) 

w celu uzyskania możliwie najwyższego stosunku sygnału do szumu. Widma były zbierane  

dla częstości sondy AFM w zakresie: 170 – 200 ± 25 kHz (II harmoniczna drgania). Polaryzacja 

wynosiła 0 ° i była prostopadła do powierzchni próbki. Sygnał AFM- IR był uśredniany  

dla 1024 pulsów lasera (ang. co - averages). Liczba widm zebranych z poszczególnych chro-

mosomów zależała od ich wielkości i była w zakresie od 30 - 200 widm. Widma były normali-

zowane przez widmo mocy lasera i do późniejszej analizy statystycznej były eksportowane  

za pomocą napisanego przez Autora programu w języku C++ w środowisku Linux (Dodatek, 

program: nanoIR2.exe). Następnie, były one wygładzane (algorytm wygładzania: Savitzky - 

Golay, 13 pkt., wielomian II stopnia) oraz była dla nich wykonywana korekta linii bazowej 

(algorytm: Rubberband, OPUS 7.5 (Bruker)). Widma były także normalizowane wektorowo 

(algorytm: vector normalization, OPUS 7.5 (Bruker)) w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1 

w celu śledzenia poziomu metylacji w badanych chromosomach. Aby uzyskać informację do-

tyczącą źródeł wariancji w widmach AFM – IR zebranych z chromosomów, została wykonana 

Analiza Składowych Głównych z użyciem programu Unscrambler X 10.5 w zakresie spektral-

nym 3000 – 2800 cm-1. Mapy AFM – IR były z kolei zbierane w obszarach o rozmiarach  

2 - 10 µm w zależności od wielkości chromosomów z rozdzielczością 250 - 450 pkt. Moc lasera 

była dobierana w zależności od długości fali, jakości i intensywności sygnału i była  

ona w zakresie 5 - 20 % (Rys.  22). Mapy, podobnie jak widma były zbierane z dodatkowym 

filtrem osłabiającym 10- krotnie moc lasera. Polaryzacja wynosiła 0 ° i była prostopadła  

do powierzchni próbki. Sygnał AFM- IR był uśredniany dla 256 pulsów lasera (ang. co - ave-

rages). Tempo mapowania było w zakresie 0,01 – 0,02 Hz w celu redukcji szumów.  
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W trakcie mapowania, zbierane były równocześnie następujące sygnały (opisane we wstępie): 

wysokość, podłużne wygięcie sondy AFM (ang. deflection), poprzeczne wygięcie sondy AFM 

(ang. lateral deflection), IR Amplitude, IR Peak oraz częstość sondy. Wszystkie sygnały były 

zbierane w trybie „trace” i „retrace” z wyjątkiem sygnału AFM – IR ze względu na czas po-

miaru. Dla każdego badanego chromosomu zostały zebrane mapy dla liczb falowych charakte-

rystycznych dla: 1) drgania grup metylowych CH3 (2960 cm-1 (νasym(CH3)), 2) drgania grup 

metylenowych CH2 (2850 cm-1 (νsym(CH2)), 3) drgania wiązania amidowego w białkach (1660 

cm-1, amid I) oraz 4) rozciągania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA  

(1240 cm-1 (νasym(PO2
-)). Wartości intensywności sygnału AFM – IR na mapach zostały znor-

malizowane w stosunku do mocy lasera. Następnie, w celu uzyskania rozkładu metylacji  

w pojedynczych chromosomach i uniezależnienia go od grubości próbki, został wyznaczony 

stosunek map dla następujących liczb falowych: 2960 cm-1 i 2850 cm-1 oraz 2960 cm-1  

i 1240 cm-1. Dzięki takiemu podejściu otrzymano mapy stosunków CH3/CH2 oraz CH3/PO2
-, 

przedstawiające rozkład metylacji w pojedynczych chromosomach uniezależniony od zmiennej 

grubości wzdłuż chromosomu. Przed wykonaniem dzielenia/normalizacji dokonywano korekty 

położenia chromosomów w celu wyeliminowania wpływu dryftu termicznego (ang. thermal 

drift). Było to możliwe, dzięki wykorzystaniu topografii AFM, zbieranych równocześnie pod-

czas każdego mapowania. W ostatnim kroku analizy map CH3/CH2 oraz CH3/PO2
- stosowany 

był nieliniowy filtr medianowy w celu usunięcia ekstremalnych (wyraźnie odstających) warto-

ści na mapie CH3/CH2 oraz CH3/PO2
-. Stosowane było także odszumianie (filtr: Gaussian). Za-

stosowany filtr medianowy zastępował zaledwie 0,5 % najwyższych i najniższych wartości 

(tzw. szum typu “pieprz i sól”). 

 

1.2.1.5. Pomiary chromosomów z wykorzystaniem lasera QCL  

 

Podobnie jak w przypadku pomiarów z wykorzystaniem lasera OPO, po analizie topo-

grafii AFM metafaz i wykonaniu optymalizacji sygnału AFM – IR, zbierane były mapy  

i widma. Widma AFM – IR z wykorzystaniem lasera QCL były mierzone w zakresie spektral-

nym 1930 – 1145 cm-1 z rozdzielczością spektralną 2 cm-1 w modzie szybkim. W czasie zbie-

rania widm, moc lasera w całym zakresie spektralnym była stała i wynosiła 9 – 16 % (Rys.  23) 

w zależności od jakości i intensywności sygnału na wybranych chromosomie. Widma były 

zbierane dla częstości sondy AFM w zakresie: 160 – 200 ±25 kHz (ang. deflection). Polaryzacja 

wynosiła 90 ° i była prostopadła do powierzchni próbki. Pomiar tła był wykonany przy mocy 

lasera 100 % w takim samym zakresie spektralnym jak zbierane były widma. Analogicznie  
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jak dla lasera OPO, widmo mocy było uzyskane dzięki uśrednieniu 5 widm. Liczba widm ze-

branych z poszczególnych chromosomów zależała od rodzaju eksperymentu. Widma były nor-

malizowane przez widmo mocy lasera i do analizy były eksportowane za pomocą napisanego 

przez Autora programu w języku C++ w środowisku Linux (Dodatek, program: na-

noIR2_QCL.exe). W eksperymentach, które miały na celu porównanie widm zebranych  

przy użyciu lasera OPO i QCL, zbierane było 10 widm. Z kolei w przypadku obrazowania typu 

hyperspectral imaging, przy rozdzielczości 200 nm zebrano 1600 widm z pojedynczego chro-

mosomu w postaci macierzy widm. Ponadto, dla porównania, wykonano także klasyczne ma-

powanie z wykorzystaniem metody AFM – IR z rozdzielczością 200 nm, jak i z rozdzielczością 

obrazu 2 nm (500 x 500 pkt.). W przypadku mapowania AFM – IR było ono wykonywane  

z mocą lasera w zakresie 10,45 – 19,33 % (Rys.  23) w zależności od liczby falowej, jakości  

i intensywności sygnału. Podczas mapowania, sygnał AFM- IR był uśredniany dla 256 pulsów 

lasera (ang. co - averages). Tempo mapowania było w zakresie 0,1 – 0,2 Hz  

w celu redukcji szumów. W trakcie mapowania z użyciem lasera QCL, zbierane były równo-

cześnie następujące sygnały (opisane we wstępie): wysokość, podłużne wygięcie sondy AFM 

(ang. deflection), poprzeczne wygięcie sondy (ang. lateral deflection), QCL Res. Peak (sygnał 

AFM – IR), częstość sondy. Wszystkie sygnały były zbierane w trybie „trace” i „retrace”  

z wyjątkiem sygnału AFM – IR. Dla każdego badanego chromosomu zostały zebrane mapy  

dla liczb falowych, charakterystycznych dla: 1) drgania grup C=O (ν(C=O), 1720 cm-1),  

2) drgania wiązania amidowego w białkach histonowych (amid I, 1650 cm-1 oraz amid II,  

1540 cm-1), 3) drgania grup CH2 i CH3 oraz zasad DNA w chromosomie (δ(C5-CH3), wib. zasad 

DNA, δ(CH2) w alaninie, δasym(CH3) w walinie, 1450 cm-1), 4) drgania pomiędzy tlenem i fos-

forem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1). Wartości intensywności sygnału AFM – IR 

na mapach zostały znormalizowane w stosunku do mocy lasera. Z kolei dla mapowania typu 

hyperspectral imaging, widma zostały wygładzone (filtr medianowy 7 pkt. oraz algorytm wy-

gładzania: Savitzky - Golay, 7 pkt., wielomian II stopnia), została obliczona dla nich powierzch-

nia pod zidentyfikowanymi pasmami przy użyciu programu Origin 2017 (OriginLab), a następ-

nie wyznaczono dystrybucję przestrzenną wartości wyznaczonych integracji przy użyciu napi-

sanego przez Autora programu w języku C++ w środowisku Linux (Dodatek, program: na-

noIR2_QCL_hyperspectral.exe). Została ona przedstawiona/wyrysowana za pomocą programu 

Gwyddion 2.41 (Czech Metrology Institute). Dodatkowo, wykonano analizę klastrową zebra-

nych widm przy użyciu programu Unscrambler 9.7 (CAMO, algorytm: K - średnich).  

Jak już zostało wspomniane we wstępie, wykorzystana metoda K- średnich należy do grupy 

niehierarchicznych metod analizy skupień [163]. Została ona szczegółowo opisana we wstępie 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 140 Kraków, 2019 r. 

 

teoretycznym rozprawy. Przestrzenna dystrybucja wyznaczonych klastrów również została 

otrzymana przy użyciu napisanego przez Autora programu w języku C++ (Dodatek, program: 

nanoIR2_QCL_hyperspectral.exe).  

 

1.2.2. Śledzenie rozkładu metylacji w pojedynczych chromosomach z wyko-

rzystaniem barwienia fluorescencyjnego anty - 5mC 

 

W celu zweryfikowania wyników uzyskanych z wykorzystaniem spektroskopii AFM – 

IR dotyczących badania rozkładu metylacji w pojedynczych chromosomach, zostało wykonane 

barwienie fluorescencyjne anty - 5mC [164], [165]. Chromosomy wyizolowane od zdrowego, 

anonimowego pacjenta płci żeńskiej w wieku  <  35 lat, zostały wybarwione fluorescencyjnie 

z użyciem mysiego przeciwciała Imprint® Monoclonal Anti-5-methylcytosine (33D3, Sigma - 

Aldrich, nr kat. SAB4800001). Do tego eksperymentu wybrano pacjentkę płci żeńskiej  

ze względu na fakt, iż w żeńskich komórkach somatycznych występują dwa chromosomy X, 

różniące się rozkładem przestrzennym euchromatyny i heterochromatyny. Dodatkowo, chro-

mosomy zostały wybarwione kontrastowo jodkiem propidyny, aby lepiej przedstawić rozkład 

metylacji w pojedynczych chromosomach (większy kontrast) i zidentyfikować obszary euchro-

matyny i heterochromatyny w postaci pasków (ang. banding). Pierwszym krokiem barwienia 

fluorescencyjnego była inkubacja preparatu chromosomów na szkiełku podstawowym w roz-

tworze buforu SSC (ang. Saline-Sodium Citrate, roztwór cytrynianu sodu (0,3 M) i chlorku 

sodu (3 M), Sigma - Aldrich) przez 10 min. w temp. 37 ºC. Następnie, preparat był inkubowany 

przez 10 min. w roztworze pepsyny (20 μg/ml w 0,1 N HCl, Sigma - Aldrich) w temp. 37 ºC. 

Po inkubacji, preparat był płukany w buforze fosforanowym (PBS, Sigma - Aldrich) i odwad-

niany z użyciem szeregu alkoholu etylowego: 50 %, 70 %, 100 %. Kolejno, preparat był po-

nownie uwadniany w buforze fosforanowym (PBS, Sigma - Aldrich). Dalej, na preparat zostało 

nakropione przeciwciało anty - 5mC (92 µg/ml) i roztwór jodku propidyny (0.25 μg/ml).  

Po inkubacji przez 3 godz. w temp 37 °C były wykonywane zdjęcia fluorescencyjne metafaz 

przy użyciu systemu Metafer (MetaSystems, 60x) z modułem manualnym (MMC). Do zbiera-

nia i analizy zdjęć wykorzystywany był program ISIS (MetaSystems). Na podstawie wielkości 

chromosomów oraz położenia centromeru i stosunku ramion p i q na uzyskanych obrazach, 

wykonywany był kariogram wybranej metafazy [18], [20], [21]. Dzięki wykonanemu kariogra-

mowi, możliwe było zidentyfikowanie dwóch chromosomów X i porównanie rozkładu mety-

lacji otrzymanego za pomocą barwienia fluorescencyjnego i mapowania z wykorzystaniem 

spektroskopii AFM – IR.  



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 141 Kraków, 2019 r. 

 

1.2.3. Identyfikacja chromosomów metafazowych z wykorzystaniem fluore-

scencyjnej hybrydyzacji in situ (mFISH) 

 

W celu identyfikacji chromosomów, które zostały zanalizowane z wykorzystaniem spek-

troskopii AFM – IR, a także powstałych fragmentów chromosomów, zostało wykonane bar-

wienie mFISH (ang. multicolor Fluorescence In Situ Hybridization) [20], [166]–[170]. Jest  

to molekularna technika cytogenetyczna, umożliwiająca wykrywanie w materiale genetycz-

nym, takim jak chromosomy, określonej sekwencji DNA za pomocą fluorescencyjnych sond 

DNA. W badaniach, został wykorzystany zestaw sond 24XCyte Human Multicolor FISH (Me-

taSystems, D-0125-060-DI), umożliwiający wybarwienie 24 chromosomów człowieka za po-

mocą 24 różnych sond (Rys.  26A). Widma wzbudzenia i emisji wykorzystanych sond leżą  

w zakresie tradycyjnych fluorochromów: wodny (ang. aqua), zielony (ang. green), pomarań-

czowy (ang. orange), czerwony (ang. red) oraz bliska podczerwień (ang. near- infrared) (Ta-

bela 10).  

Pierwszym etapem eksperymentów mFISH była denaturacja materiału genetycznego 

(DNA). Następnie, umieszczano preparaty w roztworze buforu 2 x SSC (pH 7,0- 7,5) w temp. 

70 ºC (± 1 ºC) i inkubowano przez 30 min. Kolejno preparaty pozostawiano do schłodzenia  

do temp. pokojowej przez 20 min. Kolejnym krokiem była inkubacja w roztworach kolejno:  

0,1 x SSC (pH 7,0- 7,5), 0,07 NaOH w temp. pokojowej przez 1 min. i następnie w roztworach: 

0,1 SSC (pH 7,0- 7,5) i 2 x SSC (pH 7,0- 7,5) w temp. 4 ºC (± 1 ºC) przez 1 min. Dalej wyko-

nano odwadnianie w szeregu alkoholowym w temp. pokojowej: 70 %, 95 %, 100 %. Po od-

wadnianiu preparat pozostawiono do wyschnięcia. Równocześnie wykonywano denaturację 

sond poprzez inkubację w temp. 75 ºC (± 1 ºC) przez 5 min. Kolejnym krokiem było schłodze-

nie sond poprzez inkubację na lodzie przez około 1 min. Następnie inkubowano sondy w temp. 

37 ºC (± 1 ºC). przez 30 min. Po inkubacji, sondy wirowano w celu zebrania roztworu na dnie 

probówki (30 sek.- 1 min., 10 000 RPM) i nanoszono 7 µl roztworu na uprzednio przygotowany 

i zdenaturowany preparat. Preparat nakrywano szkiełkiem nakrywkowym i zabezpieczano uni-

wersalnym klejem polimerowym (Dragon) w celu uniknięcia wysychania próbki w trakcie in-

kubacji. Następnie inkubowano go z sondami przez 24 godz. w 37 ºC w inkubatorze, zapew-

niając odpowiednią wilgotność. Po inkubacji preparatu z sondami mFISH, zdejmowano deli-

katnie szkiełko nakrywkowe, próbkę płukano w roztworze 0,4 x SSC (pH 7,0- 7,5) w temp.  

72 ºC (± 1 ºC) przez 2 min. i w roztworze 2 x SSCT (pH 7,0- 7,5) przez 30 sek. Następnie 

próbkę przepłukiwano wodą destylowaną w celu usunięcia pozostałości po sondach i użytych 
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roztworach. Dodatkowo, preparat barwiono roztworem DAPI (7 µl, DAPI/antifade   

(250 ng/ml), MetaSystems) i nakrywano szkiełkiem nakrywkowym. Po inkubacji próbki przez 

10 min. w temp 4 – 8 ºC, wykonywano zdjęcia fluorescencyjne (Rys.  26A) z wykorzystaniem 

systemu MetaSystems i oprogramowania ISIS. W Tabeli 10 zamieszczono wykorzystane fluo-

rochromy i opis użytych filtrów [171]. Gotowy preparat przechowano w temp 4 – 8 ºC.  

Po wykonaniu zdjęć, chromosomy identyfikowano zgodnie ze schematem barwienia przedsta-

wionym na Rys.  26B. 

 

Rys.  26 Chromosomy człowieka wybarwione z wykorzystaniem metody mFISH przy uży-

ciu zestawu 24XCyte Human Multicolor FISH (A, MetaSystems) wraz ze schematem barwienia 

(B).  

 

Tabela 10 Lista fluorochromów wykorzystywanych do detekcji chromosomów z wyko-

rzystaniem metody mFISH 

Fluorochrom 

Nazwa filtra 

w systemie  

Metasystems 

Długość 

fali emi-

sji [nm] 

Długość 

fali absor-

bcji [nm] 

Kolor 

sygnału 

fluorescencyjnego 

Kolor 

w systemie 

Metasystems 

DAPI DAPI 455  345  jasno- niebieski 
niebiesko- 

fioletowy 

DEAC Aqua 480  426  turkusowy 
jasno- nie-

bieski 

FITC Green 521  495  zielony zielony 

Spectrum 

OrangeTM* 
Orange 588  559  żółty czerwony 
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Texas Red®** Red 615  595  czerwony magenta 

CyTM5*** NIR 670  649  
bliska podczer-

wień 
żółty 

 

* Spectrum OrangeTM to znak towarowy firmy Vysis, Inc. 

** Texas Red® to znak towarowy firmy Molecular Probes, Inc. 

*** CyTM to znak towarowy firmy Amersham Pharmacia Biotech Limited 

 

2. Wyniki i Dyskusja 

 

2.1. Pomiary roztworów DNA i histonów z wykorzystaniem nanospektroskopii 

AFM- IR 

 

Na Rys.  27 przedstawiono widma referencyjne DNA, histonów oraz chromatyny (chro-

mosom metafazowy) zebrane z wykorzystaniem nanospektroskopii AFM- IR w zakresie spek-

tralnym 3100 - 2700 cm-1 (Rys.  27A) wraz z odpowiadającymi im II pochodnymi widm (Rys.  

27B) oraz widma w zakresie spektralnym 1800 - 900 cm-1 (Rys.  27C) wraz z II pochodnymi 

widm (Rys.  27D). Poszczególne widma referencyjne zostały zebrane z: niemetylowanego 

DNA faga λ (n = 50), metylowanego DNA faga λ (n = 50), histonów H2A, H2B i H4 (widmo 

przedstawione jako suma, n = 150 (n = 50 dla każdego histonu)) oraz z pojedynczego chromo-

somu metafazowego (n = 50). W widmach DNA i histonów, przedstawionych na Rys.  27A-B, 

wyraźnie widoczne są pasma charakterystyczne dla drgań grup CH2 i CH3 [172]. W przypadku 

widm DNA, pasma charakterystyczne dla drgania grup CH3 występują dla następujących liczb 

falowych: 2970 cm-1, 2948 cm-1 (νasym(CH3)), 2924 cm-1 (νsym(CH3), Tabela 11). Z kolei pasma 

charakterystyczne dla drgania grup CH2 występują dla wymienionych liczb falowych:  

2924 cm-1 (νasym(CH2), 2848 cm-1 (νsym(CH2), Tabela 11). W widmach histonów H2A, H2B  

i H4, pasma te występują na następujących pozycjach spektralnych: 2971 cm-1, 2950 cm-1  

(νasym(CH3)), 2880 cm-1 (νsym(CH3)) oraz 2935 cm-1 (νasym(CH2), νsym(CH3)), 2845 cm-1 

(νsym(CH2)), Tabela 11). Intensywność wymienionych pasm, charakterystycznych dla drgań 

grup CH2 i CH3 jest większa dla widma metylowanego DNA faga λ w porównaniu z widmem 

niemetylowanego DNA faga λ (Rys.  27A-B) [148], [172]. Analogiczne trendy były obserwo-

wane w przypadku widm ramanowskich niemetylowanego i metylowanego DNA faga λ (roz-

dział pt. „Odtworzenie modelowego widma ramanowskiego eu- i hetero-chromatyny  
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na najniższym poziomie organizacji”). Wymienione wyżej pasma, zostały także zidentyfiko-

wane w analizie składowych głównych (PCA) przeprowadzonej na II pochodnych widm zebra-

nych z metylowanego (n = 50) i niemetylowanego (n = 50) DNA w zakresie spektralnym  

3100 – 2700 cm-1, przedstawionej na Rys.  28A-B oraz w zakresie spektralnym  

1800 - 900 cm-1 (Rys.  28C-D). Na Rys.  28A,C zostały zaprezentowane wykresy rozrzutu  

3D analizy. Z kolei na Rys.  28B,D zostały przedstawione otrzymane ładunki czynnikowe.  

Jak można zauważyć, zarówno na Rys.  28A, jak i Rys.  28C, widma zebrane z niemetylowa-

nego i metylowanego DNA, zostały rozdzielone wzdłuż składowej głównej PC1. Składowa  

ta opisuje, odpowiednio 63 % (Rys.  28A, analiza w zakresie spektralnym 3100 – 2700 cm-1) 

oraz 90 % zmienności w danych (Rys.  28C, analiza w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1).  

W przypadku analizy PCA II pochodnych widm w zakresie spektralnym 3100 – 2700 cm-1, 

widma z metylowanego DNA zostały zgrupowane po ujemnej stronie PC1 (PC1 < 0), a widma 

zebrane z niemetylowanego DNA zostały zgrupowane po dodatniej stronie PC1 (PC1 > 0). 

Wykres ładunków czynnikowych  (Rys.  28B) wskazuje, że za zaobserwowane grupowanie  

się danych odpowiadają głównie pasma, charakterystyczne dla drgań grup CH2 i CH3: 

2924 cm-1, 2882 cm-1, 2845 cm-1, które są skorelowane ze składowa główną PC1. Co więcej, 

można zauważyć, że widma zebrane z niemetylowanego i metylowanego DNA różnią się po-

łożeniem pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH3 (νasym(CH3)). Pasmo to występuje 

na pozycji 2970 cm-1 w II pochodnych widm, zebranych z niemetylowanego DNA (PC1 > 0). 

Z kolei w przypadku II pochodnych widm, zebranych z metylowanego DNA (PC1 < 0), pasmo 

to znajduje się na pozycji spektralnej 2980 cm-1. Świadczy to o innym otoczeniu chemicznym 

grup CH3 w metylowanym i niemetylowanym DNA, co jest zgodne z oczekiwaniami. Pasma, 

charakterystyczne dla drgania grup CH2 i CH3 są również wyraźnie widoczne w uśrednionym 

widmie chromosomu metafazowego (n = 50, Rys.  27A-B) na następujących pozycjach spek-

tralnych: 2958 cm-1 (νasym(CH3)), 2875 cm-1 (νsym(CH3)) oraz 2923 cm-1 (νasym(CH2)),  

2858 cm-1 (νsym(CH2)), Tabela 11).  

W widmach DNA oraz chromatyny na Rys.  27C-D, wyraźnie widoczne są pasma, po-

chodzące od rozciągania pomiędzy tlenami a fosforem w szkielecie DNA (odpowiednio:  

1230 cm-1 i 1263 cm-1, 1208 cm-1 (νasym(PO2
-)) oraz: 1090 cm-1 i 1073 cm-1  

(νsym(PO2
-))). Położenie pasma, charakterystycznego dla drgania asymetrycznego grupy PO2

- 

sugeruje konformację A DNA, zarówno w przypadku widma niemetylowanego i metylowa-

nego DNA faga λ, jak i widma chromatyny (Tabela 11) [108]. Konformacja A DNA była rów-

nież obserwowana widmach ramanowskich DNA przedstawionych w rozdziale  

pt. „Odtworzenie modelowego widma ramanowskiego eu- i hetero-chromatyny na najniższym 
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poziomie organizacji”.  Wynika to prawdopodobnie z faktu, że próbka była wysuszona [58], 

[118], [119], [125].  Pasmo pochodzące od rozciągania pomiędzy tlenami a fosforem w szkie-

lecie DNA (νasym(PO2
-)) na pozycji spektralnej 1066 cm-1 jest również odpowiedzialne za gru-

powanie się widm zebranych z metylowanego DNA i niemetylowanego DNA wzdłuż składo-

wej PC1 w analizie PCA przedstawionej na Rys.  28C-D w zakresie spektralnym  

1800 – 900 cm-1. 

W widmach histonów przedstawionych na Rys.  27C-D, wyraźnie widoczne jest pasmo 

amidowe (amid I), charakterystyczne dla białek na pozycji spektralnej 1660 cm-1 oraz na pozy-

cji spektralnej 1629 cm-1  (Tabela 11). Dodatkowo, widoczne jest też pasmo charakterystyczne 

dla amidu II na pozycji spektralnej 1539 cm-1 (Tabela 11). Ma ono znacząco mniejszą inten-

sywność niż pasmo charakterystyczne dla amidu I, co jest zgodne z literaturą [48], [60], [63], 

[103], [104], [135]–[137]. Położenie pasm amidowych sugeruje występowanie zarówno kon-

formacji α- helisy (1660 cm-1), jak i β- kartki (1629 cm-1) w widmach histonów H2A, H2B  

i H4 [132], co jest zgodne z literaturą [135]–[137]. Zarówno konformacja α- helisy,  

jak i β- kartki była obserwowana w widmach ramanowskich histonów DNA przedstawionych 

w rozdziale pt. „Odtworzenie modelowego widma ramanowskiego eu- i hetero-chromatyny  

na najniższym poziomie organizacji”.  W widmie chromatyny (chromosomem metafazowy), 

pasma amidowe występują na następujących pozycjach spektralnych: 1662 cm-1 oraz 1629 cm-

1 (amid I, (Tabela 11)), a także 1550 cm-1 i 1536 cm-1 (amid II, (Tabela 11)). Podobnie  

jak w widmach histonów, również w widmie chromatyny można stwierdzić występowanie za-

równo konformacji α- helisy oraz β- kartki, co jest zgodne z literaturą [6], [14], [132], [133], 

[146].  

Na tym etapie analizy, warto się zastanowić nad różnicami spektralnymi pomiędzy nie-

metylowanym a metylowanym DNA faga λ. Na Rys.  27C-D intensywność pasm charaktery-

stycznych dla drgania pierścieni (1658 cm-1 (ν(C=O), δ(N–H), wib. pierścieni)) oraz m.in. grup 

metylenowych  (1400 cm-1 (zasady DNA, δ(CH2), δ(C-H), ν(C-N), δ(N-H), Tabela 11)  

jest wyższa w widmie metylowanego DNA w porównaniu z widmem niemetylowanego DNA.  

Z kolei intensywność pasm charakterystycznych dla drgania grup C=O (ν(C=O), Tabela 11) 

jest wyższa w widmie niemetylowanego DNA w porównaniu z widmem metylowanego DNA. 

W przypadku metylowanego DNA, występują dodatkowo pasma związane z drganiem grup 

metylowych i metylenowych na pozycji spektralnej 2924 cm-1 (νsym(CH3), νasym(CH2), Tabela 

11) oraz drganiem grup C-H na pozycji spektralnej 1434 cm-1 (δ(CH), Tabela 11), co ma zwią-

zek z większym poziomem metylacji. W widmie metylowanego DNA faga λ obserwuje  

się także dodatkowo pasmo na pozycji spektralnej 1324 cm-1 (Tabela 11), charakterystyczne 
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dla drgania zasad DNA (głównie A, T), co ma zapewne związek, podobnie jak pozostałe zaob-

serwowane różnice spektralne, z nieco inną strukturą chemiczną w porównaniu z niemetylowa-

nym DNA. Podobne wnioski można wyciągnąć analizując ładunki czynnikowe otrzymane  

w analizie PCA II pochodnych widm DNA przestawionej na Rys.  28C-D. Pasma charaktery-

styczne dla drgania grup CH2 (1434 cm-1) oraz dla drgania zasad DNA (1324 cm-1) są odpo-

wiedzialne za rozdział widm zebranych z metylowanego i niemetylowanego DNA wzdłuż skła-

dowej głównej PC1. Pasma te mogą zatem stanowić pewnego rodzaju markery spektrosko-

powe, umożliwiające identyfikowanie różnic pomiędzy metylowanym i niemetylowanym 

DNA. Poza różnicami w intensywności pasm, nie zaobserwowano znaczących przesunięć po-

łożenia pasm w widmach AFM – IR niemetylowanego i metylowanego DNA faga λ (Rys.  27, 

Tabela 11). 

W uśrednionym widmie zebranym z pojedynczego chromosomu metafazowego obser-

wuje się występowanie pasma, charakterystycznego dla drgania grup C=O na pozycji spektral-

nej 1729 cm-1, którego nie obserwuje się w widmie DNA. Obecne jest ono jednak w widmie 

histonów, co sugeruje acetylację białek histonowych w chromosomie metafazowym (Rys.  27, 

Tabela 11) [172]–[175]. Z kolei w widmach DNA, obserwuje się występowanie pasma, cha-

rakterystycznego dla drgania grup C=O na pozycji spektralnej 1707 cm-1. Dla tego pasma ob-

serwuje się spadek intensywności w widmie chromatyny w porównaniu z widmem DNA (Rys.  

27, Tabela 11). Ponadto, w widmie chromosomu metafazowego obserwuje się występowanie 

pasma charakterystycznego głównie dla drgania pierścieni zasad DNA na pozycji spektralnej 

1488 cm-1 (Rys.  27, Tabela 11). Intensywność tego pasma jest niższa w przypadku widma 

chromatyny w porównaniu z widmem DNA [131], [132], [134], [148]. Analogiczne obserwacje 

zostały poczynione w badaniach chromatyny z użyciem spektroskopii TERS, zaprezentowa-

nych w rozdziale II poniższej rozprawy. W świetle tych badań, można stwierdzić, że spadek 

intensywności pasma na pozycji spektralnej 1488 cm-1 w widmie chromatyny jest bezpośrednio 

związany z powstaniem wiązania wodorowego pomiędzy końcem NH2 kationowych reszt hi-

stonów z azotem N7 zasady guaninowej DNA w większym rowku DNA [131], [146], [148]. W 

widmie AFM - IR chromosomu metafazowego zaobserwowano także występowanie pasma, 

charakterystycznego zarówno dla metylacji DNA (δsym(CH3) od zasad DNA), jak i metylacji 

histonów (δsym(CH3) w leucynie) na pozycji spektralnej 1372 cm-1 (Tabela 11). Pasmo to nie 

było jednak widoczne ani w widmie DNA, ani w widmie histonów, co świadczy o nieco innej 

strukturze chemicznej DNA/histonów w chromatynie. Jest to zgodne z oczekiwaniami. Do-

kładny opis pasm zidentyfikowanych w widmach DNA, histonów i chromatyny przedstawiono 

w Tabeli 11.  
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Rys.  27 Referencyjne widma AFM – IR DNA, histonów oraz chromatyny (chromosom 

metafazowy) w zakresie spektralnym 3100 - 2700 cm-1 (A) wraz z odpowiadającymi im  

II pochodnymi (B) oraz widma w zakresie 1800 – 900 cm-1 (C) wraz z II pochodnymi (D). 

Poszczególne widma referencyjne zostały zebrane z: niemetylowanego DNA faga λ (n = 50), 

metylowanego DNA faga λ (n = 50), histonów H2A, H2B i H4 (widmo przedstawione jako 

suma,  n = 150 (n = 50 dla każdego histonu)) oraz z pojedynczego chromosomu metafazowego  

(n = 50). 

 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 148 Kraków, 2019 r. 

 

 

Rys.  28  Analiza składowych głównych (PCA) II pochodnych widm (Algorytm wygładza-

nia: Savitzky - Golay, wielomian II stopnia, 7 pkt.) zebranych z metylowanego (czerwony)  

i niemetylowanego (niebieski) DNA z faga λ w zakresie spektralnym 3100- 2700 cm-1 (A-B) 

oraz w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1 (C-D). Na Rys. 28A,C przedstawiono wykres 

rozrzutu 3D. Z kolei na Rys. 28B,D przedstawiono otrzymane ładunki czynnikowe (przerywane 

linie oznaczają poziom 0 dla poszczególnych ładunków czynnikowych). 
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Tabela 11 Pasma zidentyfikowane w widmach AFM – IR DNA, histonów i chromatyny 

wraz przypisaniami pasm. 
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Przypisania 

3078 3078 3078 3073 ν(C-H) pierścieni [105] 

3027 3025 3024 3037 ν(C-H) pierścieni [105] 

2990 2988 2988 - 
υ(N-H), υ(C-H),[105] νasym(CH3) [106]–

[108] 

2970 2971 2971 - 
υ(C-H),[105] νasym(CH3) [106]–[108] 

2948 2949 2950 2958 

- 2924 2935 2923 
υ(C-H),[105]  νasym(CH2) [106]–[108] 

νsym(CH3) [109] 

2882 2880 2880 2875 
υ(N-H), υ(C-H),[105] νsym(CH3) [106]–

[108] 

2848 2845 2845 2858 
υ(N-H), υ(C-H),[105] νsym(CH2), υ(N-H) 

[106]–[108]   

- - 1728 1729 
ν(C=O) [48], [105]–[108], [117] 

1707 1706 - 1716 

1658 

1630 

 

1654 

1628 

 

1660 

1629 

1662 

1629 

DNA:   

1671–1655 cm-1- ν(C4=O4) zasad DNA 

(T) [108] 

1660–1655 cm-1- ν(C=O), δ(N–H) [48], 

[113]  

1657–1653 cm-1-  ν(C4=O4) zasad 

RNA/DNA (U, T) [108]   

1656- 1652  cm-1-  ν(C2=O) zasad DNA 

(C) [105] 

1655- 1647  cm-1-  ν(C2=O2) zasad DNA 

(C) [108] 

1654  cm-1- ν(C=C),  ν(C(4)=O) [117] 

1646- 1642 cm-1- metylowana cytozyna   

C5 [105] 

1645–1641 cm-1- wib. pierścieni zasad 

DNA (T) [108]  

Histony:  amid I [126] 

1650 cm-1- ν(C=O) w asparaginie [48], 

[116]  

1655 cm-1- struktura α–helisy [48], [110]–

[112]  

1645- 1640 cm-1- struktura 

nieuporządkowana [48], [110]–[112] 
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1640–1610  cm-1-  δ(NH3+) w lizynie 

[48], [116] 

1633 cm-1- νsym(C=N (CN3H5
+)) [112] 

1631 cm-1- δasym(C=O NH+(NH3+)) [112] 

międzycząsteczkowa struktura β [48]  

1630 cm-1- równoległa struktura β [48], 

[110], [112] 

1629 cm-1-  δasym(NH+(NH3+)) [112] 

1642- 1624  cm-1- struktura β–kartki 

[112] 

1622 cm-1- δ(NH(CONH2)) w asparaginie 

[112] 

1600 1600 1597 1595 

DNA:  ν(C=C) pierścieni imidazolowych 

[48] 

Histony: 
1610, 1615 cm-1-  δ(NH(CONH2)) w glu-

taminie, tyrozynie i fenyloalaninie [48], 

[112], [116][136] 

1608 cm-1- wib. pierścieni benzenowych 

w argininie [48], [116] 

1570 1571 1571 1573 

DNA:  

1590–1575 cm-1- ν(C=N ring) zasad 

DNA (G) [108], wib. pierścieni zasad 

DNA (A/C/G/T) [129], [130]  

1585–1582 cm-1- wib. pierścieni zasad 

DNA (C) [108] 

1579–1576 cm-1 wib. pierścieni zasad 

DNA (A) [108] 

1578 cm-1- ν(C=N) pierścieni imidazolo-

wych [48], [105], [113] 

1580- 1575 cm-1-  C=N zasad DNA (A) 

[105] 

Histony:   
1586 cm-1- wib. pierścieni benzenowych 

w argininie [48], [116] 

- - 1539 
1550 

1536 
Histony: amid II [48], [112], [113] 

1488 1488 - 1488 

DNA:   

1495- 1476 cm-1- wib. pierścieni zasad 

DNA (G, A) [108], marker konformacji 

DNA [113] 

1485–1477 cm-1-  obl.: C4C5, N1C2, N3C4  

zasad DNA (T) [108] 

Histony:  δ(CH2), czuły na uwodnienie 

[114] 

- 1434 1436 1434 

DNA:   

1438–1434 cm-1-  zasad DNA (A) w for-

mie Z DNA [108], prawo-skrętne helisy 

[110], [114] 
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1425–1420 cm-1- marker konformacji 

DNA [113], zasady DNA (A) w formie Z  

[108] 

1412- 1417  cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CN) 

[108] 

Histony:  
1415 cm-1-  νsym(CO2

−) w kwasie gluta-

minowym [48], [116] 

1400 1402 1400 1407 

DNA: 

1408- 1418 cm-1- δ(CH2), zasady DNA  

w formie A lub Z [110], [114] 

1416 cm-1- δ(C-H), δ(N-H), ν(C-N) [105] 

Histony: 

1415 cm-1- νsym(CO2) w kwasie glutami-

nowym [48], [116] 

- - - 1372 

DNA:   

1389–1374 cm-1- obl.: δsym(CH3) zasad 

DNA (T) [108], marker konformacji 

DNA [113]    

1384 cm-1-  ν(C5-CH3), δs(C6-H) zasad 

DNA (T, A) [115] 

1373 cm-1 δ(CH3) [117] 

1381–1369 cm-1-  puryny w konformacji 

anty [108] 

1373- 1369 cm-1-  ν(C-N) zasad DNA (C, 

G) [105]  

1370- 1380 cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CO) 

[108] 

Histony:  
1375 cm-1- δsym(CH3) w leucynie [48], 

[116] 

1379 cm-1- γ(CH2) [136] 

- 1324 1320 1335 

DNA: 

1317 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (A, T) 

[105] 

1328, 1335, 1344 cm-1- wib. zasad [108] 

1330 cm-1- ν(C-N) zasad DNA (A, T) 

[105] 

Histony: 

1250- 1350 cm-1-δ(O-H) w serynie 

1300- 1330 cm-1- amid III [48], [107], 

[111]–[113] 

1288 1288 1260 1270 

DNA:   

1306–1300 cm-1- obl.: HC2'H, C4'C5' wib. 

zasad DNA (A) [108] 

1297–1285 cm-1- ν(C4NH2) zasad DNA 

(C) [108] 

1296 wib. pierścieni zasad DNA (C, T) 

[115] 
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1292- 1288, 1276 cm-1- N-H zasad DNA 

(T) [105] 

Histony:  amid III [48], [107], [111]–

[113], [126], [127] 

1230 1223 - 
1263 

1208 

DNA:   

1245–1235 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie 

DNA, główny marker konformacji A, 

czuły na zmiany konformacji [48], [105], 

[108], [113], [118], [119] 

1247 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA 

(A) [115] 

1117 1129 1111 1120 

DNA: 

1125 cm-1- ν(P–O–C), ν(O–C), ν(C–C–

O–C) [105], [106], [108] 

1085- 1113 cm-1- νsym(PO2
-) w szkielecie 

DNA,  czuły na zmiany konformacji [48], 

[105], [108], [113], [118], [119] 

Histony: 

1160 cm-1- δr(NH3
+) w lizynie [48], 

[116] 

1090 1088 - 
1073 

 

DNA:  νsym(PO2
-) w szkielecie DNA,  

czuły na zmiany konformacji [48], [105], 

[108], [113], [118], [119] 

1060- 1056, 1011- 1009 cm-1- ν(C-O) w 

deoksyrybozie [105] 

Histony: ν(C-C) i ν(NC-N)[136] 

1055 1055 - 1061 

DNA:  

1069–1044 cm-1- ν(C-O) w szkielecie fu-

ranozowym, silnie wzmocnione w formie 

Z DNA [108] 

965 966 - 970 

DNA: 

950 – 970 cm-1- ν(C-C), ν(C-O) w szkie-

lecie DNA  [108] 

 

2.2. Porównanie badań chromosomów w nanoskali z wykorzystaniem rezonanso-

wego i wzmocnionego rezonansowo modu kontaktowego 

 

Spektroskopia AFM – IR umożliwia wykonywanie badań spektroskopowych w nano-

skali. W modzie kontaktowym, w zależności o wykorzystanego lasera wyróżnia się dwie me-

tody pomiarowe: 1) rezonansowy i 2) wzmocniony rezonansowo mod kontaktowy (ang. reso-

nance - enhanced AFM - IR) [64]–[66]. Rezonansowy mod kontaktowy stosuje się w pomiarach 

z użyciem lasera OPO. Z kolei wzmocniony rezonansowo mod kontaktowy stosuje się w po-

miarach z użyciem lasera QCL. Szczegółowy opis obu metod został umieszczony we wstępie 

teoretycznym. We wstępie opisano fizyczne podstawy obu metod pomiarowych. W poniższym 
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rozdziale zostaną z kolei omówione różnice w możliwościach zastosowania obu technik  

na przykładzie pomiarów chromosomów metafazowych człowieka.  

W celu zbadania możliwości zastosowania 1) rezonansowego i 2) wzmocnionego rezo-

nansowo modu kontaktowego w pomiarach AFM – IR pojedynczych chromosomów człowieka, 

do badań porównawczych został wybrany chromom akrocentryczny nr 21, zidentyfikowany  

z użyciem metody mFISH (chromosom A, Rys.  29B). Chromosom ten został wybrany na pod-

stawie topografii AFM metafazy przedstawionej na Rys.  29A. Rozkład chromosomów przed-

stawiony na topografii AFM na Rys.  29A został porównany z barwieniem mFISH wybranej 

metafazy (Rys.  29B), które umożliwiło identyfikację chromosomów wybranych do pomiarów 

AFM – IR. Na Rys.  29 chromosomy wybrane do badań zaznaczono białą strzałką. Chromosom 

nr 21 został wybrany do badań porównawczych ze względu na mały rozmiar. Należy  

on do grupy najmniejszych chromosomów akrocentrycznych. Z tego też względu, stanowi do-

skonały obiekt badawczy w badaniach porównawczych obu modów pomiarowych w metodzie 

AFM – IR. W toku analizy porównano jakość sygnału AFM – IR podczas obrazowania, a także 

podczas pomiaru widm. W celu porównania jakości sygnału AFM – IR podczas obrazowania, 

został zdefiniowany parametr kontrastu C, opisany równaniem (61). Poziom sygnału na chro-

mosomie (Schromosom) i podłożu (Schromosom) został wyznaczony za pomocą dopasowania linio-

wego, przy współczynniku kierunkowym prostej równym zero. Linia prosta była dopasowy-

wana do przekroju poprzecznego sygnału AFM – IR zebranego z mapy AFM – IR uzyskanej 

dla wybranej liczby falowej (Rys.  30).  

 

𝐶 =  
𝑆𝑐ℎ𝑟𝑜𝑚𝑜𝑠𝑜𝑚

𝑆𝑝𝑜𝑑ł𝑜ż𝑒
, 

gdzie: 

Schromosom- poziom sygnału AFM – IR na chromosomie 

Schromosom- poziom sygnału AFM – IR na podłożu 

(61) 
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Rys.  29 Identyfikacja chromosomu metafazowego do pomiarów porównaczych AFM – 

IR w 1) rezonansowym i 2) wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym:  

A- topografia AFM metafazy. Białą strzałką zaznaczono chromosomy wybrane do badań 

porownawczych (A) oraz do obrazowania z wykorzystaniem rezonansowego modu 

kontaktowego (B). Topografię AFM porównano z barwieniem mFISH (B) umożliwiającym 

identyfikację wybranego do pomiarów chromosomu (C).  

 

Na Rys.  30 przedstawiono porównanie sygnału AFM – IR w 1) rezonansowym  

i 2) wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym na przykładzie śledzenia rozkładu DNA 

w chromosomie człowieka (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomię-

dzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1). Na Rys.  30A przedstawiono 

topografię AFM chromosomu nr 21 wybranego do pomiarów zestawioną z sygnałem wygięcia 

sondy AFM (ang. deflection), pokazującym drobne zmiany w morfologii chromosomu (Rys.  

30B). Rys.  30C-D przedstawia porównanie sygnału AFM – IR zebranego w rezonansowym 

(Rys.  30C) i wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym (Rys.  30D) wraz z rozkładem 

częstości sondy AFM podczas mapowania (Rys.  30E-F). Na Rys.  30C-D czerwoną linią za-

znaczono przekrój poprzeczny i podłużny sygnału AFM - IR wzdłuż chromosomu, zebrane  

w celu wyznaczenia parametru kontrastu C  (61). Wartość parametru kontrastu C dla każdej  

z map była wyznaczania jako średnia parametru C dla przekroju poprzecznego i podłużnego 

sygnału AFM – IR dla danej mapy wraz z odchyleniem standardowym. Na Rys.  30G przed-

stawiono przekrój poprzeczny sygnału AFM - IR zaznaczony czerwoną strzałką na Rys.  30C 

wraz z wyznaczonym dopasowaniem liniowym, za pomocą którego oznaczono poziom 

intensywności sygnału na 1) chromosomie i 2) podłożu i obliczano parametr kontrastu C (61). 

Na Rys.  31 przedstawiono porównanie sygnału AFM – IR w 1) rezonansowym  

i 2) wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym na przykładzie obrazowania AFM- IR 
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rozkładu przestrzennego różnych związków chemicznych: 1) rozkładu DNA (rozkład absorbcji 

pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA  

(νasym(PO2
-), 1230 cm-1, Rys.  31A-B), 2) rozkładu przestrzennego głównie grup CH2 i CH3 oraz 

zasad DNA w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup 

δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, δ(CH2) w alaninie, δasym(CH3) w walinie, 1450 cm-1, Rys.  31C), 

3) rozkładu przestrzennego białek histonowych (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego 

dla drgania wiązania amidowego (amid II, 1540 cm-1, Rys.  31D oraz amid I, 1650 cm-1, Rys.  

31E-F), 4) rozkładu przestrzennego acetylacji histonów (rozkład absorbcji pasma, charaktery-

stycznego dla drgania grup C=O (wib. (C=O), 1720 cm-1, Rys.  31G-H). Na Rys.  31A, E, G 

przedstawiono mapy AFM – IR uzyskane w rezonansowym modzie kontaktowym. Z kolei  

na Rys.  31B-D, F, H przedstawiono mapy AFM – IR uzyskane we wzmocnionym rezonansowo 

modzie kontaktowym. Dla każdej z map na Rys.  31  wyznaczono wartość parametru kontrastu 

C, które umieszczono w Tabeli 12. Jak można zauważyć, wyznaczone wartości parametru  

C były wyższe dla każdej z map AFM – IR w przypadku obrazowania we wzmocnionym rezo-

nansowo modzie kontaktowym. Jest to zgodne z oczekiwaniami ze względu na wyższą czułość 

pomiarów w tym modzie pomiarowym. Poczynione obserwacje są również zgodne z literaturą 

[65], [66]. W Tabeli 12 nie umieszczono wartości parametru C dla mapowania w rezonanso-

wym modzie kontaktowym dla długości fali 1540 cm-1 i 1450 cm-1. Wynika to z faktu, że jakość 

sygnału przy pomiarach z użyciem lasera OPO była zbyt niska dla obrazowania przy tych licz-

bach falowych. Obserwacja ta dowodzi po raz kolejny, że obrazowanie we wzmocnionym re-

zonansowo modzie kontaktowym z użyciem lasera QCL jest znacznie bardziej czułe i umożli-

wia uzyskanie większego kompletu informacji dotyczących struktury chromatyny w pojedyn-

czych chromosomach człowieka.  
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Rys.  30 Porównanie sygnału AFM – IR w 1) rezonansowym i 2) we wzmocnionym 

rezonansowo modzie kontaktowym na przykładzie śledzenia rozkładu DNA w chromosomie 

człowieka (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fos-

forem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1): A- topografia AFM wybranego do pomiarów 

chromosomu nr 21. B- sygnał defelction pokazujący drobne zmiany w morfologii chromosomu, 

C- sygnał AFM – IR zebrany w rezonansowym i D- we wzmocnionym rezonansowo modzie 

kontaktowym, E, F- rozkład częstości drgania sondy AFM podczas pomiarów w rezonansowym 

(E) i we wzmocnionym rezonansowo (F) modzie kontaktowym. Na Rys. 30G przedstawiono 

przekrój poprzeczny sygnału AFM – IR na mapie, przedstawiającej rozkład przestrzenny DNA 
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w chromosomie człowieka (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomię-

dzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1, przekrój oznaczono czerwoną 

strzałką na Rys. 30C) z zaznaczonym dopasowaniem liniowym, za pomocą którego 

wyznaczono poziom intensywności sygnału na 1) chromosomie i 2) podłożu. 

 

 

Rys.  31 Porównanie sygnału AFM – IR w 1) rezonansowym i 2) we wzmiocnionym 

rezonansowo modzie kontaktowym na przykładzie obrazowania AFM - IR rozkładu 

biocząsteczek lub ich grup funkcyjnych: A-B- rozkład DNA (rozkład absorbcji pasma, charak-

terystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-),  

1230 cm-1), C- rozkład przestrzenny głównie grup CH2 i CH3 oraz zasad DNA w chromosomie 

(rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, 
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δ(CH2) w alaninie, δasym(CH3) w walinie, 1450 cm-1), D- rozkład przestrzenny białek histono-

wych (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla wiązania amidowego (amid II,  

1540 cm-1), E-F- rozkład przestrzenny białek histonowych (rozkład absorbcji pasma, charakte-

rystycznego dla wiązania amidowego (amid I, 1650 cm-1), G-H- rozkład przestrzenny acetylacji 

histonów (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup C=O (ν(C=O),  

1720 cm-1). Na Rys. 31A, E, G przedstawiono mapy AFM – IR uzyskane w rezonansowym 

modzie kontaktowym. Z kolei na Rys. 31B-D, F, H przedstawiono mapy AFM – IR uzyskane 

we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym. 

 

Tabela 12 Wyznaczone wartości parametru kontrastu C, obliczonego dla map AFM przed-

stawionych na Rys. 31 oraz przypisania pasm zidentyfikowanych w widmach chromosomów.  

Położenie 

pasma 

[cm-1]: 

Przypisanie: OPO, C= QCL, C= 

1720  

DNA:  
1715 cm-1- ν(C6=O6) zasad DNA (G), zaangażowane w tworze-
nie par Hoogsteena (G*G–C) [108] 

1712 cm-1- ν(C2=O2) zasad DNA (T, C), zaangażowane w two-

rzenie par odwrotnych par Hoogsteena (T*A–T) [108],  
ν(C=O) zasad DNA (G, T), drganie zasad w stosie (ang. base- 

stacking), czuły na zmianę konformacji [105]–[108]  

1710- cm-1- ν(C2=O2) uprotonowana C, zaangażowane w two-

rzenie par Hoogsteena 
Cq*G–C/ts [108] 

Histony:  
1720 cm-1- ν(C=O) w kwasie asparaginowym [48] 

2,14 

(0,13) 

2,40 

(0,02) 

1650  

DNA:   
1671–1655 cm-1- ν(C4=O4) zasad DNA (G) [108] 

1660–1655 cm-1- ν(C=O), δ(N–H) [48], [113]  

1657–1653 cm-1-  ν(C4=O4) zasad RNA (U) [108]   
1656- 1652  cm-1-  ν(C2=O) zasad DNA (C) [105] 

1655- 1647  cm-1-  ν(C2=O2) zasad DNA (C) [108] 

1654  cm-1- ν(C=C),  ν(C(4)=O) [117] 
1646- 1642 cm-1- metylowana cytozyna  C5[105] 

1645–1641 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA (T) [108]  

Histony:  amid I 

1650 cm-1- ν(C=O) w asparaginie [48], [116]  
1655 cm-1- struktura α–helisy [48], [110]–[112]  

1645- 1640 cm-1- struktura nieuporządkowana [48], [110]–[112] 

1640–1610  cm-1-  δ(NH3+) w lizynie [48], [116] 
1633 cm-1- νsym(C=N (CN3H5

+)) [112] 

1631 cm-1- δasym(C=O NH+(NH3+)) [112] międzycząsteczkowa 

struktura β [48]  
1630 cm-1- równoległa struktura β [48], [110], [112] 

1629 cm-1-  δasym(NH+(NH3+)) [112] 

1642- 1624  cm-1- struktura β–kartki [112] 

1,71 

(0,71) 

2,25 

(0,10) 
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1622 cm-1- δ(NH(CONH2)) w asparaginie  
[112] 

1540  

DNA:   

1538 cm-1- pierścieni imidazolowych zasad DNA (G) [115] 
1534- 1531 cm-1- zmodyfikowana G [105], marker konformacji 

DNA [113] 

Histony:   

amid II (60 % δ(N–H), 40 % ν(C–N))  czuły na uwodnienie 

[48], [112], [113]  

1560 cm-1- νasym(CO2
−) w kwasie glutaminowym [48], 

[116] 

- 
1,70 

(0,02) 

1450  

DNA:  

1463 cm-1- δs(N3-H),  δ(C5-CH3) zasad DNA (T) [22] 

1457–1453 cm-1- obl.: N1=C6, C6N6 wib. zasad DNA 

(A) w formie B/A [16], marker konformacji DNA [20] 

Histony:  

1465 cm-1- δ(CH2) w alaninie [9], [23]  

1450 cm-1- δasym(CH3) w walinie, wib. pierścieni benze-

nowych w fenyloalaninie i tyrozynie [9], [23] 

- 
1,77 

(0,02) 

1230  

DNA:   

1245–1235 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie DNA, główny mar-

ker formy A DNA, czuły na zmiany konformacji[48], [105], 

[108], [113], [118], [119] 
1247 cm-1- wib. pierścieni zasad (C) [115] 

1,84 

(0,26) 

2,180 

(0,001) 

1070 

DNA:  νsym(PO2
-) w szkielecie DNA,  czuły na zmiany 

konformacji [48], [105], [108], [113], [118], [119] 

1060- 1056, 1011- 1009 cm-1- ν(C-O) w deoksyrybozie 

[105] 

Histony: ν(C-C) i ν(NC-N)[136] 

- - 

 

 W celu porównania 1) nierezonansowego i 2) wzmocnionego rezonansowo modu kon-

taktowego, porównano także kształt i jakość widm AFM – IR zebranych z użyciem lasera OPO 

(Rys.  32A) i lasera QCL (Rys.  32B) z chromosomu nr 21. Jak można zauważyć na Rys.  32, 

dzięki wykorzystaniu lasera OPO możliwe jest otrzymywanie widm w szerszym zakresie spek-

tralnym od 900 cm-1 oraz w zakresie 3100 – 2800 cm-1. Z kolei, w przypadku lasera QCL, zakres 

ten jest mniejszy (1930 - 1145 cm-1). Jednakże, dla widm zebranych z użyciem wzmocnionego 

rezonansowo modu kontaktowego, możliwe było zidentyfikowanie większej ilości pasm.  

Są to na przykład: pasmo charakterystyczne dla drgania wiązania amidowego w białkach (amid 

II) na pozycji spektralnej 1540 cm-1, czy pasmo charakterystyczne dla drgania głównie grup 

CH2 i CH3 oraz zasad DNA w chromosomie (absorpcja pasma, charakterystycznego dla drgania 

grup δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, δ(CH2) w alaninie, δasym(CH3) w walinie) na pozycji spek-

tralnej 1450 cm-1 (Rys.  32B). Pasma te nie były wyraźnie widoczne w widmie chromosomu 

zebranym za pomocą rezonansowego modu kontaktowego (Rys.  32A). Obserwacja ta stanowi 
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kolejny dowód na znacząco większą czułość wzmocnionego rezonansowo modu kontaktowego 

z użyciem lasera QCL [64], [66].  

 

Rys.  32 Porównanie sygnału AFM – IR w 1) rezonansowym i 2) wzmocnionym rezonan-

sowo modzie kontaktowym na przykładzie uśrednionych widm (n = 10) zebranych z chromo-

somu nr 21 (Rys. 30). Na Rys. 32A przedstawiono widmo AFM – IR zebrane w rezonansowym 

modzie kontaktowym. Z kolei na Rys. 32B przedstawiono widmo AFM – IR zebrane  

we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym. 
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Rys.  33 Obrazowanie AFM – IR pojedynczego chromosomu metafazowego człowieka  

we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym: A- topografia AFM – IR wybranego 

chromosomu (chromosom B, Rys. 33), B- sygnał wygięcia sondy AFM (ang. deflection) 

pokazujący drobne zmiany w morfologii chromosomu (za pomocą białego kwadratu oznaczono 

obszar telomeru, dla którego wykonano mapowanie przedstawione na Rys. 34), C- rozkład 

przestrzenny DNA w chromosomie  (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania 

pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1), D- rozkład 

przestrzenny częstości drgania sondy AFM – IR podczas obrazowania, E- rozkład przestrzenny 

głównie grup CH2 i CH3 oraz zasad DNA w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, charakte-

rystycznego dla drgania grup δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, δ(CH2) w alaninie, δasym(CH3)  
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w walinie, 1450 cm-1), F-G- rozkład przestrzenny białek histonowych w chromosomie (rozkład 

absorbcji pasma, wiązania amidowego (F- amid II, 1540 cm-1, G- amid I, 1650 cm-1), H- rozkład 

przestrzenny acetylacji histonów (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania 

grup C=O (ν (C=O), 1720 cm-1). 

 

 W celu szczegółowego zbadania struktury chromatyny w pojedynczym chromosomie 

metafazowym wykorzystano wzmocniony rezonansowo mod kontaktowy. Przy użyciu lasera 

QCL zobrazowano wybrany chromosom nr 3 (B, Rys.  29). Na  Rys.  33A przedstawiono to-

pografię AFM wraz z sygnałem wygięcia sondy AFM (ang. deflection)  wybranego do obrazo-

wania chromosomu nr 3 (Rys.  33B). Na Rys.  33C-G przedstawiono z kolei mapowanie poje-

dynczego chromosomu: 1) śledzenie rozkładu przestrzennego DNA w chromosomie  (rozkład 

absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie 

DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1, Rys.  33C), śledzenie rozkładu głównie grup CH2 i CH3 oraz 

zasad DNA w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup 

δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, δ(CH2) w alaninie, δasym(CH3) w walinie, 1450 cm-1, Rys.  33E), 

3) śledzenie rozkładu przestrzennego białek histonowych w chromosomie (rozkład absorbcji 

pasma, wiązania amidowego (Rys.  33F- amid II, 1540 cm-1,  Rys.  33G- amid I, 1650 cm-1) 

oraz 4) śledzenie rozkładu przestrzennego acetylacji histonów (rozkład absorbcji pasma, cha-

rakterystycznego dla drgania grup C=O (ν(C=O), 1720 cm-1). Analogiczne obrazowanie wyko-

nano dla wybranego chromosomu w obszarze telomeru (Rys.  34, na Rys.  33B zaznaczono 

obszar telomeru, dla którego wykonano mapowanie za pomocą białego kwadratu). Dla obrazo-

wania na Rys.  34 wyznaczono także rozdzielczość wykonanego obrazowania, obliczając  

I pochodną sygnału AFM – IR na granicy chromosom/ podłoże i dopasowując krzywą Gaussa 

(ang. knife-edge method) [172], [176]. Otrzymana rozdzielczość była rzędu 22 nm, przy roz-

miarze piksela 10 nm (mapa 3 x 3 µm, 300 x 300 pkt). Jak można zatem zauważyć, na Rys.  33 

- Rys.  34, obrazowanie pojedynczych chromosomów człowieka z wykorzystaniem wzmocnio-

nego rezonansowego modu kontaktowego, umożliwia badanie struktury chromatyny w nano-

skali z rozdzielczością przestrzenną rzędu 22 nm, co odpowiada rozmiarowi średnicy stożka 

sondy AFM. Rozmiar stożka użytej sondy AFM stanowi więc limit możliwej do osiągnięcia 

rozdzielczości przestrzennej [66], [78], [93], [177].  Co więcej, wykorzystując metodę AFM - 

IR, możliwe jest wykonywanie pomiarów z wysoką czułością, co można zaobserwować na Rys.  

33. Na Rys.  33 widoczny jest rozkład chromatyny w obrębie chromosomu, ale można także 

zaobserwować rozkład chromatyny wokół chromosomu. Jak widać, obrazowanie AFM – IR  
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z użyciem wzmocnionego rezonansowo modu kontaktowego, daje unikatową szansę na śledze-

nie struktury chemicznej chromatyny z dużą czułością i w nanoskali, co zostało zademonstro-

wane w niniejszym rozdziale.  

 

 Rys.  34 Obrazowanie AFM – IR telomeru w pojedynczym chromosomie metafazowym 

człowieka we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym: A- topografia AFM – IR 

telomeru, B- rozkład przestrzenny DNA w telomerze (rozkład absorbcji pasma, charaktery-

stycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1), 

C- rozkład przestrzenny głównie grup CH2 i CH3 oraz zasad DNA w telomerze (rozkład absor-

bcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup δ(C5-CH3), wib. zasad DNA, δ(CH2) w ala-

ninie, δasym(CH3) w walinie, 1450 cm-1), D-E- rozkład przestrzenny białek histonowych  
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w telomerze (rozkład absorbcji pasma, wiązania amidowego (D- amid II, 1540 cm-1, E- amid I, 

1650 cm-1), F- rozkład przestrzenny acetylacji histonów (rozkład absorbcji pasma, charaktery-

stycznego dla drgania grup C=O (ν (C=O), 1720 cm-1). Na Rys.  34G-H przedstawiono analizę 

rozdzielczości przestrzennej wykonanego obrazowania (Rys. 34E). Na Rys. 34G 

przedstawiono przekrój poprzeczny sygnału AFM – IR na granicy chromosomu i podłoża 

(zaznaczony czerwoną linią na Rys. 34E). Z kolei na Rys. 34H przedstawiono I pochodną 

sygnału AFM – IR na granicy chromosomu i podłoża z dopasową krzywą Gaussa (FWHM = 

22 nm).  

 

2.3. Hyperspectral imaging w nanoskali 

 

2.3.1. Hyperspectral imaging z rozdzielczością przestrzenną 200 nm 

 

Pomiary widm AFM – IR z wykorzystaniem lasera QCL we wzmocnionym rezonan-

sowo modzie kontaktowym w trybie szybkiego zbierania widm, umożliwiają wykonywanie 

obrazowania metodą hyperspectral imaging. Klasyczne obrazowanie metodą AFM – IR,  

czy to z wykorzystaniem lasera OPO, czy też QCL, umożliwia śledzenie rozkładu przestrzen-

nego absorbcji fali elektromagnetycznej o konkretnej długości fali. Metoda ta daje możliwość 

śledzenia rozkładu przestrzennego konkretnej grupy związków chemicznych. W efektywny 

sposób nie umożliwia ona jednak uzyskania kompletnej informacji chemicznej na temat bada-

nej próbki podczas jednego pomiaru ze względu na bardzo długi czas pomiaru. Możliwość taką 

daje jednak obrazowanie typu hyperspectral imaging. Wykorzystując tą metodę, w każdym 

punkcie próbki zostaje zebrane widmo AFM – IR w wybranym zakresie spektralnym. Dzięki 

temu, możliwe jest badanie struktury chemicznej wielu grup funkcyjnych jednocześnie. Moż-

liwa jest także analiza kształtu pasm, co wnosi dodatkowy wymiar do analizy badanych próbek. 

W połączeniu z nanometryczną rozdzielczością przestrzenną metody AFM – IR, hyperspectral 

imaging w nanoskali daje unikatową możliwość badania struktury chemicznej złożonych 

obiektów o rozmiarach mikrometrycznych, jakimi są chromosomy. Co więcej, w przypadku 

wykorzystania lasera QCL, możliwe jest wykonywanie obrazowania w zakresie spektralnym 

1930 – 1145 cm-1, czyli tzw. daktyloskopowym (ang. fingerprint). Ten zakres spektralny  

jest wykorzystywany do identyfikacji związków chemicznych ze względu na występowanie  

w nim pasm charakterystycznych dla drgań konkretnych grup chemicznych, specyficznych  

dla badanych związków. W przypadku badań chromosomów (Rys.  35), w zakresie spektralnym  
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1930 – 1145 cm-1, znajduje się informacja dotycząca konformacji DNA (pasma charaktery-

styczne dla drgania wiązania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA) oraz białek histo-

nowych (pasmo charakterystyczne dla drgania wiązania amidowego), a także informacja doty-

cząca acetylacji (pasmo charakterystyczne dla drgania grupy C=O), czy metylacji (pasma cha-

rakterystyczne dla drgania grup CH3).  

Na Rys.  35A przedstawiono wybraną do badań metafazę. Białą strzałką zaznaczono 

chromosom wybrany do pomiarów typu hyperspectral imaging (chromosom B, Rys. 10).  

Na Rys.  35B przedstawiono z kolei barwienie DAPI metafazy na Rys.  35A, umożliwiające 

śledzenie położenia chromosomów. Rys.  35C prezentuje topografię AFM wybranego do po-

miarów AFM - IR chromosomu z nałożoną siatką, pokazującą położenie widm, które zostały 

zebrane w trakcie obrazowania typu hyperspectral imaging (macierz widm). Obrazowanie wy-

konano z rozdzielczością przestrzenną 200 nm (odległość pomiędzy zbieranymi widmami, od-

powiadająca rozmiarowi piksela). W sumie zebrano 1600 widm, co zajęło 32 godz. Czas akwi-

zycji jednego widma wynosił 1 min. 12 sek. Na Rys.  35D przedstawiono przykładowe widmo 

zebrane z chromosomu (wygładzone, filtr medianowy 7 pkt. oraz algorytm: Savitzky - Golay,  

7 pkt., wielomian II stopnia) wraz z II pochodną (algorytm wygładzania: Savitzky - Golay,  

19 pkt., wielomian II stopnia). Zidentyfikowane pasma wraz z przypisaniami przedstawiono  

w Tabeli 13.  

 

Tabela 13 Pasma zidentyfikowane w widmach AFM – IR zebranych z chromosomu podczas 

obrazowania typu hyperspectral imaging wraz z przypisaniami.  

Pasmo [cm-1]: Przypisanie: 

1734 

DNA:  
1715 cm-1- ν(C6=O6) zasad DNA (G), zaangażowane w tworzenie par Hoogste-
ena (G*G–C) [108] 

1712 cm-1- ν(C2=O2) zasad DNA (T, C), zaangażowane w tworzenie par odwrot-

nych par Hoogsteena (T*A–T) [108],  ν(C=O) zasad DNA (G, T), drganie zasad 
w stosie (ang. base- stacking), czuły na zmianę konformacji [105]–[108]  

1710- cm-1- ν(C2=O2) uprotonowana C, zaangażowane w tworzenie par Hoogste-

ena 

Cq*G–C/ts [108] 

Histony:  
1720 cm-1- ν(C=O) w kwasie asparaginowym [48] 

1640 

DNA:   

1671–1655 cm-1- ν(C4=O4) zasad DNA (T) [108] 

1660–1655 cm-1- ν(C=O), δ(N–H) [48], [113]  

1657–1653 cm-1-  ν(C4=O4)  zasad RNA/DNA (U, silne) (T) [108]   

1656- 1652  cm-1-  ν(C2=O) zasad DNA (C) [105] 

1655- 1647  cm-1-  ν(C2=O2)  zasad DNA (C) [108] 

1654  cm-1- ν(C=C),  ν(C(4)=O)[117] 
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1646- 1642 cm-1-  metylowana cytozyna C5 [105] 

1645–1641 cm-1- wib. pierścieni (T) [108]  
Histony:  amid I 

1650 cm-1- ν(C=O) w asparaginie [48], [116]  

1655 cm-1- α–helisa [48], [110]–[112]  

1645- 1640 cm-1- struktura nieuporządkowana [48], [110]–[112] 

1640–1610  cm-1-  δ(NH3+) w lizynie [48], [116] 

1633 cm-1- νsym(C=N (CN3H5
+)) [112] 

1548, 1526 DNA:   

1538 cm-1- wib. pierścieni zasad (G) [115] 

1534- 1531 cm-1- zmodyfikowana zasada G [105], marker konformacji 

DNA [113] 
Histony:   
amid II (60 % δ(N–H), 40 % ν(C–N)),  czuły na uwodnienie [48], [112], [113]  

1560 cm-1- νasym(CO2
−) w kwasie glutaminowym [48], [116] 

1534- 1531 cm-1- wib. pierścieni zasad DNA (C, T) [129], [130] 

1526 

1410 

DNA:   

1438–1434 cm-1-  zasady DNA (A) w formie Z [108], prawo-skrętne he-

lisy [110], [114] 

1425–1420 cm-1 C2'-endo deoksyrybozy w formie B [108], marker kon-

formacji DNA [113], zasady w formie Z DNA (A) [108] 

1412- 1417  cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CN) [108] 

Histony:  

1415 cm-1-  νsym(CO2
−) w kwasie glutaminowym [48], [116] 

1376 

DNA:   

1389–1374 cm-1- Obl.: δsym(CH3) zasad DNA (T) [108], 

marker konformacji DNA [113]    

1384 cm-1-  ν(C5-CH3), δs(C6-H) zasad DNA (T, A) [115] 

1373 cm-1- δ(CH3) [117] 

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty [108] 

1373- 1369 cm-1-  ν(C-N) zasad DNA (C, G) [105]  

1370- 1380 cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CO) [108] 

Histony:  

1375 cm-1- δsym(CH3) w leucynie [48], [116] 

1328 

DNA:  

1361 cm-1-  δ(CH3)[117]  

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty [108] 

1365–1360 cm-1- cytydyna w konformacji anty [108] 

1357–1352 cm-1- puryny w konformacji syn  [108] 

Histony: 
1350–1250 cm-1- δ(O–H) w serynie [48], [116] 

1233 νasym(PO2
-), DNA 
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Rys.  35 Hyperspectral imaging z rozdzielczością przestrzenną 200 nm: A- topografia AFM 

wybranej metafazy. Białą strzałką zaznaczono chromosom wybrany do pomiarów AFM – IR. 

Na Rys. 35B przedstawiono barwienie DAPI metafazy przedstawionej na Rys. 35A. Na Rys. 

35C przedstawiono topografię AFM chromosomu wybranego do obrazowania typu hyperspec-

tral imaging z zaznaczonym położeniem zebranych widm (macierz widm). Na Rys. 35D przed-

stawiono przykładowe widmo zebrane z chromosomu przedstawionego na Rys. 35C wraz  

z II pochodną (algorytm: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 19 pkt.).  

 

Jak już zostało wspomniane w poprzednim rozdziale, wykorzystanie wzmocnionego re-

zonansowo modu kontaktowego przy użyciu lasera QCL, umożliwia identyfikację większej 

ilości pasm w widmach zebranych z chromosomów ze względu na większą czułość wykorzy-

stanej metody oraz znacznie krótszy czas akwizycji danych. Daje to głębsze spojrzenie na struk-

turę chromatyny w chromosomach metafazowych, zwłaszcza w połączeniu z obrazowaniem 

typu hyperspectral imaging. Na Rys.  36 przedstawiono porównanie mapowania AFM – IR  

we wzmocnionym rezonansowo kontaktowym (rozmiar piksela 16 x 16 nm z mapowaniem 

typu hyperspectral imaging (rozmiar piksela 200 x 200 nm). Rys.  36A przedstawia topografię 
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AFM wybranego chromosomu (Rys.  35), która została porównana ze zmierzonym 1) rozkła-

dem DNA w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomię-

dzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym (PO2
-), 1230 cm-1, Rys.  36B-D) oraz 2) rozkła-

dem białek histonowych w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, wiązania amidowego (amid 

I, 1660 cm-1, Rys.  36E-F oraz amid II, 1540 cm-1, Rys.  36G-H). Na Rys.  36 przedstawiono 

także porównanie klasycznego obrazowania metodą AFM – IR we wzmocnionym rezonansowo 

modzie kontaktowym (rozmiar piksela 16 x 16 nm) z obrazowaniem typu hyperspectral ima-

ging (rozmiar piksela 200 x 200 nm). W przypadku obrazowania typu hyperspectral imaging, 

rozkład DNA (Rys.  36D) oraz rozkład białek histonowych (amid I: Rys.  36F, amid II: Rys.  

36H) uzyskano poprzez analizę rozkładu przestrzennego powierzchni pod wybranymi pa-

smami: 1) DNA, zakres spektralny: 1253 cm-1 – 1191 cm-1 (νasym(PO2
-)), 2) białka histonowe, 

amid I, zakres spektralny: 1685 cm-1 - 1577 cm-1, 3) białka histonowe, amid II, zakres spek-

tralny: 1577 cm-1 – 1487 cm-1. Dodatkowo na Rys.  36B i Rys.  36D przedstawiono porównanie 

klasycznego obrazowania AFM – IR we wzmocnionym rezonansowo modzie kontaktowym  

i obrazowania typu hyperspectral imaging z rozdzielczością przestrzenną 200 nm (rozmiar pik-

sela) dla rozkładu DNA. Jak można zatem zauważyć na Rys.  36, w trakcie przeprowadzonych 

eksperymentów z powodzeniem wykonano obrazowanie chromosomów typy hyperspectral 

imaging w nanoskali. Według najlepszej wiedzy Autora, jest to pierwszy raz na świecie, kiedy 

zademonstrowano tego typu obrazowanie pojedynczych chromosomów człowieka. Dotychczas 

tego typu obrazowanie było zaprezentowane na polimerach [178]. Jak widać, wykorzystanie 

tej metody otwiera wiele nowych możliwości analizy struktury chromatyny w pojedynczych 

chromosomach człowieka. Co więcej, umożliwia także śledzenie zmian w strukturze chemicz-

nej chromatyny w wyniku np. uszkodzeń radiacyjnych, czy też w wyniku formowania się aber-

racji chromosomowych.  
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Rys.  36 Porównanie mapowania AFM – IR we wzmocnionym rezonansowo modzie kon-

taktowym z mapowaniem typu hyperspectral imaging: A- topografia AFM wybranego chro-

mosomu, B-D- rozkład DNA w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego 

dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1230 cm-1): B, C ma-

powania AFM – IR w modzie rezonansowym, D- mapowanie typu hyperspectral imaging.  

Na Rys. 36E-F przedstawiono rozkład przestrzenny białek histonowych w chromosomie (roz-

kład absorbcji pasma, wiązania amidowego (amid I, 1660 cm-1). Na Rys. 36G-H przedstawiono 

rozkład białek histonowych w chromosomie (rozkład absorbcji pasma, wiązania amidowego 

(amid II, 1550 cm-1). Rozmiar piksela na Rys. 36C,E,G: 16 x 16 nm, a na Rys. 36B,D,F,H:  

200 x 200 nm. 
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 Obrazowanie typu hyperspectral imaging umożliwia nie tylko śledzenie rozkładu prze-

strzennego konkretnych substancji chemicznych, ale także bardziej szczegółową i kompletną 

analizę składu i struktury chemicznej. Przykładem może być analiza klastrowa (metoda K- 

średnich) widm zebranych podczas obrazowania typu hyperspectral imaging, przedstawiona na 

Rys.  37. Na Rys.  37A pokazano rozkład przestrzenny zidentyfikowanych dwóch klastrów 

charakterystycznych dla: 1) podłoża (szary) i 2) chromosomu (bordowy). Rozkład otrzymanych 

klastrów zestawiono z barwieniem DAPI zmierzonego chromosomu (Rys.  37B). Jak można 

zauważyć na Rys.  37A-B, wybranie dwóch klastrów umożliwiło poprawne oddzielenie widm 

zebranych z chromosomu i z podłoża. Uśrednione widmo dla klastra charakterystycznego  

dla: 1) podłoża (szary, n = 1389, Rys.  37A) i 2) chromosomu (bordowy, n = 211, Rys.  37A) 

przedstawiono na Rys.  37C. Aby lepiej scharakteryzować strukturę chromatyny w chromoso-

mie, za pomocą analizy klastrowej zidentyfikowano sześć klastrów: dwóch charakterystycz-

nych dla podłoża i czterech charakterystycznych dla chromosomu (Rys.  37D-E). Dwa klastry, 

oznaczone kolorem czerwonym na Rys.  37D-E odpowiadały dwóm, różniącym się strukturą 

chemiczną rodzajom chromatyny (oznaczonym jako chromatyna 1 i chromatyna 2). Ze względu 

na fakt, iż widma te nie były uprzednio znormalizowane oraz w celu zbadania szczegółowych 

różnic pomiędzy tymi dwoma grupami widm, obliczono II pochodne widm (Rys.  37F). Pasma, 

w położeniu których zaobserwowano różnice pomiędzy dwoma typami chromatyny opisano  

w Tabeli 14. Główna różnica, jaką obserwuje się pomiędzy II pochodnymi widm dla chroma-

tyny 1 i chromatyny 2 (Rys.  37F, Tabela 14) występuje w strukturze i położeniu pasm charak-

terystycznych dla drgania grup CH2 i CH3, zarówno w DNA, jak i histonach, jak pasma:  

1469 cm-1 (wib. pierścieni, δs(N3-H), δ(C5-CH3), δ(CH3) w alaninie, δ(CH2) w walinie), 1389 cm-1 

(δ(CH3), zasady DNA, δ(CH),  δ(NH), ν(CO), δ(CH3) w leucynie) oraz 1333 cm-1 (δ(CH3), 

puryny, δ(O–H) w serynie).  Występowanie wyraźnego pasma charakterystycznego głównie 

dla drgania grup CH3 na pozycji 1333 cm-1 w chromatynie 1 (Rys.  37F, Tabela 14) sugeruje 

strukturę heterochromatyny. Jak można zatem zauważyć, dzięki analizie klastrowej widm ze-

branych metodą hyperspectral imaging możliwe jest wyróżnienie grup widm, charakteryzują-

cych rodzaje chromatyny o różnej strukturze chemicznej, co najprawdopodobniej oznacza roz-

różnienie spektralne pomiędzy euchromatyną i heterochromatyną.  
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Tabela 14 Pasma zidentyfikowane w widmach chromatyny 1 i chromatyny 2 wraz  

z przypisaniami 

chromatyna 1 

[cm-1] 

chromatyna 2 

[cm-1] 
Przypisanie 

1469 1473, 1467 

DNA: 
1495 – 1476 cm-1-wib. pierścieni zasad DNA (A, średnie), (G, 

słabe) [108], marker konformacji DNA [113] 

1463 cm-1- δs(N3-H), δ(C5-CH3) zasad DNA (T) [115] 
1457–1453 cm-1- obl.: N1=C6, C6N6 wib. zasad DNA (A w for-

mie B/A DNA) [108], marker konformacji DNA [113] 

Histony: 
1465 cm-1- δ(CH2) w alaninie [48], [116] 

1450 cm-1- δasym(CH3) w walinie, wib. pierścieni benzenowych 

fenyloalaniny i tyrozyny 

[48], [116] 

1389, 1377 1377 

DNA:   

1389–1374 cm-1- obl.: δsym(CH3) zasad DNA (T) [108], 

marker konformacji DNA [113]    

1384 cm-1-  ν(C5-CH3), δs(C6-H) zasad DNA (T, A) [115] 

1373 cm-1- δ(CH3) [117] 

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty [108] 

1373- 1369 cm-1-  ν(C-N) zasad DNA (C, G) [105]  

1370- 1380 cm-1-  δ(CH),  δ(NH), ν(CO) [108] 

Histony:  

1375 cm-1- δsym(CH3) w leucynie [48], [116] 

1333 - 

DNA:  

1361 cm-1-  δ(CH3)[117]  

1381–1369 cm-1- puryny w konformacji anty [108] 

1365–1360 cm-1- cytydyna w konformacji anty [108] 

1357–1352 cm-1- puryny w konformacji syn  [108] 

Histony: 
1350–1250 cm-1- δ(O–H) w serynie [48], [116] 

1227 1233 

DNA:   

1245–1235 cm-1- νasym(PO2
-) w szkielecie DNA, główny 

marker konformacji A, czuły na jej zmianę [48], [105], 

[108], [113], [118], [119] 

1247 cm-1- wib. pierścieni DNA (C) [115] 

Histony: amid III [126] 

 

 Podsumowując, pomiary widm AFM – IR z wykorzystaniem lasera QCL we wzmoc-

nionym rezonansowo modzie kontaktowym w trybie szybkiego zbierania widm (ang. fast scan), 

umożliwiają wykonywanie obrazowania metodą hyperspectral imaging. Metoda ta, zwłaszcza 

w nanoskali, daje unikatowe możliwości śledzenia zmian w strukturze chemicznej chromatyny 

w pojedynczych chromosomach. W prezentowanej rozprawie, tego typu obrazowanie chromo-

somów metafazowych człowieka, według najlepszej wiedzy Autora, zostało przedstawione  
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po raz pierwszy na świecie z rozdzielczością przestrzenną 200 nm. Na obecnym etapie rozwoju 

metody AFM – IR, nanoobrazowanie typu hyperspectral imaging jest szeroko dyskutowane  

i rozwijane. W przypadku obrazowania chromosomów metafazowych, kolejnym krokiem po-

winno być zwiększenie rozdzielczości przestrzennej. Aby osiągnąć ten cel, należy pracować 

nad metodami zwiększenia szybkości zbierania widm (rozwój metody fast scan) oraz nad sta-

bilizacją położenia sondy AFM i próbki poprzez zmniejszenie efektu dryftu temperaturowego 

(ang. thermal drift). 

 

Rys.  37 Analiza klastrowa (metoda K-średnich) widm zebranych z chromosomu metodą 

hyperspectral imaging: A- rozkład przestrzenny zidentyfikowanych dwóch klastrów, klastra 
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charakterystycznego dla: 1) podłoża (szary) i 2) chromosomu (bordowy) zestawiony z barwie-

niem DAPI zmierzonego chromosomu. Na Rys. 37C przedstawiono uśrednione widmo dla kla-

stra charakterystycznego dla: 1) podłoża (szary, n = 1389, A) i 2) chromosomu (bordowy,  

n = 211, A). Na Rys. 37D przedstawiono rozkład przestrzenny zidentyfikowanych sześciu kla-

strów wraz z uśrednionymi widmami charakterystycznymi dla tych klastrów (E) oraz  

II pochodnymi widm zebranych z dwóch rodzajów chromatyny zidentyfikowanych w badanym 

chromosomie (F). 

 

2.4. Badanie rozkładu metylacji w chromosomach człowieka na przykładzie żeń-

skich chromosomów X 

 

W celu zweryfikowania wyników dotyczących rozkładu metylacji w pojedynczych chro-

mosomach uzyskanych z wykorzystaniem spektroskopii AFM – IR, zbadano rozkład metylacji 

w żeńskich chromosomach X za pomocą zarówno spektroskopii AFM – IR, jak i fluorescen-

cyjnego barwienia molekularnego anty - 5mC. Z użyciem tego barwienia możliwe było wyzna-

kowanie epigenetycznie zmodyfikowanych reszt cytozyny, metylowanych na pozycji 5- tego 

węgla w 6- atomowym pierścieniu pirymidynowym (5- metylocytozyna) [164], [165]. Pierw-

szym etapem analizy była identyfikacja żeńskich chromosomów X na podstawie kariotypowa-

nia, co przedstawiono na Rys.  38.  Dla potrzeb pomiarów za pomocą spektroskopii AFM- IR, 

kariogram opracowano na podstawie topografii AFM wybranej do pomiarów metafazy (Rys.  

38A). Z kolei na potrzeby analizy z wykorzystaniem barwienia fluorescencyjnego anty – 5mC, 

opracowano kariogram na podstawie zdjęcia fluorescencyjnego wybranej metafazy (Rys.  

38B). Kariogramy opracowano uwzględniając wielkości poszczególnych chromosomów, poło-

żenia centromerów, a także stosunku pomiędzy długością ramion p i q (obliczenia przedsta-

wiono w Dodatku) [18], [20], [21]. Kariogram opracowany na podstawie topografii AFM 

przedstawiono na Rys.  38C. Z kolei kariogram opracowany na podstawie barwienia fluore-

scencyjnego anty - 5mC z dodatkowym kontrastowym barwieniem jodkiem propidyny przed-

stawiono na Rys.  38D. Opracowanie kariogramów, umożliwiło zidentyfikowanie dwóch żeń-

skich chromosomów X i oznaczenie w nich rozkładu metylacji z użyciem zarówno spektrosko-

pii AFM – IR, jak i molekularnego barwienia fluorescencyjnego, co przedstawiono na Rys.  39. 

Na Rys.  39A, G przedstawiono topografię AFM pojedynczych chromosomów X. Z kolei na 

Rys.  39B – D oraz H – J przedstawiono mapowanie z wykorzystaniem spektroskopii AFM – 

IR:  rozkład DNA w pojedynczych chromosomach (rozkład absorpcji pasma 1240 cm-1 

(νaym(PO2
-)), B, H), rozkład białek (rozkład absorpcji pasma 1660 cm-1 (amid I), C, I), rozkład 
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grup CH3 (rozkład absorpcji pasma 2960 cm-1 (νasym(CH3)), D, J). Z kolei na Rys.  39E, K 

zestawiono mapy stosunku CH3/PO2
- przedstawiające rozkład metylacji w pojedynczych chro-

mosomach uniezależniony od grubości. Dla porównania na Rys.  39F, L przedstawiono rozkład 

metylacji w pojedynczych chromosomach otrzymany z użyciem molekularnego barwienia flu-

orescencyjnego anty - 5mC (kolor zielony) z barwieniem kontrastowym jodkiem propidyny 

(kolor czerwony). Jak można zauważyć na Rys.  39, rozkład metylacji uniezależniony od gru-

bości (Rys.  39E, K) otrzymany z użyciem spektroskopii AFM – IR odpowiada rozkładowy 

metylacji przedstawionemu na Rys.  39F, L, otrzymanemu z użyciem molekularnego barwienia 

fluorescencyjnego anty – 5mC. Obserwacja ta potwierdza założenie mówiące o tym, że za po-

mocą nanospektroskopii AFM – IR możliwe jest śledzenie rozkładu metylacji w pojedynczych 

chromosomach [172]. Ponadto, na podstawie otrzymanych wyników można zauważyć, że wła-

ściwy rozkład metylacji, otrzymuje się dla rozkładu grup CH3 uniezależnionego od grubości  

za pomocą mapy stosunku CH3/PO2
-. Dzięki spektroskopii AFM – IR możliwe jest zatem śle-

dzenie zarówno mniej metylowanej euchromatyny, jak i bardziej metylowanej w pojedynczych 

chromosomach bez dodatkowego barwienia, czy innej modyfikacji chemicznej lub fizycznej 

chromatyny.  

Na Rys.  39 można zauważyć, że rozkład metylacji w homologicznych żeńskich chromo-

somach X nie jest jednakowy. Potwierdzają to zarówno badania z użyciem spektroskopii AFM 

– IR (Rys.  39E, K), jak i badania z użyciem barwienia fluorescencyjnego (Rys.  39F, L) [172]. 

Jeden z chromosomów X jest wysoce metylowany, a rozkład metylacji jest raczej równomierny 

(Rys.  39E, F). Z kolei homologiczny do niego chromosom X, charakteryzuje się niższym po-

ziomem metylacji, a rozkład metylacji wykazuje strukturę pasków (Rys.  39K, L) [172]. Ob-

serwacja ta jest zgodna z oczekiwaniami, gdyż w żeńskich komórkach jeden z chromosomów 

X jest określany jako nieaktywny i późno replikujący w fazie S [164], [179]. Co więcej, chro-

mosom ten charakteryzuje się globalną hipermetylacją [164], [179]. Warto jednak wspomnieć, 

że różnica ta nie zawsze jest wyraźnie widoczna i zależy od rodzaju komórek [164]. Podsumo-

wując, można stwierdzić, że w niniejszej części rozprawy zostało wykazane, że nanospektro-

skopia AFM – IR umożliwia śledzenie rozkładu metylacji w pojedynczych chromosomach 

człowieka bez dodatkowego barwienia lub innego typu modyfikacji struktury chromatyny.  

W związku z powyższym, metoda ta została wykorzystana do badania pojedynczych chromo-

somów z widocznymi aberracjami chromosomowymi powstałymi w wyniku oddziaływania  

z wiązką protonów, przedstawionymi w dalszej części rozprawy.  
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Rys.  38 Identyfikacja żeńskich chromosomów X na podstawie kariotypowania: A- topo-

grafia AFM przedstawiająca kompletną metafazę, B- zdjęcie spod mikroskopu fluorescencyj-

nego, przedstawiające rozkład grup 5mC wyznakowany z użyciem fluorescencyjnego testu mo-

lekularnego anty – 5mC, C- kariogram wykonany na podstawie topografii AFM (A) oraz  

D- kariogram wykonany na podstawie zdjęcia fluorescencyjnego (B) z dodatkowym barwie-

niem kontrastowym z użyciem jodku propidyny. Na podstawie [172]. 

 

 

 

Rys.  39 Śledzenie rozkładu metylacji w pojedynczych żeńskich chromosomach X za po-

mocą spektroskopii AFM – IR i molekularnego barwienia fluorescencyjnego anty – 5mC: 

A, G- topografia AFM pojedynczych chromosomów X, B, H- rozkład DNA w pojedynczych 

chromosomach (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem  

i fosforem w szkielecie DNA (νasym (PO2
-), 1240 cm-1), C, I- rozkład białek histonowych (roz-

kład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania wiązania amidowego (amid I,  

1660 cm-1), D, J- rozkład grup metylowych (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla 

drgania grup CH3 (νasym (CH3), 2960 cm-1), E, K- mapa stosunku CH3/PO2
-, F, I- molekularne 

barwienie fluorescencyjne anty - 5mC (kolor zielony) z barwieniem kontrastowym jodkiem 

propidyny (kolor czerwony). Na podstawie [172]. 

 

2.5. Spektroskopia AFM-IR w badaniach zmian struktury chromatyny induko-

wanych za pomocą promieniowania jonizującego 

 

2.5.1. Śledzenie uszkodzeń radiacyjnych w chromosomie typu chromo-

som dicentryczny 
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Pierwszym krokiem, umożliwiającym śledzenie uszkodzeń radiacyjnych w chromosomie 

typu chromosom dicentryczny było zidentyfikowanie dicentryka wraz z fragmentem acentrycz-

nym (Rys.  40). W tym celu, wykonano pomiar topografii AFM wybranej metafazy (Rys.  40A), 

który po wykonaniu pomiarów AFM – IR porównano ze zdjęciem spod mikroskopu fluore-

scencyjnego przedstawiającym barwienie DAPI chromosomów (Rys.  40B). Na podstawie 

otrzymanej topografii AFM (Rys.  40A), wykonano kariotypowanie i otrzymano kariogram  

na podstawie rozmiaru poszczególnych chromosomów, położenia centromeru oraz stosunku 

długości ramion p i q [18], [20], [21] (Rys.  40C, obliczenia w Dodatku). Zidentyfikowany 

chromosom dicentryczny wraz z fragmentem acentrycznym zaznaczono na Rys.  40 białą 

strzałką. W prezentowanym przykładzie analizy chromosomu dicentrycznego, krew została na-

promieniana wiązką protonową w dawce 4 Gy. 

 

Rys.  40 Identyfikacja aberracji chromosomowej typu chromosom dicentryczny  

na podstawie kariotypowania: A- topografia AFM przedstawiająca kompletną metafazę,  
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B- zdjęcie spod mikroskopu fluorescencyjnego przedstawiające barwienie DAPI chromoso-

mów, C- kariogram wykonany na podstawie topografii AFM (A). Na Rys. 40 aberracja chro-

mosomowa typu chromosom dicentryczny oraz zidentyfikowany fragment acentryczny, zostały 

oznaczone białą strzałką.  

 

Po zidentyfikowaniu chromosomu do pomiarów AFM – IR, pierwszym krokiem była 

optymalizacja sygnału. Aby sprawdzić, czy była ona właściwa, porównywano intensywność 

sygnału AFM - IR otrzymaną na pojedynczym chromosomie metafazowym (n = 157, Rys.  41) 

z intensywnością sygnału otrzymaną wokół chromosomu na podkładce wraz z pozostałościami 

komórkowymi (n = 12, Rys.  41). Jak można zauważyć na Rys.  41, sygnał na chromosomie 

był znacznie bardziej intensywny niż na podkładce. Miał on również inną charakterystykę spek-

tralną niż sygnał na podłożu. 

 

 

Rys.  41 Porównanie uśrednionego 

widma AFM – IR zebranego  

z chromosomu typu dicentryk (n = 

157) z widmem zebranym z obszaru 

wokół chromosomu (n = 12, podłoże 

wraz z pozostałościami komórko-

wymi).  

 

Na Rys.  42 przedstawiono porównanie topografii AFM chromosomu dicentrycznego 

wraz z mapowaniem AFM – IR oraz barwieniem mFISH. Na Rys.  42A przedstawiono topo-

grafię AFM dicentryka z zaznaczonym profilem wysokości (czarna linia, wysokość rzędu  

90 - 100 nm) i prawdopodobnym miejscem powstania uszkodzenia w wyniku oddziaływania  

z wiązką protonów (czerwona linia i czerwona strzałka). Początkowo, prawdopodobne miejsce 

powstania uszkodzenia zostało zidentyfikowane jedynie na podstawie różnicy w wysokości 

wzdłuż chromosomu dicentrycznego (Rys.  42A). Generalnie, prawidłowe chromosomy mają 

jednakową wysokość na całej swojej długości. Wzdłuż całego chromosomu, wysokość ta różni 

się nieznacznie ze względu na różnicę w kondensacji chromatyny, prawdopodobnie związaną 

z rozkładem euchromatyny i heterochromatyny (zmiany rzędu 10 nm) [124], [180]. Na Rys.  

42B przedstawiono wygięcie dźwigni AFM (ang. deflection), pokazujące drobne zmiany  
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w morfologii chromosomu. Z kolei na Rys.  42C przedstawiono rozkład częstości sondy AFM 

w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu absorbcji pasma, charakterystycznego  

dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1240 cm-1). Rozkład 

częstości wzdłuż chromosomu na Rys.  42C jest jednorodny, co świadczy, o tym, iż obserwo-

wane zmiany w strukturze podczas mapowania AFM – IR są związane jedynie ze zmianami  

w kompozycji chemicznej, a nie ze zmianami we własnościach mechanicznych, jak np. zmiana 

sztywności. Następnie, przedstawiono mapowanie AFM – IR pojedynczego chromosomu (Rys.  

42D-F): 1) rozkład grup metylowych (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drga-

nia grup CH3 (νasym (CH3), 2960 cm-1), 2) rozkład grup metylenowych (rozkład absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania grup CH2 (νsym (CH2), 2850 cm-1) oraz 3) rozkład DNA (roz-

kład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkiele-

cie DNA (νasym (PO2
-), 1240 cm-1). Aby uzyskać informację o różnicy w rozkładzie euchroma-

tyny i heterochromatyny w chromosomie dicentrycznym, wyznaczono mapę stosunku 

CH3/CH2 (Rys.  42G) oraz mapę stosunku CH3/PO2
- (Rys.  42H) [172]. Otrzymane mapy AFM 

– IR porównano z barwieniem DAPI i mFISH zmierzonego dicentryka (Rys.  42I). Dzięki bar-

wieniu mFISH możliwe było potwierdzenie miejsca powstania uszkodzenia w chromosomie 

dicentrycznym, które na wstępie zostało zidentyfikowane w oparciu o topografie AFM (Rys.  

42A). Ponadto, dzięki wykorzystaniu metody mFISH zidentyfikowano chromosomy pomiędzy 

którymi wystąpiło połączenie. Analiza wyników otrzymanych z użyciem metody mFISH wska-

zuje, że dicentryk najprawdopodobniej powstał z połączenia chromosomów nr 10 i 21.  

Na wyznaczonych mapach stosunku CH3/CH2 (Rys.  42G) oraz CH3/PO2
- (Rys.  42H) 

można zaobserwować rozkład euchromatyny (kolor zielony) oraz heterochromatyny (kolor fio-

letowy). Dla porównania, zastosowano dwa sposoby normalizacji map rozkładu przestrzennego 

grup CH3 (Rys.  42D) w celu uniezależnienia sygnału AFM – IR od grubości chromosomu 

[172], [181]. Z biologicznego punktu widzenia, wyznaczenie mapy stosunku CH3/PO2
- (Rys.  

42H) jest bardziej zasadne, gdyż można uznać, że ilość DNA odpowiada ilości chromatyny  

w chromosomie. Z kolei wyznaczenie mapy stosunku CH3/CH2 (Rys.  42G) jest bardziej za-

sadne z punktu widzenia spektroskopii, gdyż wówczas sygnał AFM – IR jest mierzony w ob-

rębie tego samego segmentu lasera (ang. stage) i na obu mapach, zarówno rozkładu grup CH3 

(Rys.  42D), jak i CH2 (Rys.  42E) porównywalny jest stosunek sygnału do szumu oraz zasto-

sowana moc lasera. Jak widać na Rys.  42G-H, rozkład euchromatyny i heterochromatyny 

otrzymany obiema metodami jest porównywalny. Obserwowane są jednak pewne różnice, gdyż 

nie można w bezpośredni sposób powiązać rozkładu grup CH2 z ilością materiału genetycz-

nego, znajdującego się pod stożkiem sondy AFM w trakcie pomiaru. Analiza map stosunku 
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CH3/CH2, czy też CH3/PO2
- stanowi jednak dopiero pierwszy krok w celu otrzymania rozkładu 

euchromatyny i heterochromatyny w pojedynczych chromosomach. Tego typu analiza, za każ-

dym razem musi zostać zweryfikowana i potwierdzona przez analizę statystyczną widm AFM 

– IR zebranych z obszarów określonych wstępnie jako eu- i heterochromatyna [172].  

W niniejszej rozprawie, w celu weryfikacji, zastosowano analizę składowych głównych widm. 

Celem analizy PCA było uzyskanie podziału widm, w założeniu na dwie grupy, charakteryzu-

jące się różną intensywnością pasm, swoistych dla drgania grup CH3 (w zakresie spektralnym 

3000 – 2800 cm-1). Idea przyświecająca analizie była taka, aby powiązać położenie widm, cha-

rakteryzujących euchromatynę (niższa intensywność pasm swoistych dla drgania grup CH3) 

oraz heterochromatynę (wyższa intensywność pasm swoistych dla drgania grup CH3) na chro-

mosomie z rozkładem tych dwóch rodzajów chromatyny, otrzymany poprzez obliczone mapy 

stosunku CH3/CH2 oraz CH3/PO2
-. Rozkład euchromatyny i heterochromatyny przedstawiony 

na Rys.  42G-H został zweryfikowany przez analizę PCA, przedstawioną na Rys.  43, która 

szczegółowo zostanie opisana poniżej. Jak można zauważyć na Rys.  42G-H, najbardziej praw-

dopodobne jest, że miejsce uszkodzenia materiału genetycznego w wyniku oddziaływania  

z wiązką protonów powstało w euchromatynie (głównie kolor zielony na Rys.  42G-H, zazna-

czone czerwoną linią).  

 

Rys.  42 Identyfikacja eu- i hetero-chromatyny w chromosomie typu dicentryk: A- topo-

grafia AFM z zaznaczonym profilem wysokości (czarna linia) i prawdopodobnym miejscem 

powstania uszkodzenia w wyniku oddziaływania z wiązką protonów (czerwona linia),  
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B- sygnał wygięcia sondy AFM (ang. deflection), pokazujący drobne zmiany w morfologii di-

centryka, C- rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu ab-

sorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA  

(νasym(PO2
-), 1240 cm-1), D- rozkład  grup metylowych (rozkład absorbcji pasma, charaktery-

stycznego dla drgania grup CH3 (νasym(CH3), 2960 cm-1), E- rozkład  grup metylenowych (roz-

kład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH2 (νsym(CH2), 2850 cm-1),  

F- rozkład DNA (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem  

i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1240 cm-1), G- mapa stosunku CH3/CH2, H- mapa 

stosunku CH3/PO2
-, I- barwienie DAPI i mFISH zmierzonego dicentryka. Na Rys. 42I, znakiem 

„+” został oznaczony fluorochrom, którym został wybarwiony badany chromosom, a znakiem 

„-„ fluorochrom, którym nie został wybarwiony badany chromosom. 

 

Na Rys.  43 przedstawiono analizę składowych głównych widm zebranych z chromo-

somu dicentrycznego w zakresie spektralnym 3000 - 2800 cm-1. Na Rys.  43A przedstawiono 

wykres rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy widm. Z kolei na Rys.  43B przedstawiono 

otrzymane ładunki czynnikowe dla pierwszych trzech składowych głównych (PC1 – PC3), opi-

sujące kolejno 55 %, 14 %, 10 % zmienności w danych. Na Rys.  43A można zauważyć,  

że widma zostały pogrupowane głównie względem pierwszej składowej głównej PC1. Na Rys.  

43C-D przedstawiono uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane  

z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony), porównane  

z  II pochodnymi widm (Rys.  43E-F, algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian  

II rzędu, 13 pkt.). Jak można zaobsewować na Rys.  43B, składowa główna PC1 względem 

której zostały podzielone widma, jest pozytywnie skorelowana z pasmami charakterystycznymi 

dla drgania grup CH3 (2967 cm-1, 2940 cm-1 (νasym(CH3)), 2924 cm-1, 2880 cm-1 (νsym(CH3))) 

oraz dla drgania grup CH2 (2924 cm-1 (νasym(CH2)). Intensywność tych pasm różnicuje również 

uśrednione widma przedstawione na Rys.  43C. Widma o wyższej intensywności pasm, cha-

rakterystycznych dla drgania grup CH3 oraz CH2, zostały przypisane jako widma zebrane  

z heterochromatyny (n = 53, kolor czerwony, Rys.  43). Z kolei widma o mniejszej intensyw-

ności tych pasm zostały przypisane jako widma zebrane z euchromatyny (n = 48, kolor niebie-

ski, Rys.  43). Na Rys.  43A widma zebrane z heterochromatyny zostały zatem zgrupowane 

głównie po dodatniej stronie PC1, a widma zebrane z euchromatyny zostały zgrupowane głów-

nie po ujemnej stronie PC1. Analogiczne trendy zostały zaobserwowane w analizie widm ra-

manowskich zebranych z chromosomu, przedstawionej w rozdziale pt. „Zidentyfikowanie mar-

kerów spektroskopowych eu- i heterochromatyny z wykorzystaniem spektroskopii Ramana” 
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niniejszej rozprawy. Na Rys.  43E,F przedstawiono uśrednione widma, zaklasyfikowane jako 

widma zebrane z euchromatyny i heterochromatyny w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1. 

W tym zakresie spektralnym, różnice pomiędzy widmami są subtelne. Główna różnica jaką 

można zaobserwować jest widoczna w intensywności pasm, charakterystycznych głównie  

dla drgania zasad DNA, δ(CH),  δ(NH), ν(CN) na pozycji spektralnej 1437 cm-1, dla drgania  

νasym(PO2
-) w szkielecie DNA i drgania wiązania amidowego w histonach (amid III) na pozycji 

spektralnej  1282 cm-1 oraz 1215 cm-1, oraz dla drgania νsym(PO2
-) w szkielecie DNA na pozycji 

spektralnej  1064 cm-1  (Tabela 11), a także w intensywności pasma, charakterystycznego głów-

nie dla drgania ν(C-C), ν(C-O) w szkielecie DNA na pozycji spektralnej 967 cm-1 (Tabela 11). 

Główne różnice chemiczne pomiędzy zidentyfikowanymi rodzajami chromatyny występują  

w stopniu upakowania DNA. Jest to wyraźnie widoczne w zmianie wzajemnego stosunku pasm 

na pozycjach spektralnych 1282 cm-1 oraz 1215 cm-1, charakterystycznych m.in. dla drgania 

pomiędzy tlenem a fosforem w szkielecie DNA (Rys.  43E). W uśrednionych widmach euchro-

matyny i heterochromatyny nie zaobserwowano znaczących przesunięć położenia pasm (Rys.  

43E-F). Wykorzystując otrzymaną klasyfikację, dopasowano również kontrast na mapach sto-

sunku CH3/CH2 (Rys.  42G) oraz CH3/PO2
- (Rys.  42H) w taki sposób, aby uzyskać jak najlep-

szą zgodność. Weryfikacja przedstawionego modelu została przedstawiona na Rys.  44. 
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Rys.  43 Analiza PCA widm zebranych z chromosomu dicentrycznego w zakresie 

spektralnym 3000 cm-1 - 2800 cm-1: A- wykres rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy 

widm, B- ładunku czynnikowe dla trzech pierwszych składowych głównych PC, opisujących 

kolejno: 55 %, 14 %, 10 % zmiennosci w danych czynnikowe (przerywane linie oznaczają 

poziom 0 dla poszczególnych ładunków czynnikowych), C-D- uśrednione widma 
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zidentyfikowane jako widma zebrane z: euchromatyny (n = 48, kolor niebieski)  

i heterochromatyny (n = 53, kolor czerwony), E-F- II pochodne widm (algorytm gładzenia: 

Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.), zidentyfikowanych jako widma zebrane  

z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony), G- rozkład prze-

strzenny widm zidentyfikowanych jako widma zebrane z euchromatyny (niebieski) i hetero-

chromatyny (czerwony) za pomocą analizy PCA w zakresie spektralnym  

3100 cm-1 – 2800 cm-1 zaznaczony na mapie stosunku CH3/CH2. 

 

 Na Rys.  43G przedstawiono weryfikację opracowanego modelu umożliwiającego iden-

tyfikację eu- i hetero-chromatyny w dicentryku w oparciu o metodę PCA poprzez naniesienie 

położenia widm zidentyfikowanych jako zebrane z euchromatyny (kolor niebieski) i zebrane  

z heterochromatyny (kolor czerwony) na mapę stosunku CH3/CH2. Ja można zauważyć na Rys.  

43G, otrzymany rozkład euchromatyny i heterochromatyny na mapie stosunku CH3/CH2  

w 53 % zgadza się z rozkładem zaklasyfikowanych widm. Otrzymana zgodność jest na pozio-

mie zmienności w widmach, wytłumaczonej przez składową główną PC1 (55 %) w modelu 

przedstawionym na Rys.  43. W analizie widm do klasyfikacji wykorzystuje się więcej infor-

macji niż w przypadku mapy stosunku CH3/CH2, czy CH3/PO2
-, gdyż pod uwagę bierze  

się informację zawartą w określonym zakresie spektralnym, a nie tylko wybrane dwie liczby 

falowe. Dlatego też, do identyfikacji obszarów zawierających euchromatynę i heterochroma-

tynę najbardziej pożądane są pomiary typu hyperspectral imaging skorelowane z wielowymia-

rową analizą danych. W przypadku pomiarów z wykorzystaniem lasera OPO, którego wyko-

rzystanie umożliwiło śledzenie rozkładu metylacji (dostęp do zakresu spektralnego  

3000 – 2800 cm-1), tego typu obrazowanie nie zostało zastosowane ze względu na bardzo długi 

czas pomiaru. Warto też wspomnieć, że na klasyfikację widm otrzymaną za pomocą analizy 

PCA ma również wpływ wykorzystana normalizacja wektorowa widm do zakresu  

1800 - 900 cm-1 ze względu na uniezależnienie intensywności sygnału AFM – IR od grubości  

i umożliwienie bezpośredniej analizy poziomu metylacji. Zakres daktyloskopowy został wyko-

rzystany do normalizacji widm, gdyż w tym zakresie spektralnym zawarta jest informacja  

o ilości zarówno DNA, jak i histonów w pojedynczych chromosomach człowieka. Wybrany 

sposób normalizacji miał na celu umożliwienie porównania poziomu metylacji w wybranych 

miejscach na chromosomie, niezależnie od grubości materiału genetycznego, znajdującego  

się pod stożkiem sondy AFM w trakcie pomiaru.  Należy również pamiętać, że widmo mocy 

lasera OPO nie jest stałe w całym zakresie spektralnym i na intensywność poszczególnych pasm 

w widmie AFM – IR ma wpływ moc lasera, a także średnica jego plamki, która zmienia  
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się w zależności od liczby falowej, dla której wykonywany jest pomiar intensywności sygnału 

AFM – IR. Z tego też względu widma zostały również znormalizowane przez widmo mocy 

lasera.  

Na Rys.  44A zaznaczono linię wzdłuż której wyekstrahowano profil sygnału CH3/CH2 

na granicy eu- i hetero-chromatyny, przedstawiony na Rys.  44B. W celu wykrycia krawędzi  

i wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe było zidentyfikowanie rozkładu przestrzennego 

euchromatyny i heterochromatyny wybrano fragment profilu na granicy tych dwóch rodzajów 

chromatyny (Rys.  44C) i wyznaczono I pochodną sygnału (Rys.  44D). Wybrano metodę wy-

znaczania I pochodnej, gdyż zmierzona intensywność sygnału AFM – IR stanowi konwolucję 

rozkładu Gaussa, związanego z kształtem stożka sondy AFM oraz funkcji skokowej, związanej 

z występowaniem granicy oddzielającej bardziej metylowaną heterochromatynę i mniej mety-

lowaną euchromatynę [54], [79]. Wykrycie krawędzi z wykorzystaniem I pochodnej jest moż-

liwe dzięki własnościom pierwszej pochodnej splotu, która w efekcie daje funkcję Gaussa, któ-

rej szerokość połówkowa odpowiada granicy rozdzielczości wykonanego obrazowania [182]. 

Z tego też względu do wyznaczonej I pochodnej sygnału AFM - IR została dopasowana krzywa 

Gaussa i wyznaczono wartość szerokość połówkowej FWHM = 51,70 ± 1,60 nm, odpowiada-

jącą rozdzielczości przestrzennej pomiaru AFM – IR, umożliwiającemu identyfikacje eu- i he-

tero-chromatyny. Przy wyznaczaniu rozdzielczości przestrzennej mapy spektroskopowej na-

leży jednak wziąć pod uwagę także kryterium Shannona – Nyquista. Zastosowanie tego kryte-

rium oznacza, że, aby wiarygodnie odtworzyć obraz badanego obiektu, interwał próbkowania 

musi być co najmniej dwa razy większy niż największy interwał przestrzenny. W praktyce 

oznacza to, że rozmiar piksela na mapie musi być dwa razy mniejszy niż najmniejszy rozróż-

nialny element, a także, że najlepsza możliwa do otrzymania rozdzielczość przestrzenna  

jest równa dwukrotności rozmiaru pojedynczego piksela [183]–[185]. W przypadku mapowa-

nia chromosomu dicentrycznego, wyznaczony w ten sposób limit rozdzielczości wyniósł  

27,50 nm, przy długości pojedynczego piksela równej 13,75 nm. Można zatem stwierdzić,  

iż uzyskana rozdzielczość przestrzenna, wyznaczona jako suma niepewności statystycznej  

i niepewności związanej z pikselizacją obrazu jest rzędu 51,70 ± 29,10 nm. Wyznaczona roz-

dzielczość przestrzenna odpowiada rozmiarowi stożka sondy AFM, co stanowi granicę możli-

wej do uzyskania rozdzielczości przestrzennej wykonanego obrazowania AFM – IR [79], [139], 

[186].  
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Rys.  44 Weryfikacja opracowanego modelu, umożliwiającego identyfikację eu- i hetero-

chromatyny w dicentryku: A- mapa stosunku CH3/CH2 z zaznaczoną linią wzdłuż której wy-

ekstrahowano profil sygnału CH3/CH2 na granicy eu- i hetero-chromatyny, który przedstawiono 

na Rys. 44B. W celu wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe było zidentyfikowanie roz-

kładu przestrzennego euchromatyny i heterochromatyny wybrano fragment profilu na granicy 

tych dwóch rodzajów chromatyny (C) i wyznaczono I pochodną sygnału (D). Do wyznaczonej 

I pochodnej sygnału została dopasowana krzywa Gaussa i została wyznaczona wartość szero-

kość połówkowa FWHM = 51,7 ± 1,6 nm.  

 

 Gdy w wyniku oddziaływania z wiązką protonów powstaje chromosom dicentryczny, 

równocześnie z połączenia fragmentów acentrycznych oderwanych od uszkodzonych 

chromosomów, powstaje fragment acentryczny. Identyfikacja takiego fragmentu jest konieczna 

w celu potwierdzenia, iż faktycznie w jądrze badanej komórki, powstał dicentryk. Również  

w prezentowanych badaniach spektroskopowych, wykorzystano identyfikację powstałego 

fragmentu acentrycznego do potwierdzenia i zweryfikowania hipotezy, iż uszkodzenie 

powstało w euchromatynie, co zostało zaobserowane w przypadku chromosomu 

dicentrycznego (Rys.  42). Na Rys.  45 przedstawiono topografię AFM fragmentu acentrycz-

nego z zaznaczonym profilem wysokości (czarna linia) i prawdopodobnym miejscem powsta-

nia uszkodzenia w wyniku oddziaływania z wiązką protonów (czerwona linia, czerwona 
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strzałka). Podobnie jak dla chromosomu dicentrycznego, początkowo prawdopodobne miejsce 

powstania uszkodzenia zostało zidentyfikowane jedynie na podstawie różnicy w wysokości 

wzdłuż fragmentu acentrycznego (Rys.  45A). Na Rys.  45 przedstawiono z kolei wygięcie 

dźwigni AFM (ang. deflection), pokazujące drobne zmiany w morfologii fragmentu a na Rys.  

45 widoczny jest rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu 

absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie 

DNA (νasym(PO2
-), 1240 cm-1). Podobnie jak w przypadku chromosomu dicentrycznego, roz-

kład częstości jest jednorodny. Następnie, przedstawiono mapowanie AFM – IR fragmentu 

acentrycznego (Rys.  45D-F), analogicznie jak dla dicentryka. Aby uzyskać informację o róż-

nicy w rozkładzie euchromatyny i heterochromatyny we fragmencie acentrycznym, wyzna-

czono mapę stosunku CH3/CH2 (Rys.  45G) oraz mapę stosunku CH3/PO2
- (Rys.  45H). Otrzy-

mane mapy AFM – IR porównano z barwieniem DAPI i mFISH zmierzonego fragmentu (Rys.  

45I). Dzięki metodzie mFISH możliwe było potwierdzenie miejsca powstania uszkodzenia  

we fragmencie acentrycznym i identyfikacja chromosomów pomiędzy którymi wystąpiło połą-

czenie (chromosomy 10 i 21). Na Rys.  45A oraz Rys.  45G-H białą strzałką zaznaczono frag-

menty chromatyny znajdujące się za przewężeniem wtórnym, tzw. satelity. Satelity były wi-

doczne zarówno na topografii AFM fragmentu acentrycznego (Rys.  45A), jak i na mapach  

w zakresie podczerwieni oraz mapach stosunku CH3/CH2 (Rys.  45G-H). Na Rys.  45H przed-

stawiono weryfikację identyfikacji rozkładu euchromatyny i heterochromatyny na mapach sto-

sunku CH3/CH2 (Rys.  45G-H) poprzez lokalizację widm zaklasyfikowanych jako widma ze-

brane z euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony z użyciem analizy 

PCA (Rys.  46). Zgodność klasyfikacji widm z rozkładem eu- i hetero-chromatyny na mapie 

stosunku CH3/CH2 wynosi 52 % i analogicznie jak dla dicentryka, odpowiada zmienności 

widm, wytłumaczonej przez składową główną PC1 (60 %) w modelu otrzymanym za pomocą 

analizy PCA na Rys.  46. Na podstawie analizy statystycznej PCA i otrzymanej klasyfikacji, na 

Rys.  45H obserwuje się, iż w obrębie fragmentów satelitarnych, występuje raczej heterochro-

matyna, pomimo, iż na mapie stosunku CH3/CH2 (Rys.  45G) i CH3/PO2
- dominuje w tym ob-

szarze kolor zielony (charakterystyczny dla euchromatyny). Różnica ta wynika prawdopodob-

nie z faktu, iż w obrębie fragmentów satelitarnych, sygnał AFM – IR jest słaby ze względu  

na grubość satelit, która jest rzędu 40 nm.  Na przykładzie satelit, można zauważyć, że analiza 

widm jest najbardziej wiarygodnym źródłem informacji o rodzaju chromatyny, gdyż dane lite-

raturowe potwierdzają, iż w obrębie satelit występuje heterochromatyna [18]. Dodatkowo, 

można również zauważyć, że rozkład eu- i hetero-chromatyny na mapie stosunku CH3/CH2 

(Rys.  45G) jest analogiczny do rozkładu otrzymanego na mapie stosunku CH3/PO2
- (Rys.  
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45H). Na Rys.  45G-H widać również, że uszkodzenie chromatyny w wyniku oddziaływania  

z wiązką protonów powstało najprawdopodobniej w euchromatynie (kolor zielony).  

 

Rys.  45 Identyfikacja eu- i hetero-chromatyny we fragmencie acentrycznym powstałym 

wraz z chromosomem typu dicentryk: A- topografia AFM z zaznaczonym profilem wysoko-

ści, B- sygnał wygięcia dźwigni AFM, pokazujący drobne zmiany w morfologii fragmentu ace-

ntrycznego, C- rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu 

absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie 

DNA (νasym(PO2
-), 1240 cm-1), D- rozkład  grup metylowych we fragmencie acentrycznym 

(rozkładu absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH3 (νasym (CH3),  

2960 cm-1), E- rozkład  grup metylenowych we fragmencie acentrycznym (rozkład absorbcji 

pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH2 (νsym (CH2), 2850 cm-1), F- rozkład DNA  

we fragmencie acentrycznym (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania po-

między tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym (PO2
-), 1240 cm-1), G- mapa stosunku 

CH3/CH2, H- mapa stosunku CH3/CH2 z zaznaczonymi widmami zebranymi z euchromatyny 

(niebieski) i heterochromatyny (czerwony), I- barwienie DAPI i mFISH zmierzonego frag-

mentu acentrycznego. Na Rys. 45I, znakiem „+” został oznaczony fluorochrom, którym został 

wybarwiony badany chromosom, a znakiem „-„ fluorochrom, którym nie został wybarwiony 

badany chromosom. Na Rys. 45A,G-H białą strzałką oznaczono tzw. trabant (satelitę). 
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Aby potwierdzić w jakim rodzaju chromatyny powstało uszkodzenie w wyniku oddzia-

ływania z wiązka protonów, wykonano analizę PCA widm zebranych z fragmentu acentrycz-

nego (Rys.  46). Na Rys.  46 przedstawiono analizę składowych głównych widm zebranych  

z fragmentu acentrycznego w zakresie spektralnym 3000- 2800 cm-1. Na Rys.  46A przedsta-

wiono wykres rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy widm. Z kolei na Rys.  46B przed-

stawiono otrzymane ładunki czynnikowe dla pierwszych trzech składowych głównych (PC1 – 

PC3), opisujące kolejno 60 %, 11 %, 8 % zmienności w danych. Na Rys.  46A można zauważyć, 

że widma zostały pogrupowane głównie względem pierwszej składowej głównej PC1. Na Rys.  

46C-D przedstawiono uśrednione widma zidentyfikowane jako zebrane z: euchromatyny (kolor 

niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony), porównane z II pochodnymi widm (Rys.  46E-

F, algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.). Jak można 

zaobsewować na Rys.  46B, składowa główna PC1 względem której zostały podzielone widma, 

jest pozytywnie skorelowana z pasmami charakterystycznymi dla drgania grup CH3  

(2964 cm-1, 2948 cm-1 (νasym(CH3)), 2928 cm-1, 2880 cm-1 (νsym(CH3))) oraz dla drgania grup 

CH2 (2928 cm-1 (νasym(CH2)). Analogicznie jak dla dicentryka, intensywność tych pasm, różni-

cuje również uśrednione widma przedstawione na Rys.  46C (widma zebrane z heterochroma-

tyny (n = 10, kolor czerwony) i euchromatyny (n = 36, kolor niebieski)). Na Rys.  46A widma 

zebrane z heterochromatyny zostały zatem zgrupowane głównie po dodatniej stronie PC1,  

a widma zebrane z euchromatyny zostały zgrupowane głównie po ujemnej stronie PC1.  

Na Rys.  46D,F przedstawiono uśrednione widma, zaklasyfikowane jako widma zebrane z eu-

chromatyny i heterochromatyny w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1. W tym zakresie spek-

tralnym, różnice pomiędzy widmami są subtelne. Główna różnica jaką można zaobserwować 

jest widoczna w intensywności pasm, charakterystycznych głównie dla drgania zasad DNA, 

δ(CH),  δ(NH), ν(CN) na pozycji spektralnej 1437 cm-1, dla drgań δ(CH3), δs(C-H), ν(C-N), 

δ(CH), δ(NH), ν(CO) na pozycji spektralnej 1380 cm-1, dla drgania δ(CH3) oraz puryn i δ(O–

H) w serynie na pozycji spektralnej 1333 cm-1
, a także dla drgania νsym(PO2

-) w szkielecie DNA  

na pozycji spektralnej 1112 cm-1 i 1064 cm-1  (Tabela 11). Pasmo na pozycji spektralnej 1386 

cm-1 jest najprawdopodobniej związane z metylacją histonów jak opisano w rozdziale pt. „Po-

szukiwanie markerów spektroskopowych metylacji DNA i histonu H3 w nanoskali” w niniej-

szej rozprawie. Główne różnice chemiczne pomiędzy zidentyfikowanymi rodzajami chroma-

tyny występują w poziomie metylacji i stopniu upakowania DNA, analogicznie jak dla dicen-

tryka.  
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Rys.  46 Analiza PCA widm zebranych z fragmentu acentrycznego powstałego wraz  

z chromosomem dicentrycznym w zakresie spektralnym 3000 – 2800 cm-1: A- wykres 

rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy widm, B- ładunki czynnikowe dla trzech 

pierwszych składowych głównych PC, opisujących kolejno: 60 %, 11 %, 8 % zmiennosci  

w danych (przerywane linie oznaczają poziom 0 dla poszczególnych ładunków czynnikowych), 

C-D- uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane z: euchromatyny (n = 36, kolor 

niebieski) i heterochromatyny (n = 10, kolor czerwony), E-F- II pochodne widm (algorytm: 

Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.), zidentyfikowanych jako widma zebrane  

z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony). 
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2.5.2. Śledzenie uszkodzeń radiacyjnych w chromosomie typu chromo-

som pierścieniowy 

 

W celu śledzenia uszkodzeń radiacyjnych w chromosomie typu chromosom pierście-

niowy, należało zidentyfikować chromosom typu ring wraz z fragmentem acentrycznym (Rys.  

47). Zostało to wykonane analogicznie jak dla chromosomu dicentrycznego. Zidentyfikowany 

chromosom pierścieniowy wraz z fragmentem acentrycznym na Rys.  47 zaznaczono białą 

strzałką. W prezentowanym przykładzie analizy chromosomu pierścieniowego, krew została 

napromieniane wiązką protonową w dawce 3 Gy.  

 

Rys.  47 Identyfikacja aberracji chromosomowej typu ring na podstawie kariotypowania: 

A- topografia AFM przedstawiająca kompletną metafazę, B- zdjęcie spod mikroskopu fluore-

scencyjnego przedstawiające barwienie DAPI chromosomów, C- kariogram wykonany na pod-

stawie topografii AFM (A). Na Rys. 47 aberracja chromosomowa typu ring oraz zidentyfiko-

wany fragment acentryczny, zostały oznaczone białą strzałką.  

 

Na Rys.  48 przedstawiono porównanie topografii AFM chromosomu pierścieniowego 

wraz z mapowaniem AFM – IR oraz barwieniem mFISH. Na Rys.  48A pokazano topografię 
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AFM ringa z zaznaczonym profilem wysokości (czarna linia) i prawdopodobnym miejscem 

powstania uszkodzenia w wyniku oddziaływania z wiązką protonów (czerwona linia i czerwona 

strzałka). Początkowo, podobnie jak dla dicentryka, prawdopodobne miejsce powstania uszko-

dzenia zostało zidentyfikowane jedynie na podstawie różnicy w wysokości wzdłuż chromo-

somu pierścieniowego (Rys.  48A). Na Rys.  48B pokazano wygięcie dźwigni AFM (ang. de-

flection), pokazujące drobne zmiany w morfologii chromosomu. Z kolei na Rys.  48C pokazano 

rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu absorbcji pasma, 

charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 

1240 cm-1), który był jednorodny. Następnie, analogicznie jak dla dicentryka, przedstawiono 

mapowanie AFM – IR pojedynczego chromosomu (Rys.  48D-F). Aby uzyskać informację  

o różnicy w rozkładzie euchromatyny i heterochromatyny w chromosomie pierścieniowym, 

wyznaczono mapę stosunku CH3/CH2 (Rys.  48G) oraz mapę stosunku CH3/PO2
- (Rys.  48H). 

Otrzymane mapy AFM – IR porównano z barwieniem DAPI i mFISH zmierzonego ringa (Rys.  

42I). Dzięki wykorzystaniu metody mFISH zidentyfikowano chromosom pierścieniowy jako 

chromosom nr 14. W przypadku chromosomu pierścieniowego, najbardziej prawdopodobne 

miejsce powstania uszkodzenia możliwe było do ustalenia głównie na podstawie topografii 

AFM (Rys.  48A) oraz barwienia DAPI (Rys.  48I). Na podstawie analizy widm i map stosunku 

CH3/CH2 (Rys.  48G) oraz CH3/PO2
- (Rys.  48H) można stwierdzić, iż uszkodzenie chromatyny 

w wyniku odziaływania z wiązką protonów powstało najprawdopodobniej w euchromatynie.  
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Rys.  48 Identyfikacja eu- i hetero-chromatyny w chromosomie typu ring: A- topografia 

AFM z zaznaczonym profilem wysokości i prawdopodobnym miejscem powstania uszkodze-

nia w wyniku oddziaływania z wiązką protonów (niebieska strzałka), B- sygnał wygięcia sondy 

AFM (ang. deflection), pokazujący drobne zmiany w morfologii ringa, C- rozkład częstości 

sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR (dla rozkładu absorbcji pasma, charakterystycz-

nego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1240 cm-1),  

D- rozkład  grup metylowych w ringu (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drga-

nia grup CH3 (νasym (CH3), 2960 cm-1), E- rozkład  grup metylenowych w ringu (rozkład absor-

bcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH2 (νsym (CH2), 2850 cm-1), F- rozkład DNA 

w ringu (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem 

w szkielecie DNA (νasym(PO2
-), 1240 cm-1), G- mapa stosunku CH3/CH2, H- mapa stosunku 

CH3/PO2
-, I- barwienie DAPI i mFISH zmierzonego ringa. Na Rys. 48I, znakiem „+” został 

oznaczony fluorochrom, którym został wybarwiony badany chromosom, a znakiem „-„ fluoro-

chrom, którym nie został wybarwiony badany chromosom. 

 

Na Rys.  49 przedstawiono analizę składowych głównych widm zebranych z chromo-

somu pierścieniowego w zakresie spektralnym 3000- 2800 cm-1. Na Rys.  49A przedstawiono 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 194 Kraków, 2019 r. 

 

wykres rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy PCA widm. Z kolei na Rys.  49B przedsta-

wiono otrzymane ładunki czynnikowe dla pierwszych trzech składowych głównych (PC1 – 

PC3), opisujące kolejno 50 %, 17 %, 9 % zmienności w danych. Na Rys.  49A można zauważyć, 

że widma zostały pogrupowane głównie względem pierwszej składowej głównej PC1. Na Rys.  

49C-D przedstawiono uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane  

z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony), porównane  

z II pochodnymi widm (Rys.  49E-F, algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian  

II rzędu, 13 pkt.). Jak można zaobsewować na Rys.  49B, składowa główna PC1 względem 

której zostały podzielone widma, jest pozytywnie skorelowana z pasmami charakterystycznymi 

dla drgania grup CH3 (2960 cm-1, 2948 cm-1 (νasym(CH3)), 2928 cm-1, 2880 cm-1 (νsym(CH3))) 

oraz dla drgania grup CH2 (2928 cm-1 (νasym(CH2)), analogicznie jak dla dicentryka. Intensyw-

ność tych pasm, różnicuje również uśrednione widma przedstawione na Rys.  49C (widma ze-

brane z heterochromatyny (n = 25, kolor czerwony) i euchromatyny (n = 61, kolor niebieski)).  

Na Rys.  49A widma zebrane z heterochromatyny zostały zatem zgrupowane głównie po do-

datniej stronie PC1, a widma zebrane z euchromatyny zostały zgrupowane głównie po ujemnej 

stronie PC1. Na Rys.  49D,F przedstawiono uśrednione widma, zaklasyfikowane jako widma 

zebrane z euchromatyny i heterochromatyny w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1. W tym 

zakresie spektralnym, różnice pomiędzy widmami są subtelne. Główna różnica jaką można za-

obserwować jest widoczna w intensywności pasm, charakterystycznych głównie dla drgań 

(δ(CH3), δs(C-H), ν(C-N), δ(CH), δ(NH), ν(CO) na pozycji spektralnej 1390 cm-1 oraz dla drga-

nia νsym(PO2
-) w szkielecie DNA na pozycjach spektralnych 1122 cm-1 i 1074 cm-1  (Tabela 11).   

Pasma te zostały również zidentyfikowane jako markery spektroskopowe związane z metylacją 

histonów w rozdziale pt. „Poszukiwanie markerów spektroskopowych metylacji DNA i histonu 

H3 w nanoskali” niniejszej rozprawy. Jak można zatem zauważyć, główne różnice chemiczne 

pomiędzy zidentyfikowanymi rodzajami chromatyny występują w poziomie metylacji i stopniu 

upakowania DNA, analogicznie jak dla dicentryka. Wykorzystując otrzymaną klasyfikację, do-

pasowano również kontrast na mapach stosunku CH3/CH2 (Rys.  48G) oraz CH3/PO2
- (Rys.  

48H) w taki sposób, aby uzyskać jak najlepszą zgodność. Weryfikacja przedstawionego modelu 

została przedstawiona na Rys.  50. 



„Badanie wpływu promieniowania jonizującego…” Anna M. Borkowska 

 

IFJ PAN 195 Kraków, 2019 r. 

 

 

Rys.  49 Analiza PCA widm zebranych z chromosomu pierścieniowego w zakresie 

spektralnym 3000 cm-1 - 2800 cm-1: A- wykres rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy 

widm, B- ładunku czynnikowe dla trzech pierwszych składowych głównych PC, opisujących 

kolejno: 50 %, 17 %, 9 % zmiennosci w danych (przerywane linie oznaczają poziom  

0 dla poszczególnych ładunkow czynnikowych), C-D- uśrednione widma zidentyfikowane jako 
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widma zebrane z: euchromatyny (n = 61, kolor niebieski) i heterochromatyny (n = 25, kolor 

czerwony), E-F- II pochodne widm (algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian  

II rzędu, 13 pkt.), zidentyfikowanych jako widma zebrane z: euchromatyny (kolor niebieski)  

i heterochromatyny (kolor czerwony), G- rozkład przestrzenny widm zidentyfikowanych jako 

widma zebrane z euchromatyny (niebieski) i heterochromatyny (czerwony) za pomocą analizy 

PCA w zakresie spektralnym 3100 cm-1 – 2800 cm-1 zaznaczony na mapie stosunku CH3/CH2. 

 

Na Rys.  49G przedstawiono weryfikację opracowanego modelu umożliwiającego iden-

tyfikację eu- i heterochromatyny w chromosomie pierścieniowym w oparciu o metodę PCA.  

Jak można zauważyć na Rys.  49G, otrzymany rozkład euchromatyny i heterochromatyny  

na mapie stosunku CH3/CH2 w 61 % zgadza się z rozkładem zaklasyfikowanych widm, co od-

powiada zmienności widm, wytłumaczonej przez składową główną PC1 (50 %) w modelu 

otrzymanym za pomocą analizy PCA na Rys.  49, podobnie jak dla dicentryka. Na Rys.  50A 

białą linią zaznaczono profil sygnału CH3/CH2 na granicy eu- i hetero-chromatyny, który przed-

stawiono na Rys.  50B. W celu wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe było zidentyfiko-

wanie rozkładu przestrzennego euchromatyny i heterochromatyny wybrano fragment profilu 

na granicy tych dwóch rodzajów chromatyny (Rys.  50C) i wyznaczono I pochodną sygnału 

(Rys.  50D). Do wyznaczonej I pochodnej sygnału została dopasowana krzywa Gaussa i wy-

znaczono wartość szerokość połówkowej FWHM = 29,20 ± 1,50 nm, odpowiadającą rozdziel-

czości przestrzennej pomiaru AFM – IR, umożliwiającej identyfikację eu- i hetero-chromatyny. 

Uwzględniając z kolei kryterium Shannona-Nyquista [183], rozdzielczość związana z rozmia-

rem piksela wyniosła 20,00 nm, przy długości piksela równej 10,00 nm. Można zatem stwier-

dzić, że uzyskana rozdzielczość przestrzenna, wyznaczona jako suma niepewności statystycz-

nej i niepewności związanej z pikselizacją jest rzędu 29,20 ± 21,50 nm. 
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Rys.  50 Weryfikacja opracowanego modelu, umożliwiającego identyfikację eu- i hetero-

chromatyny w ringu: A- mapa stosunku CH3/CH2 z zaznaczoną linią wzdłuż której wyekstra-

howano profil sygnału CH3/CH2 na granicy eu- i hetero-chromatyny, który przedstawiono  

na Rys. 50B. W celu wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe było zidentyfikowanie roz-

kładu przestrzennego euchromatyny i heterochromatyny wybrano fragment profilu na granicy 

tych dwóch rodzajów chromatyny (Rys. 50C) i wyznaczono I pochodną sygnału (Rys. 50D). 

Do wyznaczonej I pochodnej sygnału została dopasowana krzywa Gaussa i została wyznaczona 

wartość szerokość połówkowa FWHM = 29,2 ± 1,5 nm.  

 

Gdy w wyniku oddziaływania z wiązką protonów powstaje chromosom pierścieniowy, 

równocześnie najczęściej wraz z utratą dwóch telomerów, powstaje fragment acentryczny. 

Identyfikacja takiego fragmentu jest konieczna w celu potwierdzenia, iż faktycznie w jądrze 

badanej komórki, powstał chromosom pierścieniowy. Również w prezentowanych badaniach 

spektroskopowych, wykorzystano identyfikację powstałego fragmentu acentrycznego  

do zweryfikowania hipotezy, iż uszkodzenie powstało w euchromatynie, co zostało 

zaobserowane w przypadku chromosomu pierścieniowego (Rys.  48). Na Rys.  51A przedsta-

wiono topografię AFM fragmentu acentrycznego z zaznaczonym profilem wysokości (czarna 

linia) i prawdopodobnym miejscem powstania uszkodzenia w wyniku oddziaływania z wiązką 

protonów (czerwona linia, czerwona strzałka). Podobnie jak dla chromosomu dicentrycznego, 
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początkowo prawdopodobne miejsce powstania uszkodzenia zostało zidentyfikowane jedynie 

na podstawie różnicy w wysokości wzdłuż fragmentu acentrycznego (Rys.  51A). Na Rys.  51B 

przedstawiono z kolei wygięcie dźwigni AFM (ang. deflection), a na Rys.  51C widoczny  

jest rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR. Podobnie jak uprzednio, 

rozkład częstości jest jednorodny. Następnie, przedstawiono mapowanie AFM – IR fragmentu 

acentrycznego (Rys.  45D-F), analogicznie jak dla chromosomu pierścieniowego. Aby uzyskać 

informację o różnicy w rozkładzie euchromatyny i heterochromatyny we fragmencie acentrycz-

nym, wyznaczono mapę stosunku CH3/CH2 (Rys.  51G-H). Otrzymane mapy AFM – IR po-

równano z barwieniem DAPI i mFISH zmierzonego fragmentu (Rys.  51I). W przypadku frag-

mentu acentrycznego powstałego wraz z chromosomem pierścieniowym trudno jest wskazać 

miejsce powstania uszkodzenia. Z tego też względu, rodzaj chromatyny, w którym powstało 

uszkodzenie, można zweryfikować głównie na podstawie analizy chromosomu pierścienio-

wego. Na Rys.  51H przedstawiono weryfikację identyfikacji rozkładu euchromatyny i hetero-

chromatyny na mapach stosunku CH3/CH2 (Rys.  51G) poprzez lokalizację widm zaklasyfiko-

wanych jako widma zebrane z euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czer-

wony) z użyciem analizy PCA (Rys.  52). Zgodność klasyfikacji widm z rozkładem eu- i hetero-

chromatyny na mapie stosunku CH3/CH2 wynosi 35 %, co odpowiada zmienności widm, wy-

tłumaczoną poprzez składową główną PC1 (35 %) w modelu otrzymanym za pomocą analizy 

PCA na Rys.  52. Stosunkowo niski procent wariancji widm zebranych z fragmentu acentrycz-

nego wytłumaczony przez analizę PCA i dość niski poziom zgodności z rozkładem eu- i hetero-

chromatyny na mapie stosunku CH3/CH2 są związane najprawdopodobniej ze słabszym sygna-

łem AFM – IR na fragmencie acentrycznym w porównaniu z chromosomem pierścieniowym.  
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Rys.  51 Identyfikacja eu- i hetero-chromatyny we fragmencie acentrycznym powstałym 

wraz z chromosomem typu ring: A- topografia AFM z zaznaczonym profilem wysokości  

i prawdopodobnym miejscem powstania uszkodzenia w wyniku oddziaływania z wiązką pro-

tonów, B- wygięcie sondy AFM (ang. deflection), pokazujące drobne zmiany w morfologii 

fragmentu acentrycznego, C- rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM – IR 

(dla rozkładu absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomiędzy tlenem i fosforem  

w szkielecie DNA (νasym (PO2
-)), D- rozkład  grup metylowych we fragmencie acentrycznym 

(rozkładu absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH3 (νasym (CH3),  

2960 cm-1), E- rozkład  grup metylenowych we fragmencie acentrycznym (rozkład absorbcji 

pasma, charakterystycznego dla drgania grup CH2 (νsym (CH2), 2850 cm-1), F- rozkład DNA we 

fragmencie acentrycznym (rozkład absorbcji pasma, charakterystycznego dla drgania pomię-

dzy tlenem i fosforem w szkielecie DNA (νasym(PO2
-)), G- mapa stosunku CH3/CH2, H- mapa 

stosunku CH3/CH2 z zaznaczonymi widmami zebranymi z euchromatyny (niebieski) i hetero-

chromatyny (czerwony), I- barwienie DAPI i mFISH zmierzonego fragmentu acentrycznego. 

Na Rys. 51I, znakiem „+” został oznaczony fluorochrom, którym został wybarwiony badany 

chromosom,  a znakiem „-„ fluorochrom, którym nie został wybarwiony badany chromosom. 

 

Aby potwierdzić rozkład eu- i hetero-chromatyny we fragmencie acentrycznym (Rys.  

51), wykonano analizę PCA widm zebranych z fragmentu acentrycznego (Rys.  52). Na Rys.  
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52 przedstawiono analizę składowych głównych widm zebranych z fragmentu acentrycznego 

w zakresie spektralnym 3000- 2800 cm-1. Na Rys.  52A przedstawiono wykres rozrzutu  

3D uzyskany na podstawie analizy widm. Z kolei na Rys.  52B przedstawiono otrzymane ła-

dunki czynnikowe dla pierwszych trzech składowych głównych (PC1 – PC3), opisujące kolejno  

35 %, 19 %, 16 % zmienności w danych. Na Rys.  52A można zauważyć, że widma zostały 

pogrupowane głównie względem pierwszej składowej głównej PC1. Na Rys.  52C-D przedsta-

wiono uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane z: euchromatyny (kolor 

niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony), porównane z  II pochodnymi widm (Rys.  52E-

F, algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.). Jak można 

zaobsewować na Rys.  52B, składowa główna PC1 względem której zostały podzielone widma, 

jest pozytywnie skorelowana z pasmami charakterystycznymi dla drgania grup CH3  

(2960 cm-1, 2948 cm-1(νasym(CH3)), 2925 cm-1, 2880 cm-1 (νsym(CH3))) oraz dla drgania grup 

CH2 (2925 cm-1 (νasym(CH2)) analogicznie jak dla dicentryka. Intensywność tych pasm, różni-

cuje również uśrednione widma przedstawione na Rys.  52C (widma zebrane z heterochroma-

tyny (n = 22, kolor czerwony) i euchromatyny (n = 16, kolor niebieski)). Na Rys.  52A widma 

zebrane z heterochromatyny zostały zgrupowane głównie po dodatniej stronie PC1, a widma 

zebrane z euchromatyny zostały zgrupowane głównie po ujemnej stronie PC1. Na Rys.  52D,F 

przedstawiono uśrednione widma, zaklasyfikowane jako widma zebrane z euchromatyny i he-

terochromatyny w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1. W tym zakresie spektralnym, różnice 

pomiędzy widmami są subtelne. Główna różnica jaką można zaobserwować jest widoczna  

w intensywności pasm, charakterystycznych głównie dla drgania νsym(PO2
-) w szkielecie DNA 

na pozycji spektralnej 1080 cm-1 oraz dla drgania ν(C-C), ν(C-O) w szkielecie DNA na pozycji 

spektralnej 980 cm-1 (Tabela 11). Podobnie jak dla dicentryka, główne różnice chemiczne po-

między zidentyfikowanymi rodzajami chromatyny występują w stopniu upakowania DNA. 

Wykorzystując otrzymaną klasyfikację, dopasowano również kontrast na mapach stosunku 

CH3/CH2 (Rys.  51G) oraz CH3/PO2
- (Rys.  51H), analogicznie jak uprzednio. Weryfikacja 

przedstawionego modelu została przedstawiona na Rys.  51G. 
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Rys.  52 Analiza PCA widm zebranych z fragmentu acentrycznego powstałego wraz  

z chromosomem pierścieniowym w zakresie spektralnym 3000 – 2800 cm-1: A- wykres 

rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy widm, B- ładunku czynnikowe dla trzech 

pierwszych składowych głównych PC, opisujących kolejno: 35 %, 19 %, 16 % zmiennosci  

w danych (przerywane linie oznaczają poziom 0 dla poszczególnych ładunkow czynnikowych), 

C-D- uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane z: eu chromatyny (n=16, kolor 

niebieski) i heterochromatyny (n = 22, kolor czerwony), E-F- II pochodne widm (algorytm 
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wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.), zidentyfikowanych jako widma 

zebrane z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony). 

 

2.5.3. Śledzenie uszkodzeń radiacyjnych we fragmencie chromosomu 

typu minutki 

 

Aby śledzić uszkodzenia radiacyjne we fragmencie acentrycznym typu minutki, należało 

je zidentyfikować (Rys.  53). Zostało to wykonane analogicznie jak dla chromosomu dicen-

trycznego i pierścieniowego. Zidentyfikowany fragment acentryczny typu minutki na Rys.  53 

zaznaczono białą strzałką. W prezentowanym przykładzie, krew została napromieniana wiązką 

protonów w dawce 4 Gy. 
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Rys.  53 Identyfikacja aberracji chromosomowej typu minutki: A- topografia AFM przed-

stawiająca wybraną metafazę, B- zdjęcie spod mikroskopu fluorescencyjnego, przedstawiające 

chromosomy wybarwione DAPI oraz C- kariogram wykonany na podstawie obrazu AFM (A). 

Na Rys. 53 aberracja chromosomowa typu minutki została oznaczona białą strzałką.  

 

Na Rys.  54 przedstawiono porównanie topografii AFM fragmentu acentrycznego typu 

minutki z mapowaniem AFM – IR oraz barwieniem metodą mFISH. Na Rys.  54A przedsta-

wiono topografię AFM fragmentu acentrycznego typu minutki z zaznaczonym profilem wyso-

kości (czarna linia). Na Rys.  54B przedstawiono wygięcie dźwigni AFM (ang. deflection).  

Z kolei na Rys.  54C przedstawiono rozkład częstości sondy AFM w trakcie mapowania AFM 

– IR, który był jednorodny. Następnie, przedstawiono mapowanie AFM – IR fragmentu acen-

trycznego (Rys.  54D-F), analogicznie dla dla dicentryka i ringa. Aby uzyskać informację  

o różnicy w rozkładzie euchromatyny i heterochromatyny we fragmencie acentrycznym typu 

minutki, wyznaczono mapę stosunku CH3/CH2 (Rys.  54G) oraz mapę stosunku CH3/PO2
- (Rys.  

54H). Otrzymane mapy AFM – IR porównano z barwieniem DAPI zmierzonego fragmentu 

(Rys.  54I). Dzięki wykorzystaniu metody mFISH zidentyfikowano chromosom, który był za-

angażowany w powstawanie fragmentu acentrycznego typu minutki. Analiza wskazuje, że frag-

ment ten najprawdopodobniej powstał z chromosomu nr 11. Porównując mapę stosunku 

CH3/CH2 (Rys.  54G) oraz mapę stosunku CH3/PO2
- (Rys.  54H), można zaobserwować,  

że zidentyfikowany rozkład eu- i hetero-chromatyny jest analogiczny. W przypadku fragmentu 

acentrycznego typu minutki nie można jednoznacznie stwierdzić, gdzie nastąpiło uszkodzenie 

chromatyny w wyniku oddziaływania z wiązką protonów. Ten typ aberracji wybrano jednak  

do analizy ze względu na rozmiar (wysokość) fragmentu acentrycznego typu minutki, która  

jest rzędu 60 nm w celu sprawdzenia czułości metody AFM – IR. Jak można zaobserwować  

na Rys.  54, pomimo rozmiaru fragmentu, będącego na granicy detekcji metody AFM – IR  

w modzie kontaktowym, wciąż możliwe było otrzymanie rozkładu eu- i hetero-chromatyny 

(Rys.  54). Uzyskane rezultaty przedstawiono na Rys.  54G-H, a rozkład typów chromatyny 

został potwierdzony, dzięki analizie PCA widm zebranych z fragmentu acentrycznego typu 

minutki (Rys.  55).  
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Rys.  54 Identyfikacja eu- i hetero-chromatyny w aberracji chromosomowej typu mi-

nutki: A- topografia AFM przedstawiająca aberracje chromosomową typu minutki, B- sygnał 

wygięcia sondy AFM, pokazujący szczegółowe zmiany w morfologii, C- rozkład częstości 

sondy AFM podczas pomiaru mapy AFM- IR (rozkład przestrzenny drgania pomiędzy tlenami 

i fosforem w szkielecie DNA- rozkład pasma 1240 cm-1), D- rozkład przestrzenny grup mety-

lowych (νasym(CH3), 2960 cm-1), E- rozkład przestrzenny gryp metylenowych (νsym(CH2),  

2850 cm-1), F- rozkład przestrzenny drgania pomiędzy tlenami i fosforem w szkielecie DNA 

(νasym(PO2
-), 1240 cm-1), G- mapa stosunku CH3/CH2, H- mapa stosunku CH3/PO2

-, I- barwienie 

DAPI i mFISH zmierzonej aberracji u minutki. Na Rys. 54I, znakiem „+” został oznaczony 

fluorochrom, którym został wybarwiony badany chromosom, a znakiem „-„ fluorochrom, któ-

rym nie został wybarwiony badany chromosom. 

 

Na Rys.  55 przedstawiono analizę składowych głównych widm zebranych z fragmentu 

acentrycznego typu minutki w zakresie spektralnym 3000 - 2800 cm-1. Na Rys.  55A przedsta-

wiono wykres rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy widm. Z kolei na Rys.  55B przed-

stawiono otrzymane ładunki czynnikowe dla pierwszych trzech składowych głównych (PC1 – 

PC3), opisujące kolejno 50 %, 17 %, 9 % zmienności w danych. Na Rys.  55A można zauważyć, 

że widma zostały pogrupowane głównie względem pierwszej składowej głównej PC1. Na Rys.  

55C-D przedstawiono uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane  
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z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny (kolor czerwony), porównane  

z II pochodnymi widm (Rys.  55E-F, algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian  

II rzędu, 13 pkt). Jak można zaobsewować na Rys.  55B, składowa główna PC1 względem 

której zostały podzielone widma, jest pozytywnie skorelowana z pasmami charakterystycznymi  

dla drgania grup CH3 (2960 cm-1, 2948 cm-1 (νasym(CH3)), 2928 cm-1, 2880 cm-1 (νsym(CH3))) 

oraz dla drgania grup CH2 (2928 cm-1 (νasym(CH2)), analogicznie jak dla dicentryka i ringa. 

Intensywność tych pasm, różnicuje również uśrednione widma przedstawione na Rys.  55C 

(widma zebrane z heterochromatyny (n = 24, kolor czerwony) i euchromatyny (n = 25, kolor 

niebieski)). Na Rys.  55A widma zebrane z heterochromatyny zostały zgrupowane głównie po 

dodatniej stronie PC1, a widma zebrane z euchromatyny zostały zgrupowane głównie po ujem-

nej stronie PC1. Na Rys.  55D,F przedstawiono uśrednione widma, zaklasyfikowane jako 

widma zebrane z euchromatyny i heterochromatyny w zakresie spektralnym 1800 – 900 cm-1. 

W tym zakresie spektralnym, różnice pomiędzy widmami są subtelne. Główna różnica jaką 

można zaobserwować jest widoczna w intensywności pasm, charakterystycznych głównie dla 

drgania zasad DNA na pozycji spektralnej 1338 cm-1 (Tabela 11), dla drgania ν(P–O–C),  

ν(O–C), ν(C–C–O–C) na pozycji spektralnej 1172 cm-1, dla drgania νsym(PO2
-) w szkielecie 

DNA na pozycji spektralnej  1072 cm-1 (Tabela 11), a także w intensywności pasma, charakte-

rystycznego głównie dla drgania ν(C-C), ν(C-O) w szkielecie DNA na pozycji spektralnej  

984 cm-1 (Tabela 11). Wymienione pasma zostały także zidentyfikowane jako markery spek-

troskopowe związane z metylacją głównie histonów w rozdziale pt. „Poszukiwanie markerów 

spektroskopowych metylacji DNA i histonu H3 w nanoskali” niniejszej rozprawy. Jak można 

zatem zauważyć, główne różnice chemiczne pomiędzy zidentyfikowanymi rodzajami chroma-

tyny występują w innym stopniu upakowania DNA, podobnie jak dla dicentryka i ringa. Wy-

korzystując otrzymaną klasyfikację, dopasowano również kontrast na mapach stosunku 

CH3/CH2 (Rys.  54G) oraz CH3/PO2
- (Rys.  54H) w taki sposób, aby uzyskać jak najlepszą 

zgodność. Weryfikacja przedstawionego modelu została przedstawiona na Rys.  55G. 
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Rys.  55 Analiza składowych głównych (PCA) w zakresie spektralnym 3000- 2800 cm-1, 

umożliwiająca identyfikację eu- i hetero-chromatyny w aberracji chromosomowej typu 

minutki: A- wykres rozrzutu 3D uzyskany na podstawie analizy widm, B- ładunki czynnikowe 

dla trzech pierwszych składowych głównych PC, opisujących kolejno: 50 %,  

17 %, 9 % zmiennosci w danych (przerywane linie oznaczają poziom 0 dla poszczególnych 

ładunkow czynnikowych), C-D- uśrednione widma zidentyfikowane jako widma zebrane  
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z: euchromatyny (n = 25, kolor niebieski) i heterochromatyny (n = 24, kolor czerwony),  

E-F- II pochodne widm (algorytm wygładzania: Savitzky - Golay, wielomian II rzędu, 13 pkt.), 

zidentyfikowanych jako widma zebrane z: euchromatyny (kolor niebieski) i heterochromatyny 

(kolor czerwony), G- rozkład przestrzenny widm zidentyfikowanych jako widma zebrane z eu-

chromatyny (niebieski) i heterochromatyny (czerwony) za pomocą analizy PCA w zakresie 

spektralnym 3000 cm-1 – 2800 cm-1 zaznaczony na mapie stosunku CH3/CH2. 

 

Na Rys.  55G przedstawiono weryfikację opracowanego modelu umożliwiającego iden-

tyfikację eu- i hetero-chromatyny we fragmencie acentrycznym typu minutki w oparciu o me-

todę PCA, poprzez naniesienie położenia widm zidentyfikowanych jako widma zebrane z eu-

chromatyny (kolor niebieski) i widma zebrane z heterochromatyny (kolor czerwony) na mapę 

stosunku CH3/CH2. Ja można zauważyć na Rys.  55G, otrzymany rozkład euchromatyny i he-

terochromatyny na mapie stosunku CH3/CH2 w 56 % zgadza się z rozkładem zaklasyfikowa-

nych widm, co odpowiada zmienności wytłumaczonej przez składową główną PC1 w modelu, 

otrzymanym za pomocą analizy PCA na Rys.  55, analogicznie jak dla dicentryka i ringa.  

Na Rys.  56A białą linią zaznaczono profil sygnału CH3/CH2 na granicy eu- i hetero-chroma-

tyny, który przedstawiono na Rys.  56B. W celu wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe 

było zidentyfikowanie rozkładu przestrzennego euchromatyny i heterochromatyny, wybrano 

fragment profilu na granicy tych dwóch rodzajów chromatyny (Rys.  56C) i wyznaczono  

I pochodną sygnału (Rys.  56D). Do wyznaczonej I pochodnej sygnału została dopasowana 

krzywa Gaussa i wyznaczono wartość szerokość połówkowej FWHM = 28,9 ± 1,9 nm, odpo-

wiadającą rozdzielczości przestrzennej pomiaru AFM – IR. Uwzględniając z kolei kryterium 

Shannona-Nyquista [183], rozdzielczość związana z rozmiarem piksela wyniosła 25,00 nm, 

przy długości piksela równej 12,50 nm. Można zatem stwierdzić, że uzyskana rozdzielczość 

przestrzenna, wyznaczona jako suma niepewności statystycznej i niepewności związanej z pik-

selizacją jest rzędu 28,90 ± 26,90 nm. 
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Rys.  56 Weryfikacja opracowanego modelu, umożliwiającego identyfikację eu- i hetero-

chromatyny w aberracji typu minutki: A- mapa stosunku CH3/CH2 z zaznaczoną linią 

wzdłuż której wyekstrahowano profil sygnału CH3/CH2 na granicy eu- i hetero-chromatyny, 

który przedstawiono na Rys. 56B. W celu wyznaczenia rozdzielczości, z jaką możliwe było 

zidentyfikowanie rozkładu przestrzennego euchromatyny i heterochromatyny wybrano frag-

ment profilu na granicy tych dwóch rodzajów chromatyny (C) i wyznaczono I pochodną sy-

gnału (D). Do wyznaczonej I pochodnej sygnału została dopasowana krzywa Gaussa i została 

wyznaczona wartość szerokość połówkowa FWHM = 28,9 ± 1,9 nm.  

  

Dystrybucja aberracji chromosomów jest badana od lat 60- tych XX wieku i wydaje się, 

że nie jest ona przypadkowa [167], [187]–[198]. Wyniki badań, przeprowadzonych w latach 

70- tych XX wieku przez Bauchingera i in., Cooke’a i in. pokazały, że aberracje chromoso-

mowe, powstałe w wyniku oddziaływania z promieniowaniem X, występowały głównie w ja-

sno wybarwionych prążkach (odpowiadających euchromatynie w metodzie tzw. G- banding). 

Z kolei częstość występujących pęknięć w poszczególnych chromosomach zależała od ich roz-

miaru i relatywnej ilości materiału, barwiącego się na jasne prążki [187], [198]. Także badania 

ofiar wybuchu bomby atomowej przeprowadzone przez Tanakę i in., wskazują, że 74 % pęk-

nięć w chromosomach wystąpiła w jasno wybarwionych prążkach uzyskanych zarówno metodą 
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barwienia Giemsą (ang. G- banding) oraz chinakryną (ang. Q- banding) [188]. Ponadto, bada-

nia te wykazały, że rozkład pęknięć w obrębie fragmentów chromosomów nie jest przypad-

kowy: 26,6 % pęknięć występowała w rejonach centromerów, 30,8 % w obrębie ramion,  

a 42,6 % w telomerach [188]. Również badania Follego i in. wskazują, że chromatyna w jasno- 

wybarwionych prążkach jest bardziej wrażliwa zarówno na promieniowanie γ, jak i wiązkę 

neutronów [192]. Lee i in. udowodnili, że pęknięcia w chromosomach w wyniku oddziaływania 

z promieniowaniem γ powstają w przeważającej większości w jasno wybarwionych prążkach, 

a także we fragmentach telomerów [195]. Ponadto badania Obego i in. z wykorzystaniem me-

tody mFISH wskazują, że uszkodzenia chromosomów powstają głównie w aktywnej euchro-

matynie [167]. Jak można zatem zauważyć, otrzymane w ramach rozprawy wyniki, pokazujące, 

że pęknięcia chromosomów, powstające w wyniku oddziaływania z wiązką protonów, skutku-

jące formowaniem się chromosomu dicentrycznego, czy pierścieniowego występują głównie  

w euchromatynie, znajdują potwierdzenie w literaturze [167], [187], [188], [192], [195], [198].  

Badania aberracji chromosomowych przeprowadzone do tej pory, wykazały również, że chro-

mosomy akrocentryczne były częściej zaangażowane w formowanie się chromosomów dicen-

trycznych, co jest również obserwowane w prezentowanym przykładzie w rozprawie (połącze-

nie chromosomów nr 10 i 21) [187]. Istnieje jednak pewna trudność w bezpośrednim porówna-

niu zaprezentowanych w rozprawie wyników w wynikami dotychczas prezentowanymi w lite-

raturze. Po pierwsze, wyniki prezentowane dotychczas dotyczą aberracji powstałych w wyniku 

oddziaływania z promieniowaniem X, γ, czy z wiązką neutronów, a nie wiązką protonów. Po-

nadto, w badaniach przeprowadzonych w ramach rozprawy, aberracje typu chromosom dicen-

tryczny, czy pierścieniowy, występowały dość rzadko (jedna aberracja na około sto metafaz). 

Pomiary z wykorzystaniem spektroskopii AFM – IR są także bardzo czasochłonne. Zebranie 

jednego widma w pełnym zakresie spektralnym zajmuje około 10 min. Z kolei, pomiar jednej 

mapy zajmuje 4 – 8 godz. w zależności od rozmiaru chromosomu. Z tego też powodu, liczba 

możliwych do zbadania aberracji jest ograniczona. Pomimo faktu, iż analiza widm dla poje-

dynczego chromosomu ma dużą moc statystyczną (analiza setek widm), możliwe jest przeba-

danie ograniczonej ilości aberracji chromosomowych. Obecnie, ogranicza to możliwy do uzy-

skania zasięg zastosowania metody AFM – IR do badania aberracji chromosomowych i bezpo-

średnie porównanie otrzymanych wyników z danymi literaturowymi.  

Na potrzeby rozprawy, dokonano także identyfikacji badanych chromosomów metodą 

mFISH. Identyfikacja ta nie była jednak prosta, gdyż pomimo faktu, iż metoda AFM – IR  

jest uważana za nieniszczącą, barwienie mFISH próbek, które zostały zmierzone z użyciem 

nanospektroskopii AFM – IR było znacząco gorszej jakości w porównaniu z preparatami,  
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na których nie był wykonywany pomiar. Ze względu na fakt, iż metoda mFISH jest bardzo 

czuła na zmiany struktury DNA, pogorszenie jakości barwienia mogło być spowodowane lo-

kalnym wzrostem temperatury, powstałym w wyniku pomiaru metodą AFM – IR. Przyjmuje 

się, że w trakcie pomiaru AFM – IR maksymalny lokalny wzrost temperatury w obrębie badanej 

próbki jest rzędu 4 K [65]. Teoretycznie, wydaje się, że jest to niewielki wzrost, który nie po-

winien wpływać na strukturę chromatyny w badanych chromosomach. W praktyce jednak, ob-

serwuje się znaczące pogorszenie specyficzności wiązania sond, wykorzystywanych w meto-

dzie mFISH oraz spadek intensywności sygnału fluorescencyjnego. Może to wskazywać na 

subtelne zmiany w strukturze chromatyny, na przykład polegające na lokalnym odwodnieniu 

próbki i zmianie jej struktury przestrzennej i upakowania. W przyszłości, należy zatem skupić 

się na wyjaśnieniu wpływu pomiarów wykonanych metodą AFM – IR i lokalnego wzrostu tem-

peratury na strukturę badanych chromosomów, gdyż wiadomo, że jest ona bardzo delikatna  

i wrażliwa na zmiany warunków otoczenia (zmiany temperatury czy wilgotności).   

Na podstawie przedstawionej w ramach rozprawy analizy, można stwierdzić, że posta-

wiona teza badawcza została potwierdzona. Wykazano, że euchromatyna jest bardziej wrażliwa 

na powstawanie uszkodzeń w wyniku oddziaływania z wiązką protonów. Otrzymane wyniki  

są również zgodne z literaturą. W przyszłości, należy wykorzystać opracowaną metodologię  

do analizy większej ilości aberracji w celu wzmocnienia analizy statystycznej wykonanych po-

miarów.  

 

3. Wnioski 

 

Dotychczas prowadzone badania chromosomów wniosły znaczący wkład w wiedzę do-

tyczącą powstawania uszkodzeń w eu i hetero-chromatynie. Do tej pory wykorzystywano jed-

nak głównie metody optyczne, które mają ograniczoną rozdzielczość przestrzenną  

(rzędu 300 nm). Ponadto wiele badań prowadzonych było z wykorzystaniem klasycznego bar-

wienia prążków z użyciem trypsyny i barwienia przy pomocy Giemsy. Ze względu na ograni-

czenia klasycznych metod, takie jak wspomniana rozdzielczość przestrzenna, konieczność do-

datkowej preparatyki próbek, wprowadzanie znaczników fluorescencyjnych, czy barwienie,  

co zaburza delikatną strukturę chemiczną chromatyny, konieczne jest rozwijanie nieinwazyj-

nych metod nanoobrazowania. Jedną z takich metod, jest zaprezentowana w niniejszej rozpra-

wie metoda AFM – IR. Dzięki wykorzystaniu tej metody, możliwe było zobrazowanie rozkładu 
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euchromatyny i heterochromatyny w pojedynczych chromosomach z rozdzielczością prze-

strzenną sięgającą 29 nm, co jest ograniczeniem metody AFM – IR ze względu na rozmiar 

stożka sondy AFM. Analiza map AFM – IR była weryfikowana przy pomocy analizy składo-

wych głównych widm zebranych z pojedynczych chromosomów. Dzięki przeprowadzonej ana-

lizie map i wielowymiarowej analizie statystycznej, możliwe było pokazanie, że w wyniku od-

działywania z promieniowaniem jonizującym, euchromatyna jest bardziej czuła na powstawa-

nie uszkodzeń. Umożliwiło to potwierdzenie tezy badawczej postawionej w rozprawie, mó-

wiące, że dwa podstawowe typy chromatyny charakteryzują się różną wrażliwością  

na promieniowanie jonizujące. Ponadto, zostało pokazane, że ze spektroskopowego punktu 

widzenia euchromatyna odróżnia się od heterochromatyny intensywnością pasm charaktery-

stycznych głównie dla drgania grup CH3 (2960 cm-1, 2948 cm-1 (νasym(CH3)), 2928 cm-1,  

2880 cm-1 (νsym(CH3))) oraz dla drgania grup CH2 (2928 cm-1 (νasym(CH2)). Obserwowano rów-

nież różnice spektralne pomiędzy euchromatyną i heterochromatyną w intensywności pasm, 

charakterystycznych głównie dla drgania zasad DNA na pozycji spektralnej 1338 cm-1,  

dla drgań ν(P–O–C), ν(O–C), ν(C–C–O–C) na pozycji spektralnej 1172 cm-1, dla drgania 

νsym(PO2
-) w szkielecie DNA na pozycji spektralnej  1072 cm-1, a także w intensywności pasma, 

charakterystycznego głównie dla pasm pochodzących od ν(C-C), ν(C-O) w szkielecie DNA 

 na pozycji spektralnej 984 cm-1. Pasma te również były powiązane z metylacją DNA i histonów 

w badaniach chromatyny na poziomie pojedynczych nukleosomów, przeprowadzonej z wyko-

rzystaniem spektroskopii TERS, przedstawionych w niniejszej rozprawie.  

W zaprezentowanym rozdziale opisującym badania pojedynczych chromosomów czło-

wieka  za pomocą metody AFM – IR, zostało również pokazane, że wykorzystanie wzmocnio-

nego rezonansowo modu kontaktowego z użyciem lasera QCL jest techniką znacznie bardziej 

czułą niż rezonansowy mod kontaktowy z użyciem lasera OPO. Ponadto, wykorzystanie szyb-

kiego modu zbierania widm (ang. fast scan), umożliwiło wykonywanie pomiarów typu hyper-

sectral imaging w nanoskali. Zastosowanie tej techniki w badaniach chromosomów jest unika-

towe i po raz pierwszy na świecie zostało zaprezentowane w prezentowanej rozprawie.  
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NAJWAŻNIEJSZE WNIOSKI ROZPRAWY 

 

Głównym celem przedstawionej rozprawy było zweryfikowanie tezy badawczej, mó-

wiące, że dwa podstawowe typy chromatyny charakteryzują się różną wrażliwością  

na promieniowanie jonizujące. Aby osiągnąć postawiony cel, wykonano badania chromatyny  

z wykorzystaniem dwóch metod nanospektroskopowych (AFM – TERS i AFM – IR). Najważ-

niejsze osiągnięcia rozprawy zostały wymienione poniżej.  

 

BADANIA NUKLEOSOMÓW 

 

 Wykonanie pomiarów chromatyny na najniższym poziomie jej organizacji z wykorzysta-

niem spektroskopii AFM – TERS i zbadanie wpływu metylacji, zarówno DNA, jak i histonu 

H3 (H3K27me3) na strukturę i organizację pojedynczego nukleosomu. 

 

 Zidentyfikowanie dwóch rodzajów nukleosomów w zależności od konformacji DNA  

na podstawie zmiany intensywności pasma charakterystycznego dla wib. zasad A, C i G oraz 

δ(CH), a także C=C (1487 cm-1) : 1) charakteryzującego się brakiem obecności pasma  

dla liczby falowej 1487 cm-1 w przypadku liniowego DNA faga λ (głównie konformacja A) 

oraz 2) charakteryzującego się obecnością pasma dla liczby falowej 1487 cm-1 w przypadku 

kolistego DNA (pUC19, współistnienie konformacji A i B). W przypadku liniowego DNA 

obserwuje się zatem najprawdopodobniej oddziaływanie reszt histonów z zasadami w więk-

szym rowku DNA. Z kolei w przypadku kolistego DNA, najprawdopodobniej obserwuje  

się oddziaływanie reszt histonów i zasad w mniejszym rowku DNA. 

 

BADANIA CHROMOSOMÓW 

 

 Wykonanie pomiarów chromatyny na najwyższym poziomie jej organizacji z wykorzysta-

niem spektroskopii AFM – IR i zweryfikowanie udziału eu- i hetero-chromatyny w powsta-

waniu aberracji chromosomowych w wyniku oddziaływania z wiązką protonową.  

 

 Dzięki przeprowadzonej analizie map AFM - IR i wielowymiarowej analizie statystycznej, 

pokazanie, że w wyniku oddziaływania z promieniowaniem jonizującym, euchromatyna  

jest bardziej czuła na powstawanie uszkodzeń. Umożliwiło to potwierdzenie postawionej 
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tezy badawczej postawionej w rozprawie, mówiące, że dwa podstawowe typy chromatyny 

charakteryzują się różną wrażliwością na promieniowanie jonizujące.  

 

 Wykonanie pomiarów pojedynczych chromosomów człowieka typu typu hypersectral ima-

ging w nanoskali, wykorzystując wzmocniony rezonansowo mod kontaktowy AFM – IR.  

 

BADANIA NUKLEOSOMÓW I CHROMOSOMÓW 

 

 Zidentyfikowanie markerów spektroskopowych związanych z metylacją DNA i histonu H3, 

umożliwiających identyfikacje eu- i heterochromatyny.  
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V. DODATEK 

 

1. Kody programów w języku C++  

 

Kody programów wymienionych poniżej napisanych w języku C ++ przez Autora zo-

stały zamieszczony na dołączonej do rozprawy płycie DVD: 

 

 program_TERS.exe 

 analiza_widmo_mocy.exe 

 nanoIR2.exe 

 nanoIR2_QCL.exe 

 nanoIR2_QCL_hyperspectral.exe   

 

2. Obliczenia pomocnicze do analizy kariogramów 

 

Pomocnicza analiza wielkości poszczególnych chromosomów, a także stosunku po-

między długością ramion p i q, umożliwiająca opracowanie kariogramów została zamiesz-

czona na dołączonej do rozprawy płycie DVD. 


