
 

Wydział Farmaceutyczny  

Katedra Analityki Medycznej 

 

 

 

ROZPRAWA DOKTORSKA 

Kornela Hałucha 

 

 

Wpływ płytek krwi i mikrocząsteczek pochodzenia 

płytkowego na uszkodzenie kardiomiocytów w warunkach 

chemicznego niedokrwienia i reperfuzji 

 

The influence of platelets and platelet-derived microparticles on the injury 

of cardiomyocytes under chemical ischemia and reperfusion conditions 

 

  

 

Promotor 

dr hab. n. farm. Iwona Bil-Lula, prof. uczelni 

 

 

 

 

Wrocław 2024  



1 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Podziękowania 

 

 
 

Przede wszystkim dziękuję mojej Rodzinie. Dziękuję za pomoc, wiarę we mnie i wsparcie 

podczas powstawania tej pracy.  

 

Chciałabym podziękować Profesor Iwonie Bil-Luli za wsparcie, poświęcony czas i pomoc 

podczas powstawania niniejszej rozprawy. 

 

Serdeczne podziękowania należą się dr Alinie Rak-Pasikowskiej, dr Agnieszce Sapie-

Wojciechowskiej oraz dr Agnieszcze Olejnik za pomoc w rozbudowywaniu warsztatu 

badawczego, wszelkie sugestie merytoryczne oraz podnoszenie na duchu w chwilach 

zwątpienia. 

 

Dziękuję wszystkim Pracownikom Katedry Analityki Medycznej za pracę w atmosferze 

wzajemnego zrozumienia. 

 

Współpracownikom z Zakładu Diagnostyki Laboratoryjnej DCOPIH dziękuję za 

entuzjazm i wsparcie w trudnych momentach. 

 

 

 

 

 

 

 

  



2 
 

Spis treści 

I. WSTĘP ......................................................................................................................... 8 

1. PŁYTKI KRWI ............................................................................................................. 8 

1.1. Budowa płytek krwi ................................................................................................... 8 

2. ZAWAŁ I USZKODZENIE NIEDOKRWIENNO-REPERFUZYJNE MIĘŚNIA 

SERCOWEGO ................................................................................................................ 13 

2.1. Patofizjologia zawału mięśnia sercowego ............................................................... 13 

2.2. Uszkodzenie niedokrwienno-reperfuzyjne mięśnia sercowego ............................... 14 

3. ZNACZENIE PŁYTEK KRWI W MI I USZKODZENIU NIEDOKRWIENNO-

REPERFUZYJNYM SERCA ......................................................................................... 18 

3.1. Protekcyjna rola płytek krwi w MI .......................................................................... 21 

4. MIKROCZĄSTECZKI POCHODZENIA PŁYTKOWEGO .................................... 26 

5. METALOPROTEINAZY MACIERZY ZEWNĄTRZKOMÓRKOWEJ (MMP) .... 28 

5.1. Budowa MMP .......................................................................................................... 28 

5.2. Aktywacja MMP ...................................................................................................... 30 

5.3. Funkcje MMP .......................................................................................................... 31 

5.4. Metaloproteinazy płytek krwi .................................................................................. 31 

5.5. Rola metaloproteinaz w uszkodzeniu niedokrwienno-reperfuzyjnym serca ........... 33 

6. CEL PRACY ............................................................................................................... 37 

II. MATERIAŁ I METODY ........................................................................................ 39 

1. Materiał ....................................................................................................................... 39 

2. Metody ........................................................................................................................ 39 

2.1. Izolacja płytek krwi ................................................................................................. 39 

2.2. Hodowla komórkowa ............................................................................................... 41 

2.3. Procedura chemicznego niedokrwienia i reperfuzji (I/R) ........................................ 44 



3 
 

2.4. Barwienie FDA/DAPI .............................................................................................. 48 

2.5. Immunofluorescencja ............................................................................................... 50 

2.6. Badanie cytometryczne płytek krwi ........................................................................ 52 

2.7. Badanie cytometryczne mikrocząsteczek pochodzenia płytkowego ....................... 54 

2.8. Trypsynizacja komórek HCM z płytek 12-dołkowych ............................................ 55 

2.9. Homogenizacja ........................................................................................................ 56 

2.10. Zymografia żelatynowa ......................................................................................... 58 

2.11. Oznaczanie białka metodą Bradforda .................................................................... 61 

2.12. Izolacja RNA z płytek krwi i kardiomiocytów ...................................................... 62 

2.13. Odwrotna transkrypcja ........................................................................................... 63 

2.14. Real-time PCR ....................................................................................................... 64 

2.15. ELISA MMP-2 ...................................................................................................... 66 

2.16. Aktywność dehydrogenazy mleczanowej (LDH) .................................................. 67 

2.17. Analiza statystyczna .............................................................................................. 69 

III. WYNIKI .................................................................................................................. 71 

1. CYTOMETRYCZNA OCENA AKTYWACJI PŁYTEK KRWI W GRUPIE 

BADANEJ ...................................................................................................................... 71 

1.1. Ekspresja aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi po etapie 

niedokrwienia .................................................................................................................. 71 

1.2. Ekspresja P-selektyny na powierzchni płytek krwi po etapie niedokrwienia .......... 71 

1.3. Ekspresja CD63 na powierzchni płytek krwi po etapie niedokrwienia ................... 72 

1.4. Ekspresja aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi po etapie 

reperfuzji…...…………………………………………………………………………...73 

1.5. Ekspresja P-selektyny na powierzchni płytek krwi po etapie reperfuzji ................. 75 



4 
 

1.6. Ekspresja CD63 na powierzchni płytek krwi po etapie reperfuzji .......................... 77 

1.7. Badanie cytometryczne PMP ................................................................................... 79 

2. AKTYWNOŚĆ METALOPROTEINAZ MACIERZY 

ZEWNĄTRZKOMÓRKOWEJ W HOMOGENATACH KOMÓRKOWYCH ............ 81 

2.1. Aktywność proMMP-2 w kardiomiocytach niepoddanych interakcji z płytkami krwi

 ………………………………………………………………………………………...81 

2.2. Aktywność MMP-2 w kardiomiocytach niepoddanych interakcji z płytkami 

krwi………………………..……………………………………………………………82 

2.3. Aktywność MMP-9 w kardiomiocytach niepoddanych interakcji z płytkami 

krwi………………………………………...…………………………………………...83 

2.4. Aktywność proMMP-2 w kardiomiocytach poddanych interakcji z płytkami 

krwi……………………..………………………………………………………………84 

2.5. Aktywność MMP-2 w kardiomiocytach poddanych interakcji z płytkami krwi ..... 85 

2.6. Aktywność MMP-9 w kardiomiocytach poddanych interakcji z płytkami krwi ..... 86 

2.7. Aktywność proMMP-2 w płytkach krwi po I/R ...................................................... 87 

2.8. Aktywność MMP-2 w płytkach krwi po I/R ........................................................... 88 

2.9. Aktywność MMP-9 w płytkach krwi po I/R ........................................................... 89 

2.10. Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 kardiomiocytów ........................... 91 

2.11. Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-2 w kardiomiocytach ............................ 92 

2.12. Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9 kardiomiocytów ................................. 93 

3. UWALNIANIE I AKTYWNOŚĆ MMP W PRZESTRZENI POZAKOMÓRKOWEJ 

PO ETAPIE NIEDOKRWIENIA ................................................................................... 94 

3.1. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej ........ 94 

3.2. Aktywność MMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej .............. 95 

3.3. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej .............. 95 



5 
 

3.4. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej ............ 96 

3.5. Aktywność MMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej .................. 97 

3.6. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej .................. 97 

3.7. Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po 

etapie niedokrwienia ....................................................................................................... 98 

3.8. Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

niedokrwienia ................................................................................................................ 100 

4. UWALNIANIE I AKTYWNOŚĆ MMP W PRZESTRZENI POZAKOMÓRKOWEJ 

PO ETAPIE REPERFUZJI ........................................................................................... 101 

4.1. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej ...... 101 

4.2. Aktywność MMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej ............ 102 

4.3. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej ............ 102 

4.4. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej .......... 104 

4.5. Aktywność MMP-2 w przestrzeni pozakmórkowej w grupie badanej .................. 106 

4.6. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej ................ 106 

4.7. Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po 

etapie reperfuzji ............................................................................................................ 108 

4.8. Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

reperfuzji……………...……………………………………………………………….109 

5. STĘŻENIE MMP-2 W PŁYTKACH KRWI W GRUPIE BADANEJ .................... 111 

6. PCR ........................................................................................................................... 112 

6.1. Ekspresja genu MMP-2 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej ......................... 112 

6.2. Ekspresja genu MMP-9 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej ......................... 113 

6.3. Ekspresja genu MMP-2 w kardiomiocytach w grupie badanej ............................. 113 

6.4. Ekspresja genu MMP-9 w kardiomiocytach w grupie badanej ............................. 114 



6 
 

6.5. Ekspresja genu MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej .................................. 115 

6.6. Ekspresja genu MMP-9 w płytkach krwi w grupie badanej .................................. 116 

6.7. Analiza wpływu płytek krwi na zmiany ekspresji genu MMP-2 

w kardiomiocytach ........................................................................................................ 117 

6.8. Analiza wpływu płytek krwi na zmiany ekspresji genu MMP-9 

w kardiomiocytach ........................................................................................................ 118 

7. AKTYWNOŚĆ LDH ................................................................................................ 120 

7.1. Aktywność LDH po etapie niedokrwienia w grupie kontrolnej ............................ 120 

7.2. Aktywność LDH po etapie niedokrwienia w grupie badanej ................................ 120 

7.3. Wpływ płytek krwi na aktywność LDH ................................................................ 121 

8. STĘŻENIE BIAŁKA CAŁKOWITEGO W HOMOGENATACH 

KOMÓRKOWYCH ...................................................................................................... 123 

8.1. Stężenie białka w kardiomiocytach w grupie kontrolnej ....................................... 123 

8.2. Stężenie białka w kardiomiocytach w grupie badanej ........................................... 123 

8.3. Stężenie białka w płytkach krwi w grupie badanej ................................................ 124 

9. OCENA AKTYWNOŚCI METABOLICZNEJ KARDIOMIOCYTÓW ................ 126 

9.1. Aktywność metaboliczna kardiomiocytów w grupie kontrolnej ........................... 126 

9.2. Aktywność metaboliczna kardiomiocytów w grupie badanej ............................... 126 

9.3. Wpływ płytek krwi na aktywność metaboliczną kardiomiocytów ........................ 127 

10. EKSPRESJA BIAŁKA INOS W KARDIOMIOCYTACH ................................... 130 

10.1. Ekspresja białka iNOS w kardiomiocytach grupy kontrolnej ............................. 130 

10.2. Ekspresja białka iNOS w kardiomiocytach w grupie badanej ............................. 130 

10.3. Wpływ płytek krwi na ekspresję białka iNOS w kardiomiocytach ..................... 131 

11. ZWIĄZEK PMP Z BADANYMI PARAMETRAMI KARDIOMIOCYTÓW ..... 134 



7 
 

12. ZALEŻNOŚCI AKTYWNOŚCI, STĘŻENIA I EKSPRESJI GENÓW MMP-2 

I MMP-9 POMIĘDZY PŁYTKAMI KRWI A KARDIOMIOCYTAMI .................... 136 

IV. DYSKUSJA ........................................................................................................... 147 

V. WNIOSKI ............................................................................................................... 162 

VI. Spis wykresów ....................................................................................................... 163 

VII. Spis tabel .............................................................................................................. 167 

VIII. Spis rycin ............................................................................................................ 168 

IX. Streszczenie ........................................................................................................... 170 

X. Summary ................................................................................................................. 172 

XI. Wykaz stosowanych skrótów ............................................................................... 174 

XII. Bibliografia .......................................................................................................... 178 

SUPLEMENT .............................................................................................................. 202 

 

  



8 
 

I. WSTĘP 

1. Płytki krwi  

Płytki krwi (trombocyty) to elementy morfotyczne krwi o średnicy 2–4 µm, pozbawione 

jądra komórkowego, powstające jako końcowy etap dojrzewania megakariocytów. 

W liczbie 150–400 × 109/l żyją w krwioobiegu od 7 do 10 dni, po czym ulegają 

sekwestracji w śledzionie. W procesie dojrzewania megakariocytów dochodzi do 

różnicowania, dojrzewania i fragmentacji ich cytoplazmy oraz tworzenia propłytek, 

z których następnie powstają płytki krwi 1. Chociaż płytki nie posiadają jądra 

komórkowego, rozwinęły szereg elementów strukturalnych, w tym cytoszkielet, 

posiadają receptory błonowe oraz liczne organelle, w tym ziarnistości gęste oraz alfa (α), 

peroksysomy, lizosomy i mitochondria. Budowa płytek krwi sprawia, że płytki wykazują 

aktywny metabolizm i wysoką reaktywność 1,2. Oprócz powszechnie znanej roli płytek 

krwi w procesach hemostazy, aktywowane płytki pełnią funkcję m.in. w leczeniu ran, 

progresji nowotworów, stanach zapalnych, procesach immunologicznych, a zaburzenia 

ilościowe i jakościowe płytek krwi prowadzą do wielu stanów patologicznych 1,2. 

1.1. Budowa płytek krwi 

1.1.1.  Błona plazmatyczna 

Błona plazmatyczna płytek krwi zbudowana jest z podwójnej warstwy fosfolipidów, 

w której osadzony jest cholesterol, glikolipidy i glikoproteiny (GP) 1. Błona z zewnątrz 

pokryta jest glikokaliksem, który zawiera zewnętrzne końce błonowych GP, glikolipidy 

i zaadsorbowane białka osocza 3. Ujemny ładunek elektryczny glikokaliks zawdzięcza 

resztom kwasu sialowego i lipidom. Glikokaliks zapobiega przyleganiu płytek krwi do 

siebie i innych komórek. W mikroskopii elektronowej o wysokiej rozdzielczości 

glikokaliks charakteryzuje pomarszczony wygląd, z wieloma drobnymi fałdami 

i przypadkowo rozmieszczonymi otworami układu otwartych kanalików (ang. open 

canalicular system, OCS) 3,4. W błonie plazmatycznej zakotwiczone są pompy 

adenozyno-5′-trifosforanowo (ATP)-zależne: sodowa i potasowa, które kontrolują 

wewnątrzkomórkowe środowisko jonowe płytek krwi. Umiejscowienie fosfolipidów 

w błonie plazmatycznej płytek cechuje asymetria. W wewnętrznej warstwie błony 

komórkowej ekspresjonowane są ujemnie naładowane fosfolipidy (fosfatydyloseryna 

i fosfatydyloinozytol), które utrzymują powierzchnię płytek krwi w stanie 
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nieprokoagulacyjnym 1. Natomiast w warstwie zewnętrznej błony komórkowej dominują 

obojętne lipidy cholinowe, takie jak fosfatydylocholina i sfingomielina. Ponadto 

dwuwarstwa lipidowa zawiera czynnik tkankowy (ang. tissue factor, TF), eksponowany 

na powierzchni płytek krwi w postaci nieaktywnej. Aktywacja płytek prowadzi do 

uwolnienia mikrocząsteczek pochodzenia płytkowego (ang. platelet-derived 

microparticles, PMP), zawierających TF i zdolnych do wiązania czynników krzepnięcia 

(Va, VIIa, i Xa) do powierzchniowej fosfatydyloseryny. Interakcja TF i czynników 

krzepnięcia prowadzi do zwiększonego wytwarzania trombiny na powierzchni 

aktywowanych płytek krwi oraz PMP 3,5. Błona plazmatyczna zawiera także 

powierzchniowe GP, które biorą udział w interakcji płytek krwi ze strukturami 

podśródbłonkowymi uszkodzonej ściany naczynia, następowej aktywacji, adhezji 

i agregacji płytek krwi oraz retrakcji skrzepu 3,4. Obszar podbłonowy płytki leży 

bezpośrednio pod dwuwarstwą lipidową, zawiera mikrofilamenty aktyny i miozyny, 

które są niezbędne do zmiany kształtu płytek krwi np. podczas ich aktywacji. Obszar 

podbłonowy bierze udział w regulacji procesów sygnalizacyjnych, wymaganych do 

aktywacji płytek krwi 3,4,6,7. 

1.1.2.  Układ błon płytkowych 

Oprócz zewnętrznej błony plazmatycznej, układy błon w ludzkich płytkach krwi 

obejmują: kompleksy Golgiego, OCS, kanaliki o dużej gęstości elektronowej (kanaliki 

gęste, tzw. zamknięte) i szorstkie retikulum endoplazmatyczne 3. Pozostałości 

megakariocytarnych kompleksów Golgiego spotykane są w mniej niż 1% prawidłowych 

ludzkich płytek krwi, natomiast częściej występują u pacjentów z zaburzeniami 

hipogranularnymi płytek np. w zespole białych płytek 8,9.  

OCS płytek krwi stanowią liczne wgłębienia błony komórkowej, które rozciągają się 

do wnętrza płytki krwi 10,11. OCS bierze udział w uwalnianiu zawartości ziarnistości 

płytkowych 12 lub w transporcie składników osocza, np. fibrynogenu do ziarnistości α 3. 

OCS może także stanowić rezerwuar błony wewnętrznej, który ułatwia tworzenie 

filopodiów i rozprzestrzenianie się po adhezji płytek krwi do powierzchni aktywującej. 

Proces ten powoduje dramatyczny wzrost pola powierzchni błony plazmatycznej 

w porównaniu z powierzchnią spoczynkowej płytki krwi i może być wspomagany przez 

fuzję ziarnistości α i gęstych z błoną plazmatyczną po uwolnieniu zawartości 

ziarnistości 1. OCS jest także miejscem przechowywania GP błony komórkowej np. 
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GP Ib/IX 13. Układ kanalików gęstych jest pozostałością megakariocytowego retikulum 

endoplazmatycznego i składa się z kanałów losowo rozproszonych w cytoplazmie płytek 

krwi. Kanaliki gęste zawierają amorficzną substancję, która w mikroskopie 

elektronowym przypomina przezroczystość otaczającą cytoplazmę 10. Kanaliki 

zamknięte zawierają fosfolipidy, enzymy cyklu przemian kwasu arachidonowego (AA) 

oraz jony wapnia 3. 

1.1.3.  Cytoszkielet płytek krwi 

Kurczliwy cytoszkielet płytkowy warunkuje utrzymanie dyskoidalnego kształtu płytek 

krwi i jest niezbędny do zmiany kształtu płytek podczas aktywacji. Ponadto cytoszkielet 

bierze udział w przemieszczaniu się receptorów i cząstek na powierzchnię płytek 6. Trzy 

główne składniki cytoszkieletu to szkielet błonowy, podbłonowe zwoje mikrotubuli oraz 

filamenty aktynowe, które wypełniają cytoplazmę 1. Oprócz tych podstawowych struktur, 

w skład cytoszkieletu wchodzą także białka dodatkowe oraz białka motorowe, do których 

należy miozyna. Białka dodatkowe wpływają na procesy polimeryzacji mikrotubuli 

i włókienek lub łączą włókienka między sobą. W kompartmencie podbłonowym domeny 

cytoplazmatyczne wszystkich receptorów transbłonowych oddziałują z białkami, 

z których wiele jest związanych z kalmoduliną, miozyną i włóknami aktynowymi 3,14. 

W ten sposób regulują procesy sygnalizacyjne, wymagane do aktywacji płytek krwi. 

W skład szkieletu błonowego wchodzą: białko wiążące aktynę, spektryna, białko wiążące 

dystrofinę, talina oraz skelemina. Pasma spektryny łączą się ze sobą poprzez wiązanie 

długich włókien aktynowych. Ponadto adducyna tworzy triadowy kompleks z aktyną 

i spektryną, pokrywając końce włókien aktynowych w spoczynkowym cytoszkielecie 15. 

Cytoplazma płytek krwi przypomina płynny żel i zawiera losowo zorganizowane 

mikrotubule i mikrofilamenty, rozproszony glikogen oraz organella. Mikrotubule są 

rozmieszczone w obwodowych zwojach blisko ściany komórkowej, tworząc układ 

podtrzymujący cytoszkielet 16,17. Podczas aktywacji płytek cytoplazmatyczny układ 

aktyny zwęża cewki mikrotubul, w wyniku czego ziarnistości α oraz ziarnistości gęste 

zostają przesunięte do centrum płytki 18 i dochodzi do wydzielania ich zawartości przez 

OCS 19.  



11 
 

1.1.4.  Organella płytek krwi 

Ziarnistości wewnątrzpłytkowe są miejscem magazynowania wielu cząsteczek 

biologicznie czynnych, które są uwalniane do otaczającego środowiska podczas 

aktywacji płytek, w miejscu uszkodzenia naczyń, pełniąc rolę w rekrutacji innych 

komórek krwi do miejsca uszkodzenia. W spoczynkowych płytkach krwi granulki są 

umieszczone blisko OCS. Podczas aktywacji płytek krwi zawartość ziarnistości 

wydzielana jest do OCS 20.  

Ziarnistości alfa 

Ziarnistości alfa należą do najliczniej występujących ziarnistości płytek krwi, w ilości 

około 40–80 na płytkę. Ich średnica wynosi 200–500 nm, mają kulisty kształt z ciemnym 

centralnym rdzeniem 1,21. Zawartość ziarnistości alfa pochodzi z endogennej syntezy 

białek np. β-tromboglobuliny, czynnika płytkowego 4, czynnika von Willebranda, a także 

z egzogennych białek osocza, pobranych za pośrednictwem endocytozy i pinocytozy 3. 

Do białek ziarnistości alfa należą: 

 białka swoiste płytek: czynnik płytkowy 4, β-tromboglobulina; 

 białka adhezyjne: P-selektyna, fibronektyna, czynnik von Willebranda (ang. von 

Willebrand factor, vWF), trombospondyna, witronektyna; 

 białka zaangażowane w krzepnięcie krwi oraz proces fibrynolizy: fibrynogen, 

czynnik (cz.) V, cz. VIII, wielkocząsteczkowy kininogen, cz. XI, inhibitor 

C1-esterazy, białko S, inhibitor aktywatora plazminogenu typu 1 (PAI-l), t-PA; 

 mitogeny: płytkopochodny czynnik wzrostu (PDGF), czynnik wzrostu 

śródbłonka (VEGF), transformujący czynnik wzrostu β (TGF-β); 

 białka błonowe ziarnistości: P-selektyna, białko 33, GP IIb-IIIa (integryna 

αIIbβ3), GP Ib-IX, GP IV (CD36), GP V, CD9, osteonektyna, Rap Ib 3. 

Po aktywacji płytek białka ziarniste związane z błoną ulegają ekspresji na powierzchni 

płytek, natomiast rozpuszczalne białka ziarniste są uwalniane do przestrzeni 

pozakomórkowej. Ekspresja niektórych białek błonowych np. P-selektyny na 

powierzchni płytek krwi jest uznawana za marker aktywacji płytek 22–24. Białka 

ziarnistości alfa biorą również udział w naprawie naczyń po uszkodzeniu, gdyż zawierają 

cząsteczki niezbędne do adhezji płytek krwi w miejscu uszkodzenia, takie jak vWF, 

GP IIb-IIIa. Ponadto zawartość ziarnistości alfa uwolniona w wyniku aktywacji płytek 
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krwi bierze udział w rekrutacji neutrofilów do miejsca uszkodzenia (przy udziale 

P-selektyny 25 i w procesie angiogenezy 26. 

Ziarnistości gęste 

Ziarnistości gęste zawierają guanozyno-5′-difosforan (GDP), guanozyno-5′-trifosforan 

(GTP), jony wapnia, jony magnezu, jonu potasu, serotoninę oraz fosfoinozytole 

i polifosforany, a także wysokie stężenia adenozyno-5′-difosforanu (ADP) i ATP 21. 

ATP-zależna pompa protonowa warunkuje kwasowe środowisko ziarnistości gęstych 

o pH około 5,4 27. ADP jest słabym agonistą płytek krwi, wywołującym zmianę kształtu 

płytek, uwalnianie ziarnistości i agregację. Zawartość ziarnistości gęstych bierze udział 

w rekrutacji dodatkowych płytek krwi do miejsc uszkodzenia naczyń 1. Wykazano, że 

serotonina, uwalniana z ziarnistości gęstych, jest niezbędna w procesie regeneracji 

wątroby 28.  

Organella płytek krwi: mitochondria, lizosomy, peroksysomy 

Płytki krwi zawierają niewielką liczbę mitochondriów, jednak ze względu na stosunkowo 

krótki czas życia płytek krwi (7–10 dni), mitochondria płytkowe zapewniają 

wystarczające źródło energii dla płytek 1. W cytoplazmie płytek krwi obecne są także 

lizosomy i peroksysomy. Lizosomy to małe organella zawierające duży asortyment 

enzymów degradujących, w tym: 

 enzymy degradujące białka: katepsyny, elastaza, kolagenaza, karboksypeptydaza; 

 enzymy rozkładające węglowodany: glukozydaza, galaktozydaza, mannozydaza; 

 enzymy rozszczepiające estry fosforanowe: kwaśna fosfataza 3. 

Lizosomy degradują głównie materiał pobrany na drodze fagocytozy lub pinocytozy. 

Natomiast peroksysomy to małe organella zawierające enzym – katalazę.1 Budowę płytek 

krwi zilustrowano na rycinie 1. 
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Rycina 1. Schemat budowy płytki krwi. 

Obraz powstał przy użyciu BioRender.com. 

2. Zawał i uszkodzenie niedokrwienno-reperfuzyjne mięśnia sercowego  

2.1.  Patofizjologia zawału mięśnia sercowego  

Choroby sercowo-naczyniowe są główną przyczyną zachorowalności i śmiertelności na 

całym świecie 29. Najczęstszą postacią choroby sercowo-naczyniowej jest zawał mięśnia 

sercowego (ang. myocardial infarction, MI). Europejskie Towarzystwo Kardiologiczne 

(ang. European Society of Cardiology, ESC) w czwartej definicji zawału mięśnia 

sercowego określiło, że MI definiuje się jako obecne, gdy stężenie troponin sercowych 

(cTn) we krwi wzrasta powyżej 99 percentyla górnej granicy przedziału referencyjnego 

(URL). Natomiast klinicznie ostry zawał mięśnia sercowego (ang. acute myocardial 

infarction, AMI) został zdefiniowany jako obecność ostrego uszkodzenia mięśnia 

sercowego, wykrytego na podstawie wzrostu lub spadku cTn z co najmniej jedną 

wartością powyżej 99 percentyla URL, w warunkach ostrego niedokrwienia mięśnia 

sercowego 30. MI to stan spowodowany uszkodzeniem komórek mięśnia sercowego 

z powodu niedostatecznego przepływu krwi 31. Zmniejszenie przepływu wieńcowego lub 

brak pokrycia zapotrzebowania tkanki serca na tlen i substancje odżywcze prowadzi do 

niedokrwienia mięśnia sercowego. Istotną cechą niedokrwienia jest niewystarczająca 



14 
 

ilość tlenu do utrzymania fosforylacji oksydacyjnej mitochondriów 32. AMI jest zwykle 

spowodowany pęknięciem niestabilnej blaszki miażdżycowej i powstaniem skrzepliny 

blokującej tętnicę. AMI powstaje również w wyniku zabiegów interwencyjnych, takich 

jak: reperfuzja, angioplastyka, przeszczepienie serca i tromboliza, charakteryzujące się 

nagłym zmniejszeniem przepływu krwi do mięśnia sercowego, co ostatecznie może 

prowadzić do niewydolności serca i śmierci 33.  

Pozbawienie mięśnia sercowego tlenu i składników odżywczych skutkuje serią 

nagłych zmian biochemicznych i metabolicznych. Brak tlenu zatrzymuje fosforylację 

oksydacyjną, prowadząc do zahamowania czynności skurczowej mięśnia sercowego 34. 

Dochodzi także do rozkładu ATP, który jest niezbędny do utrzymania potencjału błony 

mitochondrialnej. Ze względu na spadek ATP, zależne od ATP pompy jonowe w błonie 

komórkowej nie mogą regularnie pracować, co powoduje nagromadzenie się wody, sodu 

i wapnia w komórce 34. Podczas niedotlenienia metabolizm komórkowy przełącza się na 

glikolizę beztlenową, co powoduje gromadzenie się mleczanu i obniżenie 

wewnątrzkomórkowego pH (do pH < 7,0). Obniżone pH uniemożliwia otwarcie 

megakanału mitochondrialnego (ang. mitochondrial permeability transition pore, MPTP) 

i skurcz kardiomiocytów 34. Wewnątrzkomórkowa akumulacja protonów aktywuje 

pompę jonową Na+-H+, która wymienia protony z komórki w zamian za Na+, prowadząc 

do nagromadzenia sodu w komórce. Brak ATP zatrzymuje działanie ATPazy 3Na+-2K+, 

przyczyniając się do wewnątrzkomórkowego przeciążenia sodem. W odpowiedzi na 

przeciążenie sodem dochodzi do aktywacji pompy jonowej 2Na+-Ca2+. Próba wymiany 

jonów Na+ prowadzi do wewnątrzkomórkowego przeciążenia wapniem 35,36. 

2.2. Uszkodzenie niedokrwienno-reperfuzyjne mięśnia sercowego 

Najczęściej stosowane strategie lecznicze w MI obejmują przywrócenie przepływu krwi 

w tkance objętej niedokrwieniem. Tromboliza, przezskórna interwencja wieńcowa (PCI) 

i pomostowanie aortalno-wieńcowe to najczęstsze metody leczenia ostrego MI 37–39. 

Chociaż metody te przyczyniły się do zmniejszenia śmiertelności pacjentów z MI, 

możliwe jest pojawienie się komplikacji m.in. w postaci uszkodzenia niedokrwienno-

reperfuzyjnego (ang. ischemia-reperfusion injury, IRI) serca 40. IRI definiuje się jako 

uszkodzenie tkanki serca, spowodowane niedokrwieniem, a następnie nagłym 

przywróceniem przepływu krwi w niedokrwionej i niedotlenionej tkance. W IRI zachodzi 

wiele procesów patofizjologicznych, w tym: akumulacja jonów, uszkodzenie błony 
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mitochondrialnej, powstawanie reaktywnych form tlenu (ang. reactive oxygen species, 

ROS), zaburzenia metabolizmu tlenku azotu (NO), dysfunkcja śródbłonka, agregacja 

płytek krwi, zapalenie, apoptoza i autofagia 41. Szczególną rolę w apoptozie komórek 

w niedokrwieniu i reperfuzji (I/R) przypisuje się mitochondriom komórkowym. Śmierć 

komórek może być spowodowana kilkoma czynnikami: syntezą ROS, zmniejszoną 

zdolnością do syntezy ATP, wzrostem stężenia jonów wapnia w cytoplazmie i macierzy 

mitochondrialnej, zmianą objętości macierzy mitochondrialnej, otwarciem megakanału 

mitochondrialnego i inicjacją procesu apoptozy 42. 

Stres oksydacyjny 

Niski poziom utleniaczy warunkuje prawidłową mitozę komórkową, homeostazę 

i komunikację wewnątrzkomórkową, natomiast znacznie wzmożone powstawanie 

rodników może powodować uszkodzenie komórek 43. Kardiomiocyty zawierają 

endogenne enzymy wychwytujące wolne rodniki, takie jak dysmutaza ponadtlenkowa 

(ang. superoxide dismutase, SOD), katalaza i peroksydaza glutationowa 44. Przywrócenie 

dostaw tlenu podczas reperfuzji umożliwia reaktywację łańcucha transportu elektronów, 

generując ROS w ilościach przewyższających możliwości systemu antyoksydacyjnego. 

Inne źródła ROS w I/R obejmują oksydazę ksantynową – występującą w komórkach 

śródbłonka i oksydazę dinukleotydu nikotynoamidoadeninowego (NADPH) – 

występującą w neutrofilach 34,45. ROS pośredniczą w uszkodzeniu reperfuzyjnym mięśnia 

sercowego, indukując otwarcie MPTP, działając jako chemoatraktant dla neutrofilów 

i pośrednicząc w dysfunkcji retikulum sarkoplazmatycznego. Przyczyniają się także do 

wewnątrzkomórkowego przeciążenia Ca2+, uszkadzania błony komórkowej poprzez 

peroksydację lipidów, indukcji denaturacji enzymów. Powodują również bezpośrednie 

uszkodzenie oksydacyjne łańcuchów DNA 34. Wykazano, że egzogenne wolne rodniki 

hamują aktywność ATPazy sodowo-potasowej i ATPazy wapniowej retikulum 

sarkoplazmatycznego, prowadząc do wzrostu wapnia, oraz wpływają na integralność 

komórek 46,47. Rodniki tlenowe powodują peroksydację lipidów, co może prowadzić do 

uszkodzenia błony komórkowej i w rezultacie spowodować obrzęk komórek (ang. cell 

swelling). Chemotaksja neutrofilów indukowana ROS może z kolei prowadzić do 

uszkodzenia naczyń włosowatych i dysfunkcji mikronaczyniowej. Ponadto krwinki białe, 

aktywowane w naczyniach włosowatych, są źródłem kolejnych rodników tlenowych 48. 

Procesy oksydacyjne zachodzące podczas reperfuzji tkanki serca zapobiegają lub 
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ograniczają powstawanie NO, poprzez uszkadzanie wewnątrzkomórkowych szlaków 

sygnałowych, dlatego kardioprotekcyjne działanie NO jest zmniejszone. W rezultacie 

zwiększony stres oksydacyjny powoduje akumulację neutrofilów, powstawanie 

rodników ponadtlenkowych i zmniejszenie przepływu wieńcowego 49.  

Udział wapnia w procesach reperfuzji  

Wewnątrzkomórkowe i mitochondrialne przeciążenie jonami wapnia rozpoczyna się 

podczas ostrego niedokrwienia mięśnia sercowego i nasila się w czasie reperfuzji. 

Nagromadzenie Ca2+ w I/R wynika z uszkodzenia błony komórkowej, uszkodzenia 

retikulum sarkoplazmatycznego (pod wpływem stresu oksydacyjnego) i reaktywacji 

mitochondriów. Podczas reperfuzji dochodzi także do nagłego wzrostu 

wewnątrzkomórkowego Ca2+ z powodu dysfunkcji retikulum sarkoplazmatycznego. 

W okresie reperfuzji, kiedy mitochondria podejmują regularną funkcję, zużywają energię 

na uwolnienie nadmiaru wapnia z cytozolu, co uniemożliwia oddychanie komórkowe 

i wytwarzanie energii. Przywrócenie potencjału błony mitochondrialnej wprowadza 

wapń do mitochondriów, a to może również indukować otwarcie MPTP 34,45.  

Reperfuzja mięśnia sercowego a pH 

W AMI dochodzi do spadku pH < 7,0. Podczas reperfuzji, dzięki degradacji kwasu 

mlekowego i aktywacji wymiennika Na+-H+ oraz symportera Na+-HCO3
-, dochodzi do 

przywrócenia fizjologicznego pH. Przywrócenie pH umożliwia otwarcie 

mitochondrialnych kanałów MPTP i skurcz kardiomiocytów 45. Ta zmiana pH przyczynia 

się do śmierci kardiomiocytów w wyniku uszkodzenia reperfuzyjnego mięśnia 

sercowego 50, umożliwiając otwarcie MPTP i powodując przykurcze kardiomiocytów 

w pierwszych kilku minutach reperfuzji. Badania eksperymentalne wykazały, że 

reperfuzja szczurzych miocytów za pomocą kwaśnego buforu wykazuje działanie 

kardioprotekcyjne 51. 

Rola megakanału mitochondrialnego MPTP w apoptozie komórek wywołanej IRI 

MPTP jest nieselektywnym kanałem wewnętrznej błony mitochondrialnej. Otwarcie 

kanału MPTP powoduje depolaryzację błony mitochondrialnej, prowadząc do 

wyczerpania ATP i śmierci komórki 52. Wykazano, że w przypadku ostrego IRI mięśnia 

sercowego MPTP pozostaje zamknięty podczas niedokrwienia, a podczas reperfuzji 



17 
 

zostaje otwarty tylko przez kilka pierwszych minut, w odpowiedzi na akumulację 

mitochondrialnego Ca2+ i stres oksydacyjny 53,54. Nadmierna akumulacja ROS 

i mitochondrialnego Ca2+ jest ważnym czynnikiem determinującym powstawanie MPTP. 

W wyniku otwarcia MPTP następuje uwolnienie cytochromu c, a następnie pęcznienie 

mitochondriów i upośledzenie depolaryzacji błon, zahamowanie produkcji ATP oraz 

aktywacja układu kaspazy i apoptozy komórek 42,45. Hamowanie otwierania kanałów 

MPTP na początku reperfuzji, przez zastosowanie inhibitorów MPTP np. 

cyklosporyny A, wykazało efekt kardioprotekcyjny 55.  

Wykazano także zależny od stężenia wpływ NO na MPTP. Wysokie stężenie NO 

powoduje powstawanie MPTP, a NO w niskich stężeniach może hamować tworzenie 

MPTP 56. Niskie stężenie NO chroni mitochondria przed czynnikami indukującymi 

apoptozę, takimi jak czynnik martwicy nowotworu-α (ang. tumor necrosis factor α, 

TNF-α) i niedotlenienie 57. NO aktywuje białko P53 i powoduje uwalnianie cytochromu 

c z mitochondriów, co również indukuje apoptozę 58. 

Zapalenie w IRI 

Nie jest jasne, czy odpowiedź zapalna towarzysząca AMI przyczynia się do patogenezy 

IRI mięśnia sercowego, czy też jest reakcją na ostre uszkodzenie mięśnia sercowego 59. 

Aktywacja i uszkodzenie śródbłonka w wyniku IRI zwiększa przepuszczalność naczyń 

i rekrutację komórek zapalnych. Ekspresja cząsteczek adhezji komórkowej na 

uszkodzonym śródbłonku (np. cząsteczki adhezji międzykomórkowej (ang. intercellular 

adhesion molecule-1, ICAM-1), cząsteczki adhezji komórkowej naczyń (ang. vascular 

cellular adhesion molecule-1, VCAM-1), selektyny E) sprzyja inwazji tkanek przez 

komórki zapalne, w tym neutrofile 41. Badania wykazały, że hamowanie procesów 

zapalnych, m.in. przy użyciu przeciwciał przeciwko cząsteczkom adhezyjnym, w czasie 

reperfuzji, wykazuje efekt kardioprotekcyjny 60. W ciągu sześciu godzin po rozpoczęciu 

reperfuzji mięśnia sercowego neutrofile gromadzą się w tkance mięśnia sercowego 

objętej zawałem w odpowiedzi na uwolnienie chemoatraktantów, ROS, cytokin 

i aktywowanego dopełniacza. Neutrofile w okolicy martwiczej uwalniają do środowiska 

enzymy proteolityczne, wytwarzają kolejne ROS i przyczyniają się do okluzji 

naczyń 34,59. Oprócz komórek śródbłonka i neutrofilów, także płytki krwi są 

zaangażowane w procesy zapalne w IRI 61–64. Udział płytek krwi w zapaleniu w IRI został 

szczegółowo opisany w rozdziale 3. 
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3. Znaczenie płytek krwi w MI i uszkodzeniu niedokrwienno-reperfuzyjnym 

serca 

Pęknięcie niestabilnej blaszki miażdżycowej inicjuje aktywację płytek krwi i tworzenie 

zakrzepu, co prowadzi do zakrzepowej okluzji makroskopowych i mikroskopowych 

naczyń wieńcowych, skutkując niedokrwieniem i często AMI 65,66. 

Uszkodzenie śródbłonka naczyń w wyniku pęknięcia niestabilnej blaszki 

miażdżycowej prowadzi do ekspozycji białek podsródbłonkowych. Podśródbłonkowa 

macierz zewnątrzkomórkowa składa się głównie z włókien kolagenowych, 

proteoglikanów, GP i wody 67. VWF, wydzielany z komórek śródbłonka, częściowo 

przylega do kolagenu macierzy podśródbłonkowej, w większości jednak uwalniany jest 

do światła naczynia 68. Dzięki obecności kilku receptorów na powierzchni płytek możliwa 

jest adhezja płytek krwi do uszkodzonej ściany naczynia. Kompleks GPIb-IX-V 

i integryna αIIbβ3 wiążą się do vWF związanego z kolagenem podsródbłonkowym. 

Natomiast GPVI i integryna α2β1 (VLA-2, GPIa/IIa) wiążą się bezpośrednio 

z kolagenem podśródbłonkowym, stabilizując interakcję płytka krwi–ściana naczyń 69–71. 

Adhezja płytek krwi do warstwy podśródbłonkowej wyzwala aktywację płytek, co 

skutkuje zmianami w morfologii i ekspresją receptorów, a to z kolei prowadzi do zmian 

w fenotypie płytek krwi 72. Aktywowane płytki krwi uwalniają rozpuszczalne mediatory, 

takie jak tromboksan A2 (TXA2) i ADP, i wytwarzają trombinę 73,74. W wyniku aktywacji 

płytek krwi aktywowana GP IIb-IIIa staje się zdolna do wiązania rozpuszczalnego 

fibrynogenu, umożliwiając w ten sposób agregację płytek krwi 75. Uwolnieni w wyniku 

aktywacji agoniści: ADP, trombina, TXA2 przyczyniają się do tworzenia skrzepu, 

poprzez stymulację krążących płytek do aktywacji i agregacji w procesie zwanym 

rekrutacją płytek 73,74. Niektóre mediatory uwalniane przez aktywowane płytki, takie jak 

prostaglandyna E2 (ang. prostaglandin E2, PGE2), nie wywołują agregacji, ale 

wzmacniają aktywację płytek indukowaną przez słabe bodźce i biorą udział w rekrutacji 

innych płytek do rosnącego czopu płytkowego 76,77. 

Udział płytek krwi w MI obejmuje wspomnianą niedrożność zakrzepową 

nasierdziowej tętnicy wieńcowej w miejscu erozji blaszki miażdżycowej, a także 

mikroembolizację zakrzepowych agregatów bogatych w płytki krwi, zwężenie naczyń 

zależne od płytek, nasilone wewnątrznaczyniowe tworzenie skrzeplin w mikrokrążeniu 

i reakcje zapalne za pośrednictwem płytek krwi w niedokrwionym mięśniu sercowym 78. 

Powyższe składowe determinują stopień niedokrwienia mięśnia sercowego i dysfunkcję 
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skurczową mięśnia sercowego, a tym samym obraz kliniczny choroby 78. 

Mikroembolizacja prowadzi do zmniejszenia regionalnego przepływu wieńcowego, 

a następnie przemijającego niedokrwienia mięśnia sercowego 78. Uwalnianie serotoniny, 

TXA2 i wolnych rodników przez płytki krwi w zatorowanych naczyniach prowadzi do 

skurczu naczyń 78. Poza szkodliwą rolą płytek krwi w MI wykazano, że uwolnienie 

zawartości płytek krwi wpływa korzystnie na integralność śródbłonka naczyń 

wieńcowych 79. 

Standardowym sposobem leczenia niedokrwienia mięśnia sercowego jest 

rewaskularyzacja i przywrócenie przepływu krwi. Paradoksalnie przywrócenie 

przepływu krwi do wcześniej niedokrwionego mięśnia sercowego może spowodować 

dalsze uszkodzenie tkanek zwane IRI 80. Strategie reperfuzji mają na celu rozpuszczenie 

czopu zakrzepowego wewnątrz nasierdziowej tętnicy wieńcowej poprzez podanie 

środków fibrynolitycznych lub poprzez bezpośrednią PCI 78. Początkowa faza reperfuzji 

charakteryzuje się brakiem równowagi jonowej i zaburzeniami w wymianie jonów 

Na+/Ca2+ i Na+/H+, co przyczynia się do uszkodzenia mitochondriów i hiperskurczu 

mięśnia sercowego 34. Następnie regeneracji mięśnia sercowego zagrażają 

mikroembolizacja, wytwarzanie ROS i niestabilność integralności ściany naczynia 80. We 

wczesnych godzinach po reperfuzji dochodzi do nadmiernej rekrutacji leukocytów do 

zajętego mięśnia sercowego, co przyczynia się do IRI 59. 

Płytki krwi ulegają aktywacji na wczesnym etapie reperfuzji, po czym następuje 

akumulacja płytek w niedokrwionym mięśniu sercowym 81. Ponieważ akumulacja 

neutrofilów podczas reperfuzji mięśnia sercowego zachodzi dużo później niż płytek krwi, 

płytki są jednymi z pierwszych komórek krwi, które podczas reperfuzji przylegają do 

układu naczyniowego, wcześniej niedokrwionego mięśnia sercowego 82. Płytki krwi 

biorą udział w patofizjologii IRI poprzez kilka mechanizmów, takich jak: agregacja 

płytek i tworzenie mikrozakrzepów, tworzenie agregatów płytkowo-leukocytarnych, 

uwalnianie egzosomów i substancji o działaniu zwężającym naczynia krwionośne, 

powstawanie PMP i ciałek apoptotycznych 83. Agregacja płytek krwi i powstawanie 

mikrozakrzepów w małych naczyniach sercowych i naczyniach włosowatych przyczynia 

się do uszkodzenia tkanki mięśnia sercowego 83. 

Efektem aktywacji płytek krwi jest uwolnienie zawartości ich ziarnistości 84. 

Degranulacja może prowadzić do interakcji płytek z leukocytami oraz ze śródbłonkiem 

naczyniowym, skutkując rozwojem odpowiedzi zapalnej. Integryny αIIbβ3 i α2β1 biorą 

udział w oddziaływaniu płytek krwi z macierzą wewnątrzkomórkową, śródbłonkiem 
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i leukocytami 85. Selektyny i integryny, ekspresjonowane na błonie aktywowanych 

płytek, wiążąc się z receptorami błonowymi leukocytów, biorą udział w tworzeniu 

agregatów płytkowo-leukocytarnych 63. Bezpośrednie wiązanie P-selektyny, 

ekspresjonowanej na powierzchni aktywowanych płytek krwi, z ligandem PSGL-1 (ang. 

P-selectin glycoprotein ligand-1, PSGL-1) neutrofilów inicjuje interakcję i formowanie 

agregatów płytkowo-neutrofilowych 63,86. Aktywowana integryna neutrofilów αMβ2 

(ang. macrophage-1 antigen, MAC-1) wiąże się z płytkami krwi w dwojaki sposób: 

bezpośrednio przez GPIbα i pośrednio z udziałem fibrynogenu przez integrynę αIIbβ3. 

Wiązanie to zwiększa interakcję płytek krwi i neutrofilów oraz stabilizuje adhezję płytek 

krwi do neutrofilów 87,88. Ostatnie badania pokazują, że w adhezji płytek krwi do 

neutrofilów bierze udział receptor powierzchniowy płytek CD147, który wiąże się 

z MAC-1 neutrofilów, jednak mechanizm tej interakcji nie jest znany 64. 

Agregaty płytkowo-leukocytarne sprzyjają dalszemu naciekaniu leukocytów do tkanki 

objętej MI i IRI 83, natomiast zmniejszenie interakcji płytek krwi z neutrofilami redukuje 

IRI w tkance sercowej 89. Wykazano związek między interakcjami płytek z neutrofilami 

a IRI, gdy w izolowanym modelu serca poddanego niedokrwieniu i reperfuzji, 

jednoczesna perfuzja buforem z płytkami krwi i neutrofilami nasiliła dysfunkcję 

skurczową serca 90. Natomiast Seligman i in. wykazali, że płytki krwi i neutrofile 

podawane jednocześnie do serc świnek morskich narażonych na niedokrwienie o niskim 

przepływie nie wykazywały addytywnego działania kardiodepresyjnego 91. Badania na 

zwierzętach wykazały pozytywny wpływ blokowania P-selektyny na rozwój sercowego 

IRI, objawiający się mniejszą infiltracją neutrofilów lub zmniejszoną adhezją płytek krwi 

do neutrofilów w obszarze zawału 61,62. Dodatkowo wykazano, że serotonina uwalniana 

przez płytki krwi powodowała degranulację neutrofilów oraz zwiększała ekspresję 

cząsteczki adhezyjnej CD11b neutrofilów, prowadząc do nasilenia stanu zapalnego 

w obszarze zawału i zwiększenia IRI 92.  

Wykazano, że wzrost liczby krążących agregatów płytek krwi i monocytów może być 

niezależnym czynnikiem ryzyka chorób sercowo-naczyniowych i naczyniowo-

mózgowych, a występowanie ich w znacznej ilości może być wykorzystane jako czynnik 

predykcyjny u pacjentów po AMI 93.  

Rola płytek krwi w patogenezie IRI została również powiązana z wytwarzaniem ROS 

przez płytki krwi. W badaniach serc świnek morskich narażonych na I/R podanie 

aktywowanych płytek we wczesnej fazie reperfuzji prowadziło do jedynie częściowego 

przywrócenia pracy serca. W kardiodepresyjnym działaniu płytek krwi pośredniczyły 
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ROS 94. Wykazano szkodliwy wpływ aktywowanych płytek na czynność lewej komory 

(ang. left ventricle, LV) serca po IRI 95. Przeciwstawne wyniki uzyskali Muessig i in. 

wykazując ochronne działanie osocza bogatopłytkowego (PRP) na regenerację i funkcję 

LV serca po IRI 96. Ponadto uwolnione ze zaktywowanych płytek PMP, ciałka 

apoptotyczne i egzosomy mogą potencjalnie nasilać stan zapalny w obrębie mięśnia 

sercowego w I/R 83. Uwalnianie TXA2 dodatkowo prowadzi do dysfunkcji śródbłonka 83. 

Mirabet i in. wykazali, że wpływ płytek krwi na mięsień sercowy poddany niedokrwieniu 

i reperfuzji zależy od obecności i stopnia aktywacji płytek. Zwiększona aktywacja płytek 

krwi skutkuje większą akumulacją płytek w mięśniu sercowym i dodatkowym 

uszkodzeniem mięśnia sercowego. Autorzy konkludują, że odmienne wyniki uzyskane 

przez badaczy mogą także wynikać z różnego stopnia aktywacji płytek krwi 95. 

3.1.  Protekcyjna rola płytek krwi w MI 

Większość badań wskazuje na niekorzystny wpływ płytek krwi na niedokrwiony 

mięsień sercowy. Dodatkowo większość strategii terapeutycznych obejmuje 

zastosowanie terapii przeciwpłytkowej, aby zapobiec dalszym zdarzeniom zakrzepowym 

i zahamować gromadzenie się płytek w mięśniu sercowym. Pierwsze doniesienia 

o pozytywnym wpływie trombocytów na mięsień sercowy w MI oraz IRI pojawiły się 

w latach 90 ubiegłego wieku. Prace opublikowane przez Yang i in. wykazały 

kardioprotekcyjne działanie płytek krwi na izolowane serca szczurze poddane I/R już 

przy perfuzji serca niską liczbą płytek 97. Dodatkowo efekt kardioprotekcji został 

powiązany z uwalnianiem adenozyny i TGF-β1 98,99.  

Jedną z cząsteczek, uwalnianych przez aktywowane płytki krwi, która wykazała 

właściwości kardioprotekcyjne, jest chemokinina SDF-1α (ang. stromal cell-derived 

factor-1 alpha). SDF-1α uwalniana jest z ziarnistości α, a receptor dla tej chemokininy 

(CXCR4) znajduje się na powierzchni kardiomiocytów 100,101. Ochronny wpływ SDF-1α 

na kardiomiocyty został powiązany z inicjalizacją sygnalizacji kinazy białkowej C (ang. 

protein kinase C, PKC) 101. Interakcja pomiędzy SDF1-α a CXCR4 odgrywa również 

kluczową rolę w rekrutacji komórek progenitorowych do mięśnia sercowego objętego 

MI 102. Wykazano, że SDF1-α powoduje opóźnienie śmierci kardiomiocytów narażonych 

na niedokrwienie i MI 101. Dodatkowo zwiększona ekspresja SDF1-α na powierzchni 

płytek krwi u pacjentów z MI wiązała się z poprawą czynności serca i zmniejszeniem 



22 
 

rozmiaru zawału 103, a najwyższą ekspresję SDF-1α obserwowano w strefie objętej 

niedokrwieniem 102.  

Aktywacja płytek skutkuje uwolnieniem TGF-β1 z ziarnistości alfa. Podobnie jak 

w przypadku SDF-1α, na powierzchni kardiomiocytów obecny jest receptor dla TGF-β1- 

TGFβR1, a kardioprotekcyjne działanie TGF-β1 opiera się na mechanizmie sygnalizacji 

PKC 101,104. Wykazano, że TGF-β1 działa ochronnie na mięsień sercowy szczura 

i zmniejsza apoptozę kardiomiocytów w wyniku niedotlenienia i reoksygenacji 99,105. 

Inne badania wykazały wyższą ekspresję TGF-β1 na powierzchni płytek u pacjentów 

z ostrym zespołem wieńcowym (ang. acute coronary syndrome, ACS) niż u pacjentów 

ze stabilną chorobą wieńcową. Ponadto niska ekspresja TGF-β1 płytek była związana ze 

zwiększoną śmiertelnością i częstością występowania MI z uniesieniem odcinka ST 

(STEMI) 106.  

Sfingozyno-1-fosforan (ang. sphingosine-1-phosphate, S1P) jest uwalniany 

z aktywowanych płytek krwi podczas tworzenia skrzepu oraz w przebiegu procesów 

zapalnych, także w MI 107. Płytki nie syntetyzują sfingozyny de novo, ale włączają 

sfingozynę pochodzenia zewnątrzkomórkowego. Następnie, dzięki kinazie sfingozyny, 

jest ona przekształcana w S1P i magazynowana w płytkach 108. Badania wykazały, że S1P 

chroni perfundowane serca królików i myszy przed uszkodzeniem 

niedokrwiennym 109,110. Badania ex vivo izolowanych kardiomiocytów i perfundowanych 

serc szczurów potwierdziły kardioprotekcyjne działanie S1P. Zaobserwowano wzrost 

żywotności kardiomiocytów w warunkach niedotlenienia oraz zmniejszenie wielkości MI 

po I/R 111,112. S1P pośredniczył również w kardioprotekcji podczas prekondycjonowania 

niedokrwiennego (ang. ischemic preconditioning, IPC) i postkondycjonowania serc 

poddawanych I/R (ang. ischemic postconditioning, IPoC) 113,114. Analogicznie do SDF-1α 

i TGF-β1, na powierzchni kadiomiocytów obecne są także receptory dla S1P. Receptory 

S1P2 i S1P3 sprzężone z białkiem G są stymulowane podczas I/R i promują przeżycie 

kardiomiocytów 115. Aktywacja receptorów S1P2 i S1P3 prowadzi do aktywacji szlaków 

sygnałowych RISK (ang. reperfusion injury salvage kinases) i SAFE (ang. survivor 

activating factor enhancement) 113,115,116. Ponadto wykazano, że S1P wyzwala ochronę 

serca przez aktywację ścieżki sygnałowej kinazy 1 aktywowanej przez P21 (ang. 

P21-activated kinase, Pak1)/kinazy białkowej B (ang. protein kinase B, 

Akt)/śródbłonkowej syntazy tlenku azotu (ang. endothelial nitric oxide synthase, 

eNOS) 117. Badania przeprowadzone przez Cohen i in. na sercach szczurzych wykazały, 

że kardioportekcyjne działanie kangreloru, jednego z leków przeciwpłytkowych 
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i antagonisty płytkowego receptora P2Y12, nie wynika jedynie z efektu 

antyagregacyjnego leku, ponieważ kangrelor nie zmniejszał rozmiaru zawału u szczurów 

z trombocytopenią, poddanych 30 minutowemu niedokrwieniu i następnie dwugodzinnej 

reperfuzji. Autorzy wykazali, że w mechanizmie ochronnym kangreloru konieczna jest 

interakcja leku z płytkami krwi i fosforylacja sfingozyny 118. Penna i in. potwierdzili, że 

interakcja z płytkami jest konieczna dla ochrony tikagreloru, kolejnego antagonisty 

płytkowego receptora P2Y12, w sercach szczurów. Ponadto tikagrelor może indukować 

uwalnianie S1P z płytek, co wyzwala efekt kardioproteincyny in vivo 119.  

Jak wspomniano wcześniej, aktywowane płytki krwi uwalniają adenozynę. Badania 

przeprowadzone na izolowanych sercach szczurzych narażonych na 40 minutowe 

niedokrwienie i 30 minutową reperfuzję wykazały, że uwalniana adenozyna pośredniczy 

w kardioprotekcji, chroniąc mięsień sercowy przed dysfunkcją i IRI 98. Adenozyna 

wykazała także swoje właściwości kardioprotekcyjne u pacjentów z niewydolnością 

serca 120. Mechanizm kardioprotekcyjny adenozyny opiera się na aktywacji szlaku 

RISK 121. Badania wykazały, że tikagrelor zwiększa uwalnianie adenozyny z płytek krwi 

i analogicznie do S1P, także adenozyna jest zaangażowana w kardioprotekcyjny wpływ 

tikagreloru 119. 

Czynnik aktywujący płytki krwi (ang. platelet activating factor, PAF) jest 

fosfoglicerydem wytwarzanym przez płytki 122. PAF działa na kardiomiocyty przez 

swoiste receptory (PAFRs) obecne na powierzchni komórek 123. Jednak efekt działania 

PAF na mięsień sercowy poddany IRI jest zależny od stężenia PAF. Niskie stężenia PAF, 

w zakresie pmol/l, wywołują efekt kardioprotekcyjny w mechanizmie aktywacji kinaz 

sygnalizacyjnych RISK, w tym PKC, Akt i eNOS 123,124. Natomiast wysokie stężenia 

PAF, w przedziale 1–10 nmol/l, wykazywały ujemne działanie inotropowe oraz silne 

działanie arytmogenne 123. Czynniki pochodzenia płytkowego o potwierdzonym 

działaniu kardioprotekcyjnym przedstawiono na rycinie 2.  
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Rycina 2. Czynniki pochodzenia płytkowego o działaniu kardioprotekcyjnym uwalniane 

w wyniku aktywacji płytek krwi. 

S1P – sfingozyno-1-fosforan, PAF – czynnik aktywujący płytki krwi, TGF-β1 – transformujący 

czynnik wzrostu β1, SDF-1α – zrębowy czynnik 1 alfa, PMP – mikrocząsteczki pochodzenia 

płytkowego. Obraz powstał przy użyciu BioRender.com. 

Kolejnym czynnikiem wywołującym efekt kardioprotekcyjny, związanym z płytkami 

krwi jest zjawisko mitofagii. Mitofagia polega na degradacji uszkodzonych 

mitochondriów powstających m.in. w odpowiedzi na niedotlenienie 125. Mitofagia płytek 

krwi ściśle łączy się z regulacją aktywacji płytek w warunkach MI i IRI 126. Funkcjonalne 

mitochondria są niezbędne do ich prawidłowej aktywacji 127. Dlatego dysfunkcyjne 

mitochondria płytek prowadzą do zmniejszonej produkcji ATP, upośledzonego 

buforowania wapnia i do wytwarzania ROS 128. Badania przeprowadzone na myszach 

wykazały, że na wczesnych etapach niedokrwienia w wyniku mitofagii z płytek krwi 

usuwane są tylko uszkodzone mitochondria, co umożliwia aktywację płytek i ich udział 

w MI 126,129. Ekspozycja płytek na dalsze niedotlenienie w I/R powoduje eliminację 

kolejnych mitochondriów i prawdopodobnie dochodzi także do mitofagii funkcjonalnych 

mitochondriów, co skutkuje zmniejszoną aktywacją płytek. Postuluje się, że mitofagia 

może stanowić mechanizm kardioprotekcji w I/R, gdyż chroni przed nadmierną 

aktywacją płytek i uszkodzeniem mięśnia sercowego poprzez negatywny mechanizm 
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samoregulacji 126,129. W kardioprotekcyjne działanie mitofagii płytek zaangażowany jest 

receptor FUNDC-1, zlokalizowany na zewnętrznej błonie mitochondrialnej 126. Wciąż 

poszukuje się nowych cząsteczek, które wpływając na poznane szlaki 

wewnątrzkomórkowe mogą prowadzić do kardioprotekcji wywołanej przez płytki krwi. 

Przykładem takiej cząsteczki jest melatonina, która reguluje zależną od FUNDC-1 

mitofagię płytek, prowadząc do zmniejszenia aktywacji płytek i kardioprotekcji w IRI 130. 
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4. Mikrocząsteczki pochodzenia płytkowego 

Pęcherzyki zewnątrzkomórkowe (EV) to struktury błoniaste, uwalniane z wielu komórek 

m.in. płytek krwi, komórek śródbłonka 131, leukocytów 132, erytrocytów 133, w wyniku ich 

aktywacji lub apoptozy. Wśród EV wyróżniamy egzosomy, mikrocząsteczki (ang. 

microparticles, MP) i ciałka apoptotyczne 134. MP to fragmenty błon o średnicy od 0,1 do 

1,0 μm, zawierające białka, informacyjny RNA (mRNA), mikroRNA (miRNA) i lipidy. 

MP mogą być uwalniane z komórek w wyniku różnych stanów patologicznych i mogą 

brać udział w patogenezie chorób, np. otyłości, cukrzycy, choroby nowotworowej 135–138. 

MP zawierają fosfolipidy i fragmenty błon komórki, z której pochodzą, co umożliwia ich 

różnicowanie. W wyniku aktywacji płytki krwi uwalniają PMP. PMP prezentują białka 

powierzchniowe charakterystyczne dla płytek, takie jak: CD61, CD62P, CD63 i CD41. 

PMP wykazują właściwości prozakrzepowe, modulują interakcje międzykomórkowe 

i pośredniczą w procesach zapalnych 139,140. W warunkach fizjologicznych PMP stanowią 

większość krążących MP. W ACS, w tym MI, stężenie PMP wzrasta, jednakże po 

ustabilizowaniu się choroby wraca do poziomu początkowego 131. Wiele badań 

potwierdza, że PMP mogą służyć jako potencjalne markery MI i IRI w przyszłości. 

Liczba krążących PMP koreluje ze stopniem niedokrwienia i zakrzepicy u pacjentów 

z STEMI 141. PMP posiadają wartość predykcyjną ryzyka wystąpienia AMI i wiążą się 

z rozległością uszkodzenia mięśnia sercowego w AMI 142,143. Badania przeprowadzone 

na szczurach pokazały, że leki przeciwpłytkowe mogą zmniejszać obszar zawału poprzez 

modyfikację PMP, a liczba PMP silnie koreluje z obszarem zawału. Stąd PMP można 

wykorzystać również do oceny wielkości zawału 144. Dodatkowo PMP mogą stanowić 

biomarkery zwiększonego ryzyka nowych incydentów sercowo-naczyniowych 

u pacjentów po AMI 145. Badania PMP u pacjentów z STEMI wykazały, że dzięki 

zawartym białkom PMP biorą udział w odpowiedzi zapalnej oraz nadmiernej agregacji 

płytek krwi odpowiedzialnej za zakrzepicę, mogą stanowić marker postępującej 

zakrzepicy u pacjentów ze STEMI 146 i mogą odgrywać rolę w patogenezie niedrożności 

naczyń mikrokrążenia 147. Inne badania wykazały, że PMP mogą pełnić także funkcję 

antykoagulacyjną. PMP izolowane od szczurów poddanych prekondycjonowaniu 

zwanym „hartowaniem na odległość” (ang. remote ischemic pre-conditioning, RIPC) 

zmniejszają obszar zawału i poprawiają czynność LV u szczurów poddanych IRI 148. 

Ponadto PMP indukują angiogenezę i mogą przyczyniać się do rewaskularyzacji po 

przewlekłym niedokrwieniu, ponieważ wstrzyknięcie PMP do niedokrwionego mięśnia 
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sercowego wywołało zwiększenie liczby funkcjonujących naczyń krwionośnych poprzez 

aktywację szlaku RISK. 149 W swojej pracy Liu i in., poddając serca szczurze IPC, 

uzyskali krążące MP, które po izolacji i ultrawirowaniu podano dożylnie 5 minut przed 

reperfuzją szczurom narażonym na IRI. Wykazano ochronną rolę uzyskanych MP na 

serca szczurze narażone na IRI. MP wpływały na łagodzenie uszkodzenia mięśnia 

sercowego oraz przywrócenie czynności serca po IRI tj. zmniejszenie rozmiaru zawału, 

obniżenie aktywności dehydrogenazy mleczanowej i liczby kardiomiocytów 

apoptotycznych, przyspieszenie akcji serca oraz zmniejszenie uniesienia odcinka ST 150.  
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5. Metaloproteinazy macierzy zewnątrzkomórkowej (MMP) 

Aktywność enzymatyczna metalloproteinaz macierzy zewnątrzkomórkowych (MMP) 

po raz pierwszy została odkryta przez Grossa i in. jako aktywność kolagenolityczna 

w ogonie kijanek, podczas degradacji białek macierzy pozakomórkowej w procesie 

metamorfozy 151. Ze względu na strukturę pierwszorzędową i specyficzność substratową, 

enzymy te podzielono na kilka grup. Podział metaloproteinaz na grupy przedstawiono 

w tabeli 1. 

Tabela 1. Grupy metaloproteinaz  

 

 

 

 

 

 

 

5.1.  Budowa MMP 

MMP charakteryzuje budowa domenowa. W cząsteczkach wszystkich MMP można 

wyróżnić peptyd sygnałowy, prodomenę (propeptyd) z motywem cysteinowym oraz 

domenę katalityczną. Sekwencja sygnałowa enzymu znajduje się na końcu łańcucha 

z grupą aminową. Prodomena odpowiedzialna jest za utrzymanie enzymu w stanie 

nieaktywnym, dzięki znajdującej się wewnątrz tej sekwencji cysteinie, która oddziałuje 

z atomem cynku. W obrębie domeny katalitycznej znajduje się miejsce aktywne enzymu. 

Zawiera ono sekwencję aminokwasów z trzema cząsteczkami histydyny, które wiążą 

atom cynku, oraz resztą kwasu glutaminowego, która aktywuje cząsteczkę wody 

związaną z cynkiem. Oprócz katalitycznego jonu cynku w obrębie tej domeny znajduje 

się również dodatkowy jon cynku oraz od jednego do czterech jonów wapnia, 

odpowiadających za stabilizację struktury enzymu 153,154. Najprostszą budową 

charakteryzują się MMP-7 oraz MMP-26. Pozostałe MMP za domeną katalityczną mają 

Grupa metaloproteinaz MMP 

kolagenazy MMP-1, MMP-8, MMP-13, MMP-18 

żelatynazy MMP-2, MMP-9 

stromielizyny MMP-3, MMP-10, MMP-11 

matrylizyny MMP-7, MMP-26 

metaloproteinazy błonowe MMP-14, MMP-15, MMP-16, MMP-17, 

MMP-24, MMP-25 

inne MMP-12, MMP-19, MMP-20, MMP-21, 

MMP-23, MMP-27, MMP-28 

[na podstawie ref. 152,153].  
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usytuowany region zawiasowy i domenę hemopeksynową zakończoną grupą 

karboksylową. Region zawiasowy pełni funkcję łącznika i decyduje o specyficzności 

substratowej enzymów. Domena hemopeksynowa na końcu karboksylowym decyduje 

o wiązaniu enzymu do białek macierzy zewnątrzkomórkowej. Związana jest także 

z procesem rozpoznawania substratów oraz wiązaniem inhibitorów. Taka budowa 

charakterystyczna jest dla MMP-1, MMP-3, MMP-8, MMP-10, MMP-12, MMP-13, 

MMP-19, MMP-20 oraz MMP-27. W domenie katalitycznej żelatynaz (MMP-9 

i MMP-2) obecna jest dodatkowa domena fibronektynopodobna, która odpowiada za 

przyłączanie enzymów do kolagenu i elastyny. W cząsteczkach MMP-11, MMP-21 oraz 

MMP-28 pomiędzy prodomeną a domeną katalityczną enzymu zawarta jest sekwencja 

rozpoznawaną przez furynę. Dodatkowa sekwencja dla tych MMP związana jest 

z aktywacją enzymu w środowisku zewnątrzkomórkowym. Ta sekwencja obecna jest 

także w MMP błonowych (MT-MMP) tj. MMP-14, MMP-15, MMP-16 i MMP-24. 

Dodatkowo wymienione MMP błonowe charakteryzują się obecnością dwóch domen: 

transbłonowej i cytoplazmatycznej, które odpowiadają za zakotwiczenie enzymu 

w błonie komórkowej. MMP-17 i MMP-25 także należą do błonowych MMP, jednak 

zakotwiczone są poprzez domenę wiążącą glikozylofosfatydyloinozytol 153,155. 

Schematyczną budowę domenową wybranych MMP przedstawiono na rycinie 3. 

Na podstawie ref. 156,154. 
Rycina 3. Schemat budowy domenowej wybranych MMP.  



30 
 

5.2. Aktywacja MMP 

Metaloproteinazy są ściśle regulowane na poziomie aktywacji. Syntetyzowane jako 

pre-proenzymy są następnie wydzielane do macierzy zewnątrzkomórkowej w postaci 

nieaktywnego zymogenu, w którym cynk (w centrum aktywnym) jest zablokowany 

wiązaniem koordynacyjnym przez cysteinę N-końcowej części łańcucha białkowego. 

Nieaktywne zymogeny ulegają aktywacji przez tzw. przełącznik cysteinowy (ang. 

cystein-switch), który przerywa interakcję między cysteiną (w prodomenie) a jonem 

cynku (w centrum aktywnym). Dochodzi do zmian konformacyjnych cząsteczki MMP 

i zastąpienia grupy tiolowej cysteiny przez cząsteczkę wody. Następnie dochodzi do 

usunięcia propeptydu i odsłonięcia centrum aktywnego enzymu z jonem Zn 152,155. 

Aktywacja zymogenu w macierzy zewnątrzkomórkowej może zachodzić na kilka 

sposobów: poprzez proteolizę wywołaną przez inne enzymy z rodziny MMP, przez 

działanie innych rodzajów enzymów np. proteazy serynowej, furyny, aktywatora 

plazminogenu i konwertazy, poprzez działanie ROS, a także poprzez allosteryczne 

zaburzenia zymogenu, które mogą prowadzić do nieodwracalnej aktywacji MMP na 

drodze autolizy 152,153,155. 

Tkankowe inhibitory metaloproteinaz (ang. tissue inhibitors of metalloproteinases, 

TIMPs) to cztery endogenne inhibitory MMP: TIMP-1, TIMP-2, TIMP-3 oraz TIMP-4, 

które blokują aktywowane MMP poprzez wiązanie się do ich miejsc katalitycznych 157. 

W budowie TIMPs wyróżnia się dwie domeny: domenę N-końcową, która wiążąc się 

z centrum aktywnym MMP zajmuje miejsce substratu i blokuje aktywność enzymu oraz 

domenę C-końcowa, która wpływa na połączenie inhibitora z domeną hemopeksynową 

MMP 154. TIMPs różnią się między sobą zdolnością do hamowania poszczególnych 

MMP. TIMP-1 wykazuje większe powinowactwo do MMP-9, natomiast TIMP-2 do 

MMP-2 158. Hamowanie MMP przez TIMPs odbywa się w stosunku stechiometrycznym 

1:1 153. Dodatkowo TIMPs tworzą kompleksy z proMMP. Kompleksy TIMPs z pro-MMP 

są stabilizowane przez interakcje domen C-końcowych TIMPs z domenami 

hemopeksynowymi zymogenu. Interakcje TIMP z pro-MMP są stosunkowo specyficzne: 

TIMP-2, TIMP-3 lub TIMP-4 z pro-MMP-2 oraz TIMP-1 lub TIMP-3 z MMP-9. 

Ponieważ interakcje kompleksów TIMP z pro-MMP nie obejmują N-końcowej domeny 

TIMP, kompleksy są zdolne do interakcji z drugą cząsteczką MMP 157. Kompleksy 

TIMPs z proMMP mogą brać udział w aktywacji proMMP, np. w aktywacji proMMP-2 

biorą udział MMP-14 i TIMP-2. Domena katalityczna MMP-14 oddziałuje 
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z kompleksem pro-MMP-2-TIMP-2 poprzez domenę N-końcową TIMP-2 i tworzy 

trójskładnikowy kompleks związany z błoną komórkową. Aktywacja pro-MMP-2 jest 

wyzwalana przez rozszczepienie jego prodomeny przez drugą cząsteczkę MMP-14 157. 

Aktywacja proMMP-2 przez TIMP-2 jest możliwa tylko przy stosunkowo niskim 

stężeniu TIMP-2 153. 

5.3.  Funkcje MMP 

MMP biorą udział w degradacji strukturalnych składników macierzy 

zewnątrzkomórkowej, takich jak kolagen, laminina czy fibronektyna. Degradacja 

macierzy zewnątrzkomórkowej ułatwia komórkom migrację 159. Ponadto udział MMP 

w proteolizie macierzy zewnątrzkomórkowej prowadzi do uwolnienia związanych 

cząsteczek sygnałowych, działających parakrynnie lub autokrynnie 153. Kolejną rolą 

MMP jest pośredniczenie w interakcjach między komórkami oraz między komórkami 

a błoną podstawną, poprzez degradację połączeń między komórkami lub białek 

budujących błonę podstawną 153. Dodatkowo MMP bezpośrednio aktywują cytokiny, 

chemokiny, receptory powierzchniowe komórek, czynniki wzrostu i inne proteazy 152. 

Dzięki swojemu działaniu MMP przyczyniają się do podstawowych procesów, takich jak: 

proliferacja, różnicowanie, adhezja, migracja i apoptoza komórek 152. Działanie MMP na 

składniki macierzy zewnątrzkomórkowej powoduje, że określone MMP wpływają na 

szereg procesów fizjologicznych i patofizjologicznych, włączając: kontrolę biologii 

komórek macierzystych 160,161, angiogenezę 162, reprodukcję 163, embriogenezę, 

przebudowę i naprawę tkanek 164, choroby ośrodkowego układu nerwowego 165, choroby 

naczyniowe, choroby płuc 166, zapalenie 167 i nowotwory 161. Ze względu na zakres 

niniejszej pracy rola wybranych MMP w MI i IRI została szczegółowo opisana 

w kolejnych podrozdziałach.  

5.4.  Metaloproteinazy płytek krwi 

W płytkach krwi zidentyfikowano: MMP-1, MMP-2, MMP-3, MMP-9, MMP-4 oraz 

TIMP-1, TIMP-2 oraz TIMP-4.12 Na potrzeby niniejszej pracy dokładniej, w kontekście 

płytek krwi, zostaną opisane dwie MMP: MMP-2 oraz MMP-9. 

Płytki krwi zawierają i podczas aktywacji uwalniają MMP-2 (żelatynazę A). W stanie 

spoczynku płytki krwi zawierają niewielką ilość MMP-2 (0,3±0,1 ng/108 płytek). 

Aktywacja i agregacja płytek krwi, np. przy udziale trombiny lub kolagenu, skutkuje 
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przemieszczeniem pro-MMP-2 z cytozolu na powierzchnię płytki, gdzie ulega ona 

aktywacji do MMP-2. Następnie aktywna forma MMP-2 zostaje uwolniona w znacznej 

ilości (17,3±3,7 ng/108 płytek) do przestrzeni pozakomórkowej 168,169. Chociaż MMP-2 

nie jest w stanie doprowadzić do agregacji płytek spoczynkowych dowiedziono, że 

MMP-2 w niskich stężeniach wzmaga odpowiedź płytek na niskie stężenia agonistów, 

np. kolagenu, AA, trombiny i ADP 170–172. Dodatkowo wykazano, że wysokie stężenie 

MMP-2 powodowało zahamowanie indukowanej kolagenem agregacji płytek krwi 172. 

Wykazano także, że aktywność MMP-2 w płytkach jest proporcjonalna do ich wielkości, 

a w małych płytkach może być trudna do wykrycia 173. 

Do receptorów powierzchniowych płytek krwi wiążących MMP-2 należą: integryna 

αvβ3, GP IIb-IIIa oraz receptor aktywowany przez proteazy 1 (PAR1) 169. Wiązanie 

receptora GP IIb-IIIa z wewnątrzkomórkową MMP-2 prowadzi do regulacji aktywacji 

i agregacji płytek krwi indukowanej agonistą 174. PAR1, główny receptor trombiny na 

ludzkich płytkach, może być aktywowany przez MMP, w tym także MMP-2 175. Ponadto 

enzymatyczne rozszczepienie PAR-1 przez MMP-2 poprzedza wiązanie MMP-2 

z receptorem dla GP IIb-IIIa, co w efekcie prowadzi do aktywacji płytek krwi 176. 

Wykazano, że wewnątrzkomórkowa aktywna forma MMP-2 wpływa na aktywację 

i agregację płytek poprzez hydrolityczną aktywację taliny, która jest związana 

z aktywacją GP IIb-IIIa 174. 

Płytki krwi uwalniają pro-MMP-2 i aktywną postać MMP-2 w miejscu uszkodzenia 

naczyń in vivo. Ilość uwalnianej lokalnie MMP-2 jest zdolna do wzmocnienia odpowiedzi 

płytek na bodziec 177. Badania przeprowadzone u pacjentów z ACS wykazały, że MMP-2 

jest uwalniana do krążenia wieńcowego i pochodzi w większości z płytek krwi. 

Uwalniane MMP-2 przez płytki aktywowane w miejscu pęknięcia blaszki miażdżycowej 

może silnie przyczyniać się do przedłużonej wewnątrzwieńcowej aktywacji płytek. 

MMP-2 może zatem odgrywać rolę w tworzeniu skrzepliny in vivo 178. Inne badania 

wykazały, że aktywna forma MMP-2, dodawana egzogennie lub uwalniana przez 

aktywowane płytki krwi zwiększa ich aktywację wywołaną naprężeniem ścinającym 

i nasila odkładanie się płytek na kolagenie, promując rekrutację płytek do rosnącego 

zakrzepu 179. MMP-2 może zatem odgrywać istotną rolę w tworzeniu skrzepliny 

w miejscach zwiększonego naprężenia ścinającego in vivo, jak w zwężonych 

miażdżycowych tętnicach wieńcowych lub w stanach wzmożonego uwalniania MMP-2 

przez płytki krwi lub ścianę naczynia 169,179. 
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Obecność MMP-9 (żelatynazy B) w płytkach krwi pozostaje kwestią dyskusyjną. 

Część badaczy potwierdziło obecność MMP-9 w płytkach 180, inni temu 

zaprzeczają 173,181. Przyczyną niewykrycia MMP-9 w płytkach może być zastosowanie 

metod o niskiej czułości diagnostycznej. Inni uważają, że MMP-9 jest uwalniana podczas 

tworzenia propłytek z megakariocytów, natomiast nie jest obecna w dojrzałych płytkach 

krwi 182. Wykrycie MMP-9 w płytkach może być również związane z zanieczyszczeniem 

badanych płytek leukocytami, dlatego niezmiernie ważny jest właściwy sposób izolacji 

płytek 173. Dodatkowo wykazano, że aktywowane płytki są zdolne do wiązania MMP-9 

ze środowiska, stąd wykrywana MMP-9 w płytkach może pochodzić z osocza 183.  

Udowodniono, że w przeciwieństwie do MMP-2, MMP-9 hamuje agregację płytek 

indukowaną przez agonistów 184. Aktywna MMP-9 może powodować zmiany 

konformacyjne błon płytek krwi oraz tworzenie rodników hydroksylowych, co prowadzi 

do zahamowania agregacji. Kolejnym prawdopodobnym mechanizmem hamującego 

działania MMP-9 jest blokowanie antyportera Na+/H+, co prowadzi do zmniejszonej 

mobilizacji Ca2+ wewnątrzkomórkowego i zahamowania agregacji 184. Aktywowana 

MMP-9 zwiększa również wytwarzanie tlenku azotu oraz cyklicznego GMP, powodując 

hamowanie agregacji płytek. Dodatkowo aktywowana MMP-9 hamuje rozpad 

fosfatydyloinozytolu, mobilizację wewnątrzkomórkowego Ca2+ i tworzenie tromboksanu 

A2, co prowadzi do zahamowania agregacji płytek krwi 180. 

5.5.  Rola metaloproteinaz w uszkodzeniu niedokrwienno-reperfuzyjnym serca 

W kardiomiocytach wykryto mRNA dla MMP-1, MMP-2, MMP-3, MMP-9 

i MMP-14, natomiast synteza białek ogranicza się do trzech MMP: MMP-2, MMP-9 

i MMP-14 185. Na potrzeby niniejszej pracy poniżej szczegółowo omówiono znaczenie 

dwóch MMP: MMP-2 i MMP-9 w uszkodzeniu serca wywołanym I/R. 

MMP-2 jest syntetyzowana jako zymogen przez różne komórki, w tym miocyty serca, 

i jest aktywowana przez proteazy 186 lub na drodze post-translacyjnych modyfikacji 

enzymu w wyniku zwiększonego stresu oksydacyjnego. Nadtlenoazotyn (ONOO¯) 

generowany na etapie wczesnej reperfuzji po niedokrwieniu 187, bezpośrednio aktywuje 

kilka MMP 188. ONOO¯ w obecności glutationu aktywuje MMP-2 poprzez mechanizm 

nieproteolityczny, obejmujący S-glutationylację reszty cysteiny w domenie 

autohamującej propeptydu 189.  
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W miocytach serca MMP-2 lokalizuje się w cienkich i grubych miofilamentach 

sarkomeru 190,191, w cytoszkielecie 192, jądrze 193, mitochondriach 190 i kaweolach 194,195. 

Badania przeprowadzone na perfundowanych sercach szczurzych narażonych na I/R 

wykazały, że MMP-2 ulega aktywacji w wyniku stresu oksydacyjnego i jest głównym 

mediatorem ostrej mechanicznej dysfunkcji serca po I/R 196,197. Aktywacja MMP-2 

zachodzi zarówno na wczesnym etapie niedokrwienia, jak i w wyniku następowej 

reperfuzji 197,198. Aktywna postać MMP-2 w IRI jest odpowiedzialna za degradację 

troponiny I 190,199, łańcuchów lekkich miozyny-1 (ang. myosin light chain 1, MLC1) 191, 

α-aktyny 192 i tytyny 200. Reperfuzja serc szczurzych poddanych I/R skutkuje 

uwolnieniem z serca dużych ilości MMP-2 do krążenia, a wyrzut MMP-2 koreluje 

z dysfunkcją serca po reperfuzji 196,201. Wykazano, że degradacja MLC1 pod wpływem 

MMP-2 w odpowiedzi na I/R zachodzi ściśle w fazie reperfuzji, natomiast w fazie 

niedokrwienia dochodzi do hamowania degradacji MLC1 przez TIMP-4 198. Spośród 

wszystkich TIMPs, TIMP-4 ulega najwyższej ekspresji w sercu i jest uwalniany 

z kardiomiocytów w warunkach I/R 202. Wykazano, że TIMP-4 jest niezbędny do 

regeneracji mięśnia sercowego in vivo 203, a uwalniany z kardiomiocytów w wyniku I/R 

prowadzi do zwiększonej aktywności MMP i w konsekwencji przyczynia się do 

sercowego IRI 202. Badania przeprowadzone z udziałem myszy transgenicznych, ze 

specyficzną dla mięśnia sercowego ekspresją zmutowanej, konstytutywnie aktywnej 

MMP-2, wykazały, że aktywna MMP-2 jest wystraczającym czynnikiem do wywołania 

poważnej przebudowy komór i dysfunkcji skurczowej. Myszy transgeniczne nienarażone 

na dodatkowe uszkodzenia np. I/R wykazywały znacznie upośledzoną funkcję skurczową 

serca, zaburzenia w budowie sarkomerów i mitochondriów, głęboką lizę miofilamentu, 

rozpad rejestracji pasma Z i obniżony poziom troponiny I, a także deorganizację 

miocytów z obecnością włóknienia 199. Badania wykazały również kardioprotekcyjne 

działanie inhibitorów MMP. Zahamowanie aktywności MMP-2 doprowadziło do 

poprawy funkcji skurczowej serca oraz zmniejszonej degradacji białek 

kurczliwych 190-192,199,200. Pomimo że w badaniach na zwierzętach uzyskano efekt 

kardioprotekcyjny w IRI dzięki zastosowaniu inhibitorów MMP, w randomizowanych 

badaniach klinicznych zastosowanie nieselektywnego inhibitora MMP nie zmniejszyło 

przebudowy LV ani nie poprawiło wyników klinicznych u pacjentów z AMI 204. 

W związku z powyższym większość badań w tym zakresie obejmuje zastosowanie 

selektywnych inhibitorów MMP-2 205. Karwedilol, β-bloker trzeciej generacji, także 

wykazał efekt kardioprotekcyjny przez zmniejszenie aktywacji MMP-2 i obniżenie 
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degradacji troponiny I, co w konsekwencji może prowadzić do ochrony przed 

dysfunkcjami skurczowymi mięśnia sercowego poddanego I/R 206. Dodatkowo 

perfundowanie serc szczurzych mieszaniną leków: doksycyliny (inhibitora MMP-2), 

ML-7 (inhibitora kinazy lekkich łańcuchów miozyny) oraz 1400W (selektywnego 

inhibitora indukowanej syntazy tlenku azotu (iNOS)) w dawkach subterapeutycznych 

wykazało pozytywne skutki zarówno w prewencji, jak i leczeniu uszkodzenia 

wywołanego I/R 207.  

W badaniach przeprowadzonych na izolowanych sercach szczurzych poddanych 

prekondycjonowaniu niedokrwiennemu, z trzema pięciominutowymi okresami 

globalnego niedokrwienia i następową pięciominutową reperfuzją tlenową, przed I/R, 

wykazano zmniejszoną aktywację i uwalnianie MMP-2 201. Inne badania 

prekondycjonowania niedokrwiennego wykazały obniżone stężenie sercowego 

nadtlenoazotynu, który wiązał się ze zmniejszoną aktywacją MMP-2, co doprowadziło 

do kardioprotekcji 208. Dodatkowo rola MMP-2 została zauważona w IPoC. Autorzy 

stwierdzili, że kardioprotekcyjne działanie IPoC może częściowo wynikać z hamowania 

aktywności MMP-2 209.  

W IRI serca dochodzi do uszkodzenia siateczki sarkoplazmatycznej (ang. sarcoplasmic 

reticulum, SR), która jest głównym wewnątrzkomórkowym organellum magazynującym 

wapń w kardiomiocytach, krytycznym dla skoordynowanych skurczów i relaksacji. 

Pompa wapniowa SR SERCA2a (ang. sarco/endoplasmic reticulum calcium-dependent 

ATPase 2a) podczas rozkurczu przemieszcza wapń do SR. Przemieszczenie wapnia 

ułatwia relaksację mięśnia sercowego, decydując nie tylko o szybkości relaksacji, ale 

także o pojemności wewnątrzkomórkowych magazynów wapnia, co ostatecznie decyduje 

o sile skurczu przy kolejnych uderzeniach serca 210. W badaniach wykazano większy 

obszar zawału i pogorszenie funkcji mięśnia sercowego po reperfuzji 

u heterozygotycznych myszy z knock-out SERCA2a 211. Badania przeprowadzone na 

izolowanych prefundowanych sercach szczurzych poddanych I/R wykazały, że 

selektywna inhibicja MMP-2 skutkowała poprawą kurczliwości serca po I/R oraz 

zmniejszonym wytwarzaniem fragmentu degradacji SERCA2a o masie 70 kDa 212. 

Dalsze eksperymenty in vitro, polegające na inkubacji mikrosomów sercowych 

wzbogaconych w SR z egzogenną MMP-2, również doprowadziły do proteolizy 

SERCA2a. Dane te stanowią mocny dowód na to, że MMP-2 jest inaktywatorem 

SERCA2a, co przyczynia się do wczesnej dysfunkcji skurczowej po reperfuzji 205,212. 
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Junktofilina-2 (JPH-2) jest strukturalnym białkiem błonowym, które wiąże kanaliki 

T z SR, umożliwiając skoordynowane uwalnianie wapnia. Ostatnie badania wykazały, że 

degradacja JPH-2 przez MMP-2 jest wczesną konsekwencją IRI w mięśniu sercowym 

i może prowadzić do upośledzenia funkcji skurczowej mięśnia sercowego 213. 

Kolejną MMP, której stężenie ulega podwyższeniu w wyniku MI jest MMP-9 214. 

Sercowa MMP-9 znajduje się w miocytach, fibroblastach i komórkach wsierdzia 215. 

MMP-9 działa proteolitycznie na białka macierzy zewnątrzkomórkowej i bierze udział 

w długotrwałych procesach przebudowy w przebiegu miażdżycy tętnic i niewydolności 

serca 215. Aktywacja MMP-9 w wyniku niedokrwienia i stanu zapalnego zachodzi pod 

wpływem NO i ROS w mechanizmie S-nitrozylacji (transfer tlenku azotu do kluczowej 

grupy tiolowej cysteiny) i późniejszego utleniania 152,188. Neutrofile są wczesnym 

źródłem MMP-9 w chorobie niedokrwiennej serca. Podczas pierwszych godzin reperfuzji 

po MI naciekające neutrofile uwalniają aktywną MMP-9 216. W badaniach 

przeprowadzonych na heterozygotycznych i homozygotycznych myszach 

transgenicznych z wyciszonym genem dla MMP-9, poddanych I/R, wykazano 

zmniejszenie obszaru zawału oraz mniejszą infiltrację neutrofilów do niedokrwionego 

mięśnia sercowego w porównaniu do myszy bez wyciszonego genu dla MMP-9 217. Inne 

badania na myszach z delecją MMP-9 wykazały osłabioną przebudowę LV po MI oraz 

zwiększoną neowaskularyzację w przebudowie mięśnia sercowego 218,219. Zastosowanie 

inhibitorów MMP u myszy narażonych na MI wykazało osłabienie przebudowy LV 216. 

Lan i in. w badaniu na zwierzętach wykazali, że leczenie melatoniną chroniło serce przed 

IRI, poprzez zmniejszenie ekspresji MMP-9 220. Ostatnie badanie wykazało, że 

podawanie melatoniny u pacjentów z AMI poddawanych pierwotnej przezskórnej 

interwencji wieńcowej w porównaniu do pacjentów, którym podano placebo, wiązało się 

z lepszymi wynikami średniego czasu przeżycia podczas dwuletniej obserwacji oraz 

zmniejszonym stężeniem MMP-9 w surowicy u tych pacjentów 221. 
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6. CEL PRACY 

Zawał mięśnia sercowego wciąż pozostaje główną przyczyną zachorowalności 

i śmiertelności na całym świecie, stanowiąc 46% wszystkich zgonów z przyczyn 

sercowo-naczyniowych u mężczyzn i 38% u kobiet. Głównym wyzwaniem po 

niedokrwieniu zawałowym jest ograniczenie IRI. Płytki krwi odgrywają główną rolę 

w patogenezie MI i IRI, ponieważ przyczyniają się do tworzenia zakrzepów 

i mikrozakrzepów, biorą udział w procesach zapalnych, uwalniają szereg mediatorów 

immunomodulacyjnych i cząsteczek zwężających naczynia. Powszechnie stosowane 

terapie przeciwpłytkowe okazały się skuteczne w zapobieganiu zakrzepicy i odgrywają 

ochronną rolę w IRI serca. Jednakże rola płytek krwi w zawale mięśnia sercowego i IRI 

nadal pozostaje niejasna. W latach 90. pojawiły się pierwsze doniesienia o ochronnym 

działaniu cząsteczek uwalnianych z płytek krwi podczas zawału serca. Badania wskazują, 

że uwalniane z płytek krwi: chemokinina SDF-1α, TGF-β1, S1P oraz PAF mogą 

wywoływać efekt kardioprotekcyjny, jednakże mechanizmy tego działania nadal 

wymagają wyjaśnienia. Upatruje się także roli mitofagii jako jednego z możliwych 

mechanizmów kardioprotekcji oraz roli PMP w indukcji angiogenezy i rewaskularyzacji 

po przewlekłym niedokrwieniu, jednak zagadnienia te nadal nie są w pełni poznane.  

Kluczowe zatem wydaje się ustalenie funkcji płytek krwi w MI i IRI oraz poznanie 

mechanizmów wzajemnego oddziaływania płytek krwi i kardiomiocytów. Obecnie 

stosowana farmakoterapia w MI i IRI skupia się m.in. na hamowaniu aktywacji i agregacji 

płytek krwi. Wykazanie efektu kardioprotekcyjnego płytek krwi i poznanie mechanizmu 

tego zjawiska może przyczynić się do zmiany w stosowanym leczeniu.  

Biorąc pod uwagę powyższe, celem niniejszej rozprawy doktorskiej było sprawdzenie: 

a. Czy w warunkach I/R płytki krwi ulegają aktywacji, w wyniku której uwalniają 

PMP? 

b. Czy płytki krwi wpływają na zmianę ekspresji i aktywności MMP-2 oraz MMP-

9 w kardiomiocytach? 

c. Czy płytki krwi wywierają efekt ochronny na kardiomiocyty poddane I/R?  

Cele szczegółowe obejmowały:  

1. Analizę markerów aktywacji płytek krwi oraz ekspresji markerów aktywacji 

płytek krwi na powierzchni PMP.  
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2. Analizę zmiany aktywności MMP-2 i MMP-9 w kardiomiocytach i płytkach krwi 

po I/R oraz w przestrzeni pozakomórkowej po etapie niedokrwienia i po etapie 

reperfuzji, wraz z oceną ekspresji genów MMP-2 i MMP-9 w płytkach krwi 

i kardiomiocytach po I/R. 

3. Sprawdzenie, jak obecność płytek krwi podczas I/R wpływała na uwalnianie 

dehydrogenazy mleczanowej (LDH), aktywność metaboliczną kardiomiocytów 

oraz ekspresję iNOS w komórkach serca. 

Wyniki badań mogą udzielić informacji na temat wpływu płytek krwi na kardiomiocyty 

poddane I/R. 
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II. MATERIAŁ I METODY 

1. Materiał  

Materiał do badań stanowiły hodowlane ludzkie miocyty serca (nr kat. #6200, HCM, 

PromoCell, Heidelberg, Niemcy) oraz płytki krwi wyizolowane bezpośrednio po 

pobraniu krwi pełnej od zdrowego ochotnika. Materiał pobrano od 20 zdrowych 

ochotników, którzy nie przyjmowali żadnych leków w ciągu 14 dni przed pobraniem. 

Krew pobrano z żyły łokciowej przy użyciu systemu zamkniętego (S-Monovette®, 

Sarstedt, Nümbrecht, Niemcy), igłą 20 G o średnicy zewnętrznej 0,9 mm do 

polipropylenowych probówek zawierających 106 mM cytrynianu sodu w proporcji: 

9 części krwi do 1 części cytrynianu (v/v). Badanie uzyskało zgodę Komisji Bioetycznej 

przy Uniwersytecie Medycznym we Wrocławiu numer KB-421/2021. 

2. Metody 

2.1.  Izolacja płytek krwi 

Aparatura i wyposażenie: 

 Próbówko-strzykawka z cytrynianem sodu (106 mM) na 10 ml krwi (nr kat. 

02.1067.001, Sarstedt) i igła 20 G x 3/4 TW 0,9 x 19 mm Safety- Multifly®- 

Needle (nr kat. 85.1160, Sarstedt) 

 Próbówki polipropylenowe, okrągłodenne, średnica 16 mm, długość 100 mm, 

pojemność 11 ml, z dopasowanym korkiem (nr kat. 20.1611.0, Medlab, Raszyn, 

Polska) 

 Automatyczne pipety miarowe 

 Wirówka laboratoryjna 3K 15 (Sigma-Aldrich, Darmstadt, Niemcy) 

 Analizator hematologiczny KX-21N (Sysmex, Hyogo, Japonia) 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 1 M TRIS/HCl, pH 9,5: 

1,2 g Trizma Base (nr kat. 93352, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 10 ml wody 

dejonizowanej i doprowadzono do pH 9,5 roztworem HCl o stężeniu 35%.  
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 Roztwór prostacykliny PGI2: 

1 mg PGI2 (nr kat. P-6188, Sigma-Aldrich) rekonsytuowano w 1 ml zimnego 

buforu 1 M TRIS/HCl, pH 9,5, procedurę przeprowadzono na lodzie. 

Przygotowany roztwór przechowywano w małych porcjach, w temperaturze –

80˚C i rozmrażano bezpośrednio przed użyciem.  

 Bufor HEPES-NaCl (140 mM NaCl, 20 mM HEPES, pH 7,4): 

4,1 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH, Gliwice, Polska) i 2,6 g HEPES (nr kat. 

H7006, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 500 ml wody dejonizowanej 

i doprowadzono do pH 7,4 roztworem HCl o stężeniu 35%. 

 Roztwór gradientu o gęstości 1,063 g/ml (OptiPrep, nr kat. D1556, Sigma-

Aldrich): 

10 ml gradientu OptiPrep rozcieńczono 44,3 ml buforu HEPES-NaCl. 

 Bufor HEPES (120 mM NaCl, 5 mM KCl, 1 mM MgCl2, 5,6 mM glukoza, 

10 mM tauryna, 5 mM HEPES, pH 7,4): 

0,3535 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH), 0,0187 g KCl (nr kat. 117397402, 

CHEMPUR, Piekary Śląskie, Polska), 0,0102 g MgCl2 (nr kat. 363-116120500, 

CHEMPUR), 0,05 g glukozy (nr kat. 114595600, CHEMPUR), 0,0625 g tauryny 

(nr kat. T0625, Sigma-Aldrich) i 0,0655 g HEPES (nr kat. H7006, Sigma-Aldrich) 

rozpuszczono w 50 ml wody dejonizowanej i doprowadzono do pH 7,4 roztworem 

HCl o stężeniu 35%. 

 1 M CaCl2 

1,47 g CaCl2 (nr kat. 118748706, CHEMPUR) rozpuszczono w 10 ml H2O. 

 Bufor F (14,8 mM BSA) 

150 mg BSA (nr kat. A3294, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 50 ml buforu 

HEPES z dodatkiem 5 µl 1 M CaCl2. 

Izolację płytek krwi z krwi cytrynianowej, wolnych od zanieczyszczeń 

komórkowych, przeprowadzono zgodnie z procedurą: 

1. Do próbówek z krwią pełną dodano 20 µl roztworu PGI2 uzyskując końcowe stężenie 

w próbówkach 2 µg/ml.  

2. Krew odwirowano przez 20 minut z siłą 200 × g. 
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3. Z odwirowanych probówek zebrano PRP do polipropylenowych probówek. PRP 

rozcieńczono dwukrotnie buforem HEPES-NaCl i dodano prostacyklinę, uzyskując 

stężenie końcowe 0,3 µg/ml. 

4. Do polipropylenowych probówek odpipetowano po 5 ml gradientu i nawarstwiono po 

3 ml rozcieńczonego PRP. 

5. Probówki wirowano przez 20 minut z siłą 300 × g. 

6. Do polipropylenowych probówek zebrano płytki krwi z powstałej interfazy (2 × 3,7 

ml), a następnie do płytek krwi dodano prostacyklinę, uzyskując stężenie końcowe 

0,3 µg/ml. 

7. Probówki wirowano przez 10 minut z siłą 900 × g. 

8. Usunięto nadsącz, do probówek dodano po 1 ml buforu HEPES-NaCl i prostacyklinę, 

uzyskując stężenie końcowe 0,3 µg/ml, wymieszano delikatnie przez aspirację.  

9. Probówki wirowano przez 10 minut z siłą 800 × g. 

10. Usunięto nadsącz, do probówek dodano po 1 ml buforu F i prostacyklinę, uzyskując 

stężenie końcowe 0,3 µg/ml, wymieszano delikatnie przez aspirację.  

11. Liczba płytek krwi została zmierzona na analizatorze hematologicznym Sysmex KX-

21N. 

2.2.  Hodowla komórkowa 

Aparatura i wyposażenie: 

 Komora laminarna (Mars Safety Classe 2, SCANLAF, Lillerød, Dania) 

 Cieplarka z dozowaniem CO2/O2 (MCO-18AC, SANYO, Osaka, Japonia) 

 Karbogen 

 Mikroskop odwrócony (MW-100, OPTA-TECH, Warszawa, Polska) 

 EVE Automatic Cell Counter (NanoEntek, Seul, Korea) 

 Wirówka (MPW-223e, MPW, Warszawa, Polska) 

 Ciekły azot 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 Ludzkie miocyty serca (Human Cardiac Miocytes (HCM), nr kat. #6200, 

PromoCell,) 

 Poly-L-lizyna (nr kat. P4707, Sigma-Aldrich) 
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 Penicylina/Streptomycyna (nr kat. P0781, Sigma-Aldrich) o stężeniu 10000 U 

penicyliny i 10 mg streptomycyny/ml w 0,9% NaCl 

 Filtry strzykawkowe z membraną o średnicy porów 0,22 µm (nr kat. 6-0047, 

Bionovo, Emeryville, USA) 

 Medium hodowlane (Myocyte Growth Medium (Ready-to-use) wraz z Suplement 

Mix, nr kat. C-22070, PromoCell) 

500 ml medium hodowlanego (Myocyte Growth Medium) zmieszano z 25,4 ml 

suplementu (Myocyte Growth Medium Suplement Mix) i dodano 5 ml 

Penicyliny/Streptomycyny. Następnie przefiltowano przez filtr strzykawkowy 

o średnicy porów 0,22 µm, przechowywano w lodówce. 

 Medium do mrożenia komórek (Cryo-SFM, nr kat. C-29910, PromoCell) 

 PBS (nr kat. P4417, Sigma) 

 FBS (Fetal Bovine Serum, nr kat. S1810-500, Biowest, Nuaillé, Francja) 

 Trypsyna/EDTA (nr kat. L0930, Biowest) 

 Roztwór neutralizujący trypsynę (Trypsin neutralization solution, nr kat. PCS-

999-004, ATCC, Manassas, USA) 

Postępowanie 

Hodowlę komórkową HCM przeprowadzono zgodnie z procedurą: 

1. Opłaszczanie butelek hodowlanych: 

a. Poly-L-lizynę rozcieńczono 7-krotnie sterylną wodą dejonizowaną, powstały 

roztwór rozprowadzono po całej powierzchni butelki hodowlanej. 

b. Butelkę inkubowano w 37°C przez noc. 

c. Usunięto roztwór i 2-krotnie przepłukano butelkę sterylną wodą dejonizowaną.  

d. Butelki pozostawiono do wyschnięcia w 37°C przez noc. 

2. Zakładanie hodowli: 

a. Do butelki hodowlanej (T-25 cm2) opłaszczonej poly-L-lizyną dodano 5 ml 

medium hodowlanego i umieszczono w cieplarce na 10–15 minut. 
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b. Fiolkę z HCM wyciągnięto z ciekłego azotu i ogrzewano w łaźni wodnej w 37°C 

do rozmrożenia. 

c. Zawartość fiolki dokładnie wymieszano przy użyciu pipety i ostrożnie 

przeniesiono do butelki hodowlanej z wcześniej ogrzanym medium, delikatnie 

zmieszano. 

d. Butelkę inkubowano w cieplarce, w atmosferze 5% CO2 w 37°C przez minimum 

16 godzin. 

e. Wymieniono medium hodowlane, butelki inkubowano w cieplarce w atmosferze 

5% CO2 w 37°C do uzyskania 90% konfluencji, medium hodowlane wymieniano 

co 2 dni. 

3. Pasażowanie komórek: 

a. Do dwóch butelek (T-75 cm2), opłaszczonych poly-L-lizyną, napipetowano 10 ml 

medium. Butelki ogrzano w 37°C. 

b. Usunięto medium hodowlane z butelki z komórkami (T-25 cm2) do falkonu, do 

medium dodano 2 ml FBS. 

c. Butelkę z komórkami przepłukano 2 ml PBS, PBS usunięto. 

d. Do butelki z komórkami dodano 2 ml trypsyny, rozprowadzono po całej 

powierzchni i wstawiono do cieplarki na 3 minuty. 

e. Pod mikroskopem sprawdzono, czy komórki uległy trypsynizacji. 

f. Mieszaninę trypsyny i komórek przeniesiono do falkonu zawierającego medium 

i FBS. 

g. Butelkę przepłukano 2 ml świeżej porcji medium, medium również przeniesiono 

do falkonu. 

h. Falkon uzupełniono świeżym medium do 15 ml i odwirowano 155 × g przez 

3 minuty. 

i. Nadsącz usunięto, pellet komórkowy rozprowadzono w 1 ml świeżego medium 

i przeniesiono po 0,5 ml komórek, zawieszonych w medium, do butelek (T-75 

cm2) z wcześniej ogrzanym medium hodowlanym. 

j. Następnego dnia zmieniono medium hodowlane, butelki inkubowano w cieplarce 

w atmosferze 5% CO2 w 37°C do uzyskania 90% konfluencji, medium hodowlane 

wymieniano co 2 dni. 

k. Po uzyskaniu 90% konfluencji i trypsynizacji: 
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 W celu dalszego prowadzenia hodowli komórkowej komórki przepasażowano do 

kolejnych butelek (T-75 cm2) (zgodnie z procedurą opisaną w punktach 3a–3j, 

dostosowując objętość odczynników do powierzchni butelki).  

 W celu poddania komórek procedurze chemicznego niedokrwienia i reperfuzji 

komórki zliczono przy użyciu EVE Automatic Cell Counter i przepasażowano na 

12-dołkowe płytki hodowlane, tak aby uzyskać taką samą liczbę komórek 

w dołkach. Komórki hodowano do uzyskania 90% konfluencji i poddano 

procedurze opisanej w punkcie 2.3. 

2.3.  Procedura chemicznego niedokrwienia i reperfuzji (I/R) 

Aparatura i wyposażenie: 

 Karbogen 

 Wielofunkcyjny czytnik płytek Spark (TECAN, Männedorf, Szwajcaria) 

 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 Bufor HEPES (120 mM NaCl, 5 mM KCl, 1 mM MgCl2, 5,6 mM glukoza, 10 

mM tauryna, 5 mM HEPES, pH 7,4): 

0,3535 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH), 0,0187 g KCl (nr kat. 117397402, 

CHEMPUR), 0,0102 g MgCl2 (nr kat. 363-116120500, CHEMPUR), 0,05 g glukozy 

(nr kat. 114595600, CHEMPUR), 0,0625 g tauryny (nr kat. T0625, Sigma-Aldrich) 

i 0,0655 g HEPES (nr kat. H7006, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 50 ml wody 

dejonizowanej i doprowadzono do pH 7,4 roztworem HCl, natleniono karbogenem. 

 1 M CaCl2 

1,47 g CaCl2 (nr kat. 118748706, CHEMPUR) rozpuszczono w 10 ml H2O. 

 Bufor F (14,8 mM BSA) 

150 mg BSA (nr kat. A3294, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 50 ml buforu HEPES 

z dodatkiem 5 µl 1 M CaCl2. 
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 Bufor do hipoksji (stock 100 x) 

0,1 g NaCN (nr kat. 380970, Sigma-Aldrich) i 0,4 g glukozy (nr kat. 114595600, 

CHEMPUR) rozpuszczono w 5 ml wody dejonizowanej. Przed użyciem 

rozcieńczono 100-krotnie buforem F. 

 PBS (140 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 1,8 mM KH2PO4, pH 7,4) 

4,1 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH), 0,1 g KCl (nr kat. 117397402, CHEMPUR), 

0,71 g Na2HPO4 (nr kat. 21.988-6, Sigma-Aldrich) oraz 0,12 g KH2PO4 (nr kat. 1331-

11-742020-2, POCH) rozpuszczono w 500 ml wody dejonizowanej i doprowadzono 

do pH 7,4 roztworem HCl o stężeniu 35%.  

Procedura chemicznego I/R została przeprowadzona z użyciem 12-dołkowych płytek 

hodowlanych i dedykowanych do nich insertów o średnicy porów 1,0 µm. Wyizolowane 

płytki krwi umieszczono w insertach, HCM – w dołkach, co zaprezentowano na rycinie 4. 

Procedura obejmowała grupę kontrolną, którą stanowiły jedynie HCM oraz grupę 

badaną, którą stanowiły HCM skontaktowane z płytkami krwi. W obu grupach 

przeprowadzono procedurę I/R oraz kontrolę tlenową. Procedura I/R składała się z trzech 

Rycina 4. Schemat rozmieszczenia komórek podczas procedury I/R z zastosowaniem 

insertów oraz migracji PMP przez membranę insertu. PMP – mikrocząsteczki pochodzenia 

płytkowego. 
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etapów: stabilizacji, niedokrwienia i reperfuzji. Przebieg procedury zilustrowano na 

schemacie przedstawionym poniżej (rycina 5).   

 

Rycina 5. Schemat badania eksperymentalnego. HCM – kardiomiocyty, PLT – płytki krwi, 

I/R – niedokrwienie i reperfuzja. 

Płytki krwi oraz kardiomiocyty poddano chemicznemu I/R zgodnie z procedurą: 

1. Komórki HCM w dołkach płytki 12-dołkowej przepłukano 3-krotnie 0,5 ml PBS. 

2. Zmierzono konfluencję HCM w każdym z dołków 12-dołkowej płytki 

hodowlanej przy pomocy czytnika Spark Tecan. 

3. W dołkach płytki umieszczono inserty. W grupie badanej, do insertów 

napipetowano wyizolowane płytki krwi w liczbie po 2 ×108 na insert. 
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Przykładowy schemat 12-dołkowej płytki hodowlanej, na której przeprowadzono 

procedurę I/R przedstawiono poniżej (rycina 6). 

 

Rycina 6. Przykładowa płytka 12-dołkowa do procedury I/R. 

 

4. Do dołków dodano: 

a) po 1 ml natlenionego buforu F – warunki tlenowe Aero, 

b) po 1 ml natlenionego buforu F – stabilizacja I/R. 

Inkubowano 15 minut. 

5. Bufory zebrano z dołków płytki i zamrożono w probówkach typu eppendrof 

w -80°C w celu wykonania dalszych analiz. 

6. Do dołków dodano: 

a) po 1 ml natlenionego buforu F – warunki tlenowe Aero, 

b) po 1 ml buforu do hipoksji – niedotlenienie, warunki I/R. 

Inkubowano odpowiednio: 15 minut, 20 minut oraz 25 minut. 

7. Bufory z dołków zebrano i zamrożono w probówkach typu eppendrof w –80°C 

w celu wykonania dalszych analiz. Pobrano po 100 µl izolowanych płytek krwi 

z każdego insertu do badania cytometrycznego zgodnie ze schematem 

przedstawionym poniżej (rycina 7). 

HCM 

HCM+PLT 

A 

HCM+PLT 

B 

Aer

o 

I/R1

5’ 

I/R2

0’ 

I/R2

5’ 

Aero - warunki tlenowe 60 min 

I/R15' - warunki tlenowe 15 min,  

niedokrwienie 15 min, reperfuzja 20 min 

I/R20' - warunki tlenowe 15 min,  

niedokrwienie 20 min, reperfuzja 20 min 

I/R25' - warunki tlenowe 15 min,  

niedokrwienie 25 min, reperfuzja 20 min 

PLT A – płytki wyizolowane od ochot-

nika A 

PLT B – płytki wyizolowane od ochot-

nika B 
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Rycina 7. Schemat pobierania materiału do badania cytometrycznego płytek krwi. 

 

8. Komórki HCM we wszystkich dołkach przepłukano 3-krotnie 0,5 ml PBS. 

9. Do odpowiednich dołków dodano: 

a) po 1 ml natlenionego buforu F – warunki tlenowe Aero 

b) po 1 ml natlenionego buforu F – reperfuzja I/R 

Inkubowano 20 minut. 

10. Bufory z dołków zebrano i zamrożono w probówkach typu eppendrof w –80°C 

w celu wykonania dalszych analiz. 

11. Płytki krwi zebrano z insertów w celu wykonania badania cytometrii 

przepływowej (rycina 7) lub zwirowano przy użyciu siły 600 × g przez 2 minuty. 

Uzyskany pellet zamrożono w probówkach typu eppendrof w –80°C do dalszych 

analiz. 

12. Komórki HCM we wszystkich dołkach przepłukano 2-krotnie PBS. Zmierzono 

konfluencję HCM w każdym z dołków 12-dołkowej płytki hodowlanej przy 

pomocy czytnika Spark Tecan. Następnie komórki analizowano przy użyciu 

barwienia FDA/DAPI metodą immunofluorescencji lub poddano trypsynizacji 

i wirowaniu celem uzyskania pelletu, który zamrożono w probówkach typu 

eppendrof w –80°C do wykonania dalszych analiz. 

2.4.  Barwienie FDA/DAPI 

Aparatura i wyposażenie:  

 Mikroskop fluorescencyjny OLYMPUS IX53 wraz z oprogramowaniem CellSens 

Entry 

 Program ImageJ 
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 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 FDA (Fluorescein diacetate, nr kat. F7378, Sigma-Aldrich) 

1 mg FDA rozpuszczono w 1 ml acetonu, wytrząśnięto, zabezpieczono 

aluminiową folią. Przygotowano roztwór roboczy przez dodanie 30 µl roztworu 

FDA do 10 ml buforu PBS. 

 DAPI (4’6-Diamidino-2-phenylindole dihydrochloride, nr kat. 10236276001 

Sigma-Aldrich) 

Z roztworu wyjściowego o stężeniu 14,3 mM przygotowano roztwór 300 µM 

DAPI przez rozcieńczenie 2,1 µl 14,3 mM DAPI w 100 µl PBS, a następnie 

przechowywano w lodówce. Przygotowano roztwór roboczy przez rozcieńczenie 

10 µl 300 µM DAPI w 10 ml buforu PBS. 

 PBS (140 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 1,8 mM KH2PO4, pH 

7,4) 

4,1 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH), 0,1 g KCl (nr kat. 117397402, 

CHEMPUR), 0,71 g Na2HPO4 (nr kat. 21.988-6, Sigma-Aldrich) oraz 0,12 g 

KH2PO4 (nr kat. 1331-11-742020-2, POCH) rozpuszczono w 500 ml wody 

dejonizowanej i doprowadzono do pH 7,4 roztworem HCl o stężeniu 35%.  

Postępowanie 

Barwienie FDA/DAPI kardiomiocytów, bezpośrednio po procedurze I/R, 

przeprowadzono zgodnie z procedurą: 

1. Po zmierzeniu konfluencji z dołków delikatnie odpipetowano PBS. 

2. Do dołków dodano po 500 µl roztworu roboczego FDA. 

3. Inkubowano przez 15 minut w ciemności. 

4. Roztwór FDA delikatnie odpipetowano, komórki przepłukano 2-krotnie 500 µl 

PBS. 

5. Do dołków dodano po 500 µl roztworu roboczego DAPI. 

6. Inkubowano przez 12 minut w ciemności. 

7. Płukano 2-krotnie 500 µl PBS. 
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8. Wykonano po 3 zdjęcia w kanale niebieskim (świecenie DAPI) i zielonym 

(świecenie FDA) każdego dołka przy użyciu mikroskopu fluorescencyjnego 

OLYMPUS IX53 i programu CellSens Entry. 

9. Zdjęcia analizowano przy pomocy programu ImageJ. 

10. Aktywność metaboliczną kardiomiocytów wyliczono jako iloraz fluorescencji 

FDA do sumy fluorescencji FDA i DAPI. 

2.5.  Immunofluorescencja 

Aparatura i wyposażenie: 

 Mikroskop fluorescencyjny ZOE (Bio-Rad, Hercules, USA) 

 Program ImageJ 

 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 PBS (140 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 1,8 mM KH2PO4, pH 

7,4) 

4,1 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH), 0,1 g KCl (nr kat. 117397402, CHEMPUR), 

0,71 g Na2HPO4 (nr kat. 21.988-6, Sigma-Aldrich) oraz 0,12 g KH2PO4 (nr kat. 1331-

11-742020-2, POCH) rozpuszczono w 500 ml wody dejonizowanej i doprowadzono 

do pH 7,4 roztworem HCl o stężeniu 35%.  

 4% paraformaldehyd 

4 mg paraformaldehydu (nr kat. P-6148, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 100 ml PBS 

ogrzewając. 4 % paraformaldehyd przechowywano w –20°C. 

 Bufor blokujący 

0,2 g BSA (nr kat. A3294, Sigma-Aldrich), 0,45 g glicyny, 0,02 ml Tween (nr kat. 

P1379, Sigma-Aldrich), 2 ml Goat serum (nr kat. G9023, Sigma-Aldrich) 

rozpuszczono w 18 ml buforu PBS. 

 1% BSA 

0,15 g BSA (nr kat. A3294, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 15 ml PBS. 
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 0,2% BSA 

0,03 g BSA (nr kat. A3294, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 15 ml PBS. 

 Przeciwciała 

– Królicze przeciwciała anty-iNOS (nr kat. Ab 15323, Abcam, Cambridge, Wielka 

Brytania), 

– Ośle przeciwciała poliklonalne skierowane przeciwko króliczym przeciwciałom 

IgG, znakowane DyLight 488 (nr kat. 98488, Abcam). 

Postępowanie 

Badanie ekspresji białek iNOS w kardiomiocytach przeprowadzono na płytkach 

12-dołkowych tuż po zakończeniu procedury I/R, metodą immunofluorescencji 

pośredniej, jak przedstawiono poniżej: 

1. Kardiomiocyty utrwalono przez dodanie do dołków po 500 µl 4% paraformaldehydu. 

2. Komórki inkubowano przez 15 minut w temperaturze pokojowej. 

3. Dołki z HCM przepłukano 3-krotnie 500 µl buforu PBS. 

4. Do dołków dodano po 500 µl buforu blokującego. 

5. Inkubowano przez 1 godzinę w temperaturze pokojowej. 

6. Dołki z HCM przepłukano 3-krotnie 500 µl buforu PBS. 

7. Do dołków dodano po 500 µl przeciwciał I–rzędowych: anty-iNOS rozcieńczonych 

odpowiednio w stosunku 1:200 przy użyciu 1% BSA. 

8. Komórki z przeciwciałami inkubowano przez noc w temperaturze 4°C.  

9. Dołki z HCM przepłukano 3-krotnie 500 µl buforu PBS. 

10. Do dołków dodano po 500 µl przeciwciał II–rzędowych: oślich przeciwciał 

anty-króliczych rozcieńczonych w stosunku 1:200 przy użyciu 0,2% BSA. 

11. Komórki z przeciwciałami inkubowano przez 45 minut w temperaturze pokojowej 

w ciemności. 

12. Dołki z HCM przepłukano 3-krotnie 500 µl buforu PBS. 

13. Do dołków dodano po 500 µl DAPI. 
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14. Inkubowano przez 15 minut w ciemności. 

15. Dołki z HCM przepłukano 3-krotnie 500 µl buforu PBS, poddano analizie. 

16. Wykonano po 3 zdjęcia w kanale niebieskim (fluorescencja DAPI) i zielonym 

(fluorescencja koniugatu dla iNOS) każdego dołka przy użyciu mikroskopu 

fluorescencyjnego ZOE (Bio-Rad). 

17. Zdjęcia analizowano przy pomocy programu ImageJ. 

18. Ekspresję iNOS w kardiomiocytach wyliczono jako iloraz pomiaru fluorescencji 

iNOS do fluorescencji DAPI.  

2.6.  Badanie cytometryczne płytek krwi 

Aparatura i wyposażenie: 

 Cytometr przepływowy Sysmex CyFlow Space (Sysmex) 

Ocenę cytofluorymetryczną płytek przeprowadzono w Pracowni Przesiewowych 

Testów Aktywności Biologicznej i Gromadzenia Materiału Biologicznego Wydziału 

Far-maceutycznego Uniwersytetu Medycznego we Wrocławiu z wykorzystaniem 

cytometru przepływowego CyFlow® Space (Sysmex, Japonia) współfinansowanego 

ze środków EFRR POIiŚ.02.01.00-14- 122/09. 

 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 PBS (140 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 1,8 mM KH2PO4, pH 

7,4) 

4,1 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH), 0,1 g KCl (nr kat. 117397402, CHEMPUR), 

71 g Na2HPO4 (nr kat. 21.988-6, Sigma-Aldrich) oraz 0,12 g KH2PO4 (nr kat. 1331-

11-742020-2, POCH) rozpuszczono w 500 ml wody dejonizowanej i doprowadzono 

do pH 7,4 roztworem HCl o stężeniu 35%.  

 

 

 



53 
 

 1% paraformaldehyd 

0,5 g paraformaldehydu (nr kat. P-6148, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 50 ml PBS, 

ogrzewając. 

 Stain Buffer (nr kat. 554656, BD Pharmingen, Franklin Lakes, USA) 

 Przeciwciała znakowane 

 Anty–ludzkie CD62P, znakowane PE (nr kat. 304906, BioLegend, San 

Diego, USA), 

 Anty–ludzkie CD63, znakowane PE-Cy7 (nr kat. 353010, BioLegend), 

 Anty–CD41/CD61, klon PAC-1, znakowane FITC (nr kat. 362804, 

BioLegend), 

 Kontrole izotypowe 

 FITC Mouse IgM Isotyp Ctrl (nr kat. 401606, BioLegend), 

 PE Mouse IgG1 Isotyp Ctrl (nr kat. 400112, BioLegend), 

 PE-Cy7 Mouse IgM Isotyp Ctrl (nr kat. 400126, BioLegend), 

Postępowanie 

Próbki do badania cytometrycznego ekspresji receptorów powierzchniowych płytek 

krwi przygotowano zgodnie z procedurą: 

1. 100 µl wyizolowanych płytek krwi pobrano z insertów po etapie niedokrwienia 

i reperfuzji (I/R) oraz po odpowiadających im czasach w warunkach tlenowych 

i natychmiast wstrzyknięto do 1 ml zimnego 1% paraformaldehydu. 

2. Inkubowano 30 minut. 

3. Dodano 1 ml PBS i wirowano z siłą 1200 × g przez 5 minut. 

4. Supernatant odrzucono, płytki krwi zawieszono w 60 µl Stain Buffer. 

5. Do czystych probówek cytometrycznych napipetowano po 2,5 µl znakowanych 

przeciwciał lub kontroli izotypowych. 

6. Do probówek z przeciwciałami i kontrolami izotypowymi dodano po 25 µl 

utrwalonych płytek krwi. 

7. Inkubowano przez 20 minut w ciemności. 

8. Dodano 1 ml PBS, zworteksowano i odwirowano z siłą 1200 × g przez 5 minut. 

9. Supernatant odrzucono. Pellet zawieszono w 1 ml filtrowanego PBS.  

10. Próbki poddano analizie na cytometrze przepływowym Sysmex CyFlow Space do 

dwóch godzin od przygotowania. 



54 
 

2.7.  Badanie cytometryczne mikrocząsteczek pochodzenia płytkowego 

Aparatura i wyposażenie: 

 Cytometr przepływowy CytoFLEX (Beckman Coulter, Brea, USA) 

 Mikro-ultrawirówka Sorvall MTX 150 (Thermo Scientific, Waltham, USA) 

 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 PBS (140 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 1,8 mM KH2PO4, pH 

7,4) 

4,1 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH), 0,1 g KCl (nr kat. 117397402, CHEMPUR), 

0,71 g Na2HPO4 (nr kat. 21.988-6, Sigma-Aldrich) oraz 0,12 g KH2PO4 (nr kat. 1331-

11-742020-2, POCH) rozpuszczono w 500 ml wody dejonizowanej i doprowadzono 

do pH 7,4 roztworem HCl o stężeniu 35%.  

 Stain Buffer (nr kat. 554656, BD Pharmingen) 

 Przeciwciała znakowane 

 Anty- ludzkie CD41/CD61, klon PAC-1, znakowane FITC (nr kat. 

362804, BioLegend), 

 Anty- ludzkie CD61, znakowane PE (nr kat. 555754, Becton Dickinson, 

Franklin Lakes, USA). 

 CytoFLEX Daily QC Fluoroshperes (nr kat. B53230, Beckman Coulter) 

 Apogee Mix (nr kat. 1493, ApogeeFlow, Hemel Hempstead, Wielka Brytania) 

Postępowanie 

Ze względów technicznych badanie cytometryczne PMP przeprowadzono przy użyciu 

CD61 i aktywowanej GP IIb-IIIa (klon PAC-1). Próbki do badania cytometrycznego PMP 

przygotowano zgodnie z procedurą: 

1. Bufory zebrane po etapie niedokrwienia oraz po odpowiadających im czasach 

w warunkach tlenowych zwirowano w probówkach typu eppendorf przy sile 

odśrodkowej 2500 × g przez 20 minut. 
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2. Odpipetowano supernatant. Do supernatantu dodano 100 µl Stain Buffer.  

3. Do czystych probówek do ultrawirowania dodano po 150 µl przygotowanego 

supernatantu oraz po 1 µl przeciwciał. Inkubowano przez 30 minut w ciemności. 

4. Dodano 900 µl PBS i ultrawirowano 50000 × g przez 90 minut. 

5. Supernatant ostrożnie odpipetowano zostawiając w probówce 200 µl i dodano 

200 µl PBS. Próbkę poddano analizie na cytometrze przepływowym CytoFLEX. 

2.8.  Trypsynizacja komórek HCM z płytek 12-dołkowych 

Aparatura i wyposażenie: 

 Filtry strzykawkowe z membraną o średnicy porów 0,22 µm (nr kat. 6-0047, 

Bionovo) 

 Wirówka laboratoryjna MIKRO 120 (Hettich, Kirchlengern, Niemcy) 

 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 Trypsyna/EDTA (nr kat. L0930, Biowest, Bradenton, USA) 

 Penicylina/Streptomycyna (nr kat. P0781, Sigma-Aldrich) o stężeniu 10000 U 

penicyliny i 10 mg streptomycyny/ml w 0,9% NaCl 

 Medium hodowlane (Myocyte Growth Medium (Ready-to-use) ) wraz 

z Suplement Mix (nr kat. C-22070, PromoCell) 

500 ml medium hodowlanego (Myocyte Growth Medium) zmieszano z 25,4 ml 

suplementu (Myocyte Growth Medium Suplement Mix) i dodano 5 ml 

Penicyliny/Streptomycyny. Następnie przefiltowano przez filtr strzykawkowy 

o średnicy porów 0,22 µm, przechowywano w lodówce. 

Postępowanie 

Trypsynizację komórek HCM z płytek 12-dołkowych przeprowadzono zgodnie 

z procedurą: 

1. Do dołków dodano po 0,3 ml trypsyny/EDTA. 

2. Płytkę inkubowano przez 2 minuty w cieplarce do momentu trypsynizacji 

komórek. 
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3. Komórki zawieszone w trypsynie/EDTA przeniesiono do opisanych probówek 

typu eppendorf. 

4. Do dołków dodano po 0,3 ml medium hodowlanego, następnie medium 

przeniesiono do probówek typu eppendorf zawierających trypsynę i komórki. 

5. Eppendorfy odwirowano z siłą 1500 × g przez 2 minuty. 

6. Nadsącz odrzucono, do pelletu dodano 0,2 ml medium, delikatnie wymieszano. 

7. Eppendorfy odwirowano z siłą 1500 × g przez 2 minuty. 

8. Supernatant odrzucono, pellet zamrożono w –80°C celem wykonania następnych 

analiz. 

2.9.  Homogenizacja 

Aparatura i wyposażenie: 

 Homogenizator ręczny Pellet Pestle® Motor (Kimble Kontes, Vineland, USA) 

 Wirówka laboratoryjna MIKRO 120 (Hettich, Kirchlengern, Niemcy) 

 Ciekły azot 

 Termoblok Bio TDB-100 (BioSan, Warren, USA) 

 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 50 mM Tris (pH 7,4) 

0,6057 g Trisma Base (nr kat. 93352, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 100 ml 

wody dejonizowanej i doprowadzono do pH 7,4 przy użyciu HCl o stężeniu 35%. 

 150 mM NaCl 

0,8766 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH) rozpuszczono w 100 ml wody 

dejonizowanej. 

 Bufor do homogenizacji izolowanych płytek krwi 

0,9 g 150 mM NaCl (nr kat. BA4121116, POCH), 0,61 g 50 mM Tris oraz 0,1 g 

Triton X-100 (nr kat. X-100, Sigma-Aldrich) zmieszano i uzupełniono wodą 

dejonizowaną do 100 ml.  
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 2 M Tris (pH 7,6) 

12 g Trisma Base (nr kat. 93352, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 50 ml wody 

dejonizowanej i doprowadzono do pH 7,6 przy użyciu HCl o stężeniu 35%. 

 10% Triton 

1 ml Triton X-100 (nr kat. X-100, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 9 ml wody 

dejonizowanej. 

 Bufor do homogenizacji kardiomiocytów 

2,5 ml 2 M Tris, 0,876 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH) oraz 0,91 ml 10% 

Triton rozpuszczono i uzupełniono wodą dejonizowaną do 100 ml. 

Postępowanie 

Homogenizację pelletów płytek krwi i kardiomiocytów przeprowadzono zgodnie 

z procedurą: 

1. Do probówek typu eppendorf zawierających pellety płytek krwi dodano 79,2 µl buforu 

do homogenizacji płytek krwi oraz 0,8 µl mieszaniny inhibitorów proteaz (Sigma-

Aldrich) (stosunek objętościowy 1:100), próbki dokładnie wymieszano przez aspirację. 

2. Do probówek typu eppendorf zawierających pellety kardiomiocytów dodano 89,1 µl 

buforu do homogenizacji kardiomiocytów oraz 0,9 µl mieszaniny inhibitorów proteaz 

(Sigma-Aldrich) (stosunek objętościowy 1:100), próbki dokładnie wymieszano przez 

aspirację. 

3. Komórki poddano trzem cyklom zamrażania w ciekłym azocie i rozmrażania 

w temperaturze 37°C. 

4. Komórki trzykrotnie zhomogenizowano mechanicznie przez zastosowanie 

homogenizatora ręcznego, na lodzie, przez 10 sekund, z przerwami 20 sekund między 

cyklami. 

5. Uzyskane homogenaty komórkowe odwirowano przez 5 minut przy 17530 × g. 

6. Supernatanty po odwirowaniu przeniesiono do nowych probówek typu eppendorf 

i przechowywano w –80°C celem wykonania kolejnych oznaczeń. 
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2.10.  Zymografia żelatynowa 

Aparatura i wyposażenie: 

 Aparat Mini-Protean II (Bio-Rad) 

 Skaner GS-800 Calibrated Densitometer (Bio-Rad) 

 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 30% akrylamid  

14,6 g akrylamidu (nr kat. A9099, Sigma-Aldrich) i 0,4 g N’N’–

metylenobisakrylamidu (nr kat. 66669, Fluka, Buchs, Szwajcaria) rozpuszczono 

w 50 ml wody dejonizowanej. 

 1,5 M Tris/HCl, pH 8,8 

18,171 g Trisma Base (nr kat. 93352, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 100 ml 

wody dejonizowanej i doprowadzono do pH 8,8 roztworem HCl o stężeniu 35%. 

 0,5 M Tris/HCl, pH 6,8 

6,057 g Trisma Base (nr kat. 93352, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 100 ml 

wody dejonizowanej i doprowadzono do pH 6,8 roztworem HCl o stężeniu 35%. 

 10% SDS (nr kat. 796630425, POCH) 

10 g SDS uzupełniono wodą dejonizowaną do 100 ml. 

 2% żelatyna w 1 % SDS 

1 g żelatyny ze skóry świni (nr kat. G2625, Sigma-Aldrich) rozpuszczono w 5 ml 

10% SDS i 45 ml wody dejonizowanej. 

 Bufor do próbek: 4 x Laemmli Sample Buffer (nr kat. #1610747, Bio-Rad) 

 APS (nr kat. #161-0700, Bio-Rad) 

 TEMED (nr kat. #161-0801, Bio-Rad) 

 Bufor do elektroforezy, stężony 10-krotnie (0,25 M Tris/HCl, 2 M glicyna, 

pH 8,3) 

30,3 g Trisma Base (nr kat. 93352, Sigma-Aldrich), 144 g glicyny (nr kat. 

115275608, CHEMPUR), 10 g SDS (nr kat. 796630425, POCH) rozpuszczono 

w 1000 ml wody dejonizowanej i doprowadzono do pH 8,3 roztworem HCl 

o stężeniu 35%. 

Przed użyciem bufor rozcieńczono 10-krotnie wodą dejonizowaną, schłodzono 

w lodówce. 
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 2,5% Triton X-100 (nr kat. X-100, Sigma-Aldrich) 

25 ml Triton zmieszano z 975 ml wody dejonizowanej. 

 Bufor do inkubacji (0,05 M Tris/HCl, 5 mM CaCl2, 0,2 M NaCl, 0,05 % NaN3, 

pH 7,5) 

3,03 g Trisma Base (nr kat. 93352, Sigma-Aldrich), 0,27 g CaCl2 (nr kat. 

118748706, CHEMPUR), 5,8 g NaCl (nr kat. BA4121116, POCH) oraz 0,25 g 

NaN3 (nr kat. 13412, Riedel-de Haën, Honeywell, Charlotte, USA) rozpuszczono 

w 500 ml wody dejonizowanej i doprowadzono do pH 7,5 roztworem HCl 

o stężeniu 35%. Bufor przygotowano tuż przed użyciem. 

 Odczynnik barwiący (0,4% CBB R-250, 0,1% CBB G-250) 

2 g CBB R-250 (nr kat. 821636, MP Biomedicals, Santa Ana, USA) oraz 0,5 g 

CBB G-250 (nr kat. 190343, ICN Biomedicals, Costa Mesa, USA) rozpuszczono 

w 500 ml odczynnika odbarwiającego. 

 Odczynnik odbarwiający 

300 ml metanolu (nr kat. 603-001-00-X, Reiden-de Haën) oraz 100 ml kwasu 

octowego (nr kat. 568760114, POCH) zmieszano z 600 ml wody dejonizowanej. 

 

Postępowanie 

Zymografię żelatynową przeprowadzono zgodnie z procedurą: 

1. Przygotowano żele: 

7,5% żel dolny, rozdzielający, objętości na 1 żel: 

Odczynnik Objętość 

H2O 2 ml 

Żelatyna ze skóry świni 0,5 ml 

1,5 M Tris/HCl, pH 8,8 1,25 ml 

30% akrylamid 1,25 ml 

APS 33,4 µl 

TEMED 6,7 µl 
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Żel górny, zagęszczający, objętości na 1 żel: 

Odczynnik Objętość 

H2O 1,4 ml 

0,5 M Tris/HCl, pH 6,8 625 µl 

30% akrylamid 328 µl 

10% APS 25 µl 

TEMED 8 µl 

10% SDS 25 µl 

 

2. Próbki zmieszano w stosunku objętościowym 3:1 z buforem do próbek (30 µl próbki 

+ 10 µl buforu do próbek) i pozostawiono w temperaturze pokojowej przez 30 minut do 

pełnej denaturacji białek. 

3. Następnie naniesiono po 35 µl mieszaniny do studzienek żelu zagęszczającego. 

4. Przeprowadzono elektroforezę w aparacie Mini-Protean II w buforze do elektroforezy 

(1 x) w temperaturze 4°C, przez około 2 godziny, pod napięciem 100 V. 

5. Po zakończeniu elektroforezy żele płukano trzykrotnie w 100 ml 2,5% Triton X-100 

przez 15–20 minut, łagodnie mieszając na kołysce. 

6. Żele inkubowano w buforze do inkubacji przez 18 godzin w temperaturze 37°C. 

7. Po inkubacji, żele barwiono w odczynniku barwiącym przez 1–2 godziny, łagodnie 

mieszając na kołysce. 

8. Następnie żele odbarwiano przez 1,5 godziny w trzech porcjach odczynnika 

odbarwiającego.  

9. Żele zeskanowano przy użyciu skanera Bio-Rad GS-800 Calibrated Densitometer. 

Przyjęto, że pole powierzchni pasma aktywnej formy MMP-9 i MMP-2 oraz formy 

latentnej MMP-2 supernatantu HT 1080 odpowiada 100 jednostkom arbitralnym (AU). 

Pole powierzchni żelatynaz analizowanych w płytkach krwi, kardiomiocytach oraz 

supernatantach po niedokrwieniu i reperfuzji przeliczono w stosunku do pola powierzchni 

względnego standardu i podano w AU. Wyniki znormalizowano w oparciu o stężenie 

białka całkowitego w każdej z próbek, oznaczonego w sposób opisany w 2.11. 
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2.11.  Oznaczanie białka metodą Bradforda 

Aparatura i wyposażenie: 

 Wielofunkcyjny czytnik płytek Spark (TECAN, Männedorf, Szwajcaria) 

 Płytki 96-dołkowe (nr kat. 442404, Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA) 

 Automatyczne pipety miarowe 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 Protein Assay Dye Reagent Concentrate (nr kat. #500-0006, Bio-Rad) 

Przed użyciem odczynnik rozcieńczono wodą dejonizowaną w proporcji: 1 porcja 

odczynnika na 4 porcje wody dejonizowanej. Chroniono przed światłem przy 

użyciu foli aluminiowej. 

 BSA (nr kat. A3294, Sigma-Aldrich) – wzorzec stężenia białka 

Postępowanie 

1. W celu wykreślenia krzywej wzorcowej przygotowano rozcieńczenia wzorca 

o stężeniu: 0,0 mg/ml, 0,03125 mg/ml, 0,0625 mg/ml, 0,125 mg/ml, 0,25 mg/ml 

oraz 0,50 mg/ml. Rozcieńczenia wzorca oznaczono w dwóch powtórzeniach 

dodając do 200 µl odczynnika Bradforda po 10 µl rozcieńczeń. Inkubowano 

5 minut. Odczyt absorbancji na wielofunkcyjnym czytniku płytek Spark 

wykonano przy długości fali λ 595 nm. Odczyt absorbancji dla poszczególnych 

rozcieńczeń wzorca został pomniejszony o wartość absorbancji dla próby ślepej 

(stężenie wzorca 0,0 mg/ml). Wykreślono krzywą wzorcową (wykres 1). 
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Wykres 1. Krzywa wzorcowa, równanie krzywej oraz współczynnik determinacji 

do oznaczania białka metodą Bradforda. 

2.  Próbki oznaczono w dwóch powtórzeniach dodając po 10 µl próbki do 200 µl 

odczynnika Bradforda. Inkubowano 5 minut. Odczyt absorbancji na 

wielofunkcyjnym czytniku płytek Spark wykonano przy długości fali λ 595 nm. 

Odczyt absorbancji wszystkich próbek został pomniejszony o wartość absorbancji 

dla próbki ślepej, następnie stężenie białka w próbkach obliczono na podstawie 

krzywej wzorcowej. 

2.12.  Izolacja RNA z płytek krwi i kardiomiocytów 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 TrizolTM Reagent (nr kat. 15596026, Invitrogen, Waltham, USA) 

 Chloroform (nr kat. 67-66-3, P. P. H „Stanlab”, Lublin, Polska) 

 Izopropanol (nr kat. 617515006, Chempur) 

 Etanol (nr kat. 113964200, Chempur) 

 Woda DEPC-Treated (nr kat. AM9906, Ambion, Austin, USA) 

Materiał genetyczny uzyskano z wyizolowanych płytek krwi oraz kardiomiocytów 

zamrożonych po etapie niedokrwienia i reperfuzji (I/R). Izolację i oczyszczenie RNA 

przez dwufazową ekstrakcję RNA przeprowadzono zgodnie z procedurą: 
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1. Do pelletów płytek krwi i kardiomiocytów dodano 800 µl Trizolu, próbki 

zhomogenizowano przez aspirację i ręczne wytrząsanie. 

2. Do próbek dodano 160 µl chloroformu (w stosunku objętościowym chloroformu do 

trizolu wynoszącym 1:5), wytrząsano ręcznie przez 15 sekund, inkubowano 1–2 

minuty w temperaturze pokojowej do momentu rozdzielenia faz. 

3. Próbki odwirowano z siłą 12 000 × g przez 15 minut w temperaturze 4°C. 

4. Fazę wodną (górną) przeniesiono do nowych probówek typu eppendorf. 

5. Do probówek dodano taką samą objętość izopropanolu, wytrząsano ręcznie przez 

15 sekund i inkubowano w temperaturze pokojowej przez 10 minut. 

6. Próbki odwirowano z siłą 12 000 × g przez 15 minut w temperaturze 4°C. 

7. Supernatanty odrzucono. 

8. Do pelletu RNA dodano 1ml 70% etanolu, wymieszano przez kilkukrotne odwrócenie 

próbki. 

9. Próbki odwirowano z siłą 7 500 × g przez 5 minut w temperaturze pokojowej. 

10. Supernatanty odrzucono. 

11. Pellety RNA pozostawiono do wyschnięcia w 37°C w bloku grzejnym przez około 

10–15 minut, tak aby nie doszło do ich przesuszenia. 

12. RNA rozpuszczono w 20 µl wody DEPC. 

13. Próbki zamrożono w temperaturze –80°C do czasu odwrotnej transkrypcji. 

2.13.  Odwrotna transkrypcja 

Aparatura i wyposażenie: 

 Probówki o objętości 0,2 ml (nr kat. TLS0801, Bio-Rad, nr kat. TCS0803, 

Bio-Rad) 

 Automatyczne pipety miarowe 

 Termocykler CFX96 Touch Real-Time System (Bio-Rad) 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 -iScriptTM cDNA Synthesis Kit (nr kat.170-8890, Bio-Rad) 

 Woda DEPC-Treated (nr kat. AM9906, Ambion, Austin, USA) 
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Postępowanie 

Proces odwrotnej transkrypcji RNA wyizolowanego z płytek krwi i kardiomiocytów, 

przy użyciu odwrotnej transkryptazy przeprowadzono zgodnie z procedurą: 

1. Próbki uzyskane po izolacji RNA rozmrożono i wymieszano. 

2. Zmierzono ilość i czystość RNA przy użyciu spektrofotometru NanoDrop (Thermo 

Scientific, Watham, USA). 

3. Proces odwrotnej transkrypcji przeprowadzono wykorzystując 200 ng RNA w 15 µl 

wody DEPC. 

4. Przygotowano iScriptTM cDNA Synthesis Kit zgodnie z zaleceniami producenta przez 

przygotowanie mieszaniny 4 µl iScript reaction mix oraz 1 µl iScript reverse 

transcriptase. 

5. Do opisanych probówek dodano po 5 µl przygotowanej mieszaniny iScript oraz 15 µl 

próbek. 

6. Odwrotną transkrypcję przeprowadzono przy użyciu CFX96 Touch Real-Time System 

(BioRad) z zastosowaniem poniższych parametrów inkubacji: 

Etap Czas Temperatura 

1. 5 minut 25°C 

2. 30 minut 42°C 

3. 5 minut 85°C 

4. Przechowywanie 4°C 

 

7. Stripy z cDNA przechowywano w –80°C do czasu wykonania qRT-PCR. 

2.14.  Real-time PCR 

Aparatura i wyposażenie: 

 Probówki (nr kat. TLS0801, Bio-Rad) z nakrywkami (nr kat. TCS0803, Bio-Rad) 

 Automatyczne pipety miarowe 

 Termocykler CFX96 Touch Real-Time System (Bio-Rad) 
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Odczynniki i ich przygototwanie: 

 Startery do real-time PCR (HPSF purified) (Syngen Biotech, Polska) sekwencja 

5’-3’: 

Gen Forvard starter  Reverse starter 

MMP-2 ACAGCAGGTCTCAGCCTCAT TGAAGCCAAGCGGTCTAAGT 

MMP-9 TTGACAGCGACAAGAAGTGG CCCTCAGTGAAGCGGTACAT 

GAPDH* AGTGCCAGCCTCGTCTCATA GATGGTGATGGGTTTCCCGT 

β-aktyna CTCTTCCAGCCTTCCTTCCT AGCACTGTGTTGGCGTACAG 

 

* GAPDH – dehydrogenaza gliceraldehydo-3-fosforanowa 

 

 iTaq Universal SYBR® Green Supermix (nr kat. 172-5121, Bio-Rad) 

 Woda DEPC-Treated (nr kat. AM9906, Ambion) 

 

Postępowanie 

Analizę ekspresji genów MMP-2 i MMP-9 w kardiomiocytach przeprowadzono 

wobec GAPDH, natomiast w płytkach krwi w stosunku do β-aktyny. PCR w czasie 

rzeczywistym przeprowadzono w dwóch powtórzeniach, zgodnie z procedurą: 

1. Rozmrożono, wymieszano oraz przechowywano na lodzie odczynniki: iTaq Universal 

SYBR® Green Supermix, primery oraz cDNA próbek, uzyskane na drodze odwrotnej 

transkrypcji. 

2. W eppendorfie przygotowano odpowiednią ilość mieszaniny reakcyjnej. Proporcja na 

1 reakcję: 

Odczynnik Objętość 

iTaq Universal SYBR® Green Supermix 10 µl 

Forward Primer 0,5 µl 

Reverse Primer 0,5 µl 

H2O 7 µl 
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3. Do opisanych probówek odpipetowano po 18 µl mieszaniny reakcyjnej oraz 2 µl cDNA 

próbki. Dla każdego oznaczanego genu przygotowano kontrolę negatywną, do których 

zamiast cDNA próbki dodano 2 µl H2O-DEPC. 

4. Real-time PCR przeprowadzono przy użyciu CFX96 Touch Real-Time System 

(BioRad) z zastosowaniem poniższych parametrów programu: 

Etap Czas Temperatura 

1. 3 minuty 95°C 

2. 15 sekund 95°C 

3. 45 sekund 95°C 

4. Odczyt płytki 

5. Powtórzenie od punktu 2, 45 cykli 

 

5. Wyniki policzono z zastosowaniem wzoru 2-ΔΔCT, gdzie: ΔΔCT = średnia z cyklu dla 

genu badanego – średnia z cyklu dla genu referencyjnego.   

2.15.  ELISA MMP-2 

Sprzęt i wyposażenie: 

 Wielofunkcyjny czytnik płytek Spark (TECAN) 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 Total MMP-2 Immunoassay (kat. MMP 200, R&D Systems, Minneapolis, USA) 

Postępowanie 

Stężenie całkowitej MMP-2 w homogenatach płytek krwi oznaczono metodą ELISA, 

zgodnie z instrukcją producenta: 

1. Przygotowano rozcieńczenia standardu MMP-2 do uzyskania stężenia końcowego: 

32 ng/ml, 16 ng/ml, 8 ng/ml, 4 ng/ml, 2 ng/ml, 1 ng/ml, 0,5 ng/ml 0 ng/ml przy użyciu 

rozcieńczonego 5-krotnie Calibrator Diluentu. 

2. Do dołków dodano po 50 µl Assay Diluent oraz 50 µl standardów lub próbek. 

3. Płytkę inkubowano przez 2 godziny w temperaturze pokojowej ciągle wytrząsając. 

4. Płytkę płukano 4-krotnie przy użyciu Wash Buffer. 
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5. Do dołków dodano po 200 µl Total MMP-2 Conjugate. 

6. Płytkę inkubowano przez 2 godziny w temperaturze pokojowej ciągle wytrząsając. 

7. Płytkę płukano 4-krotnie przy użyciu Wash Buffer. 

8. Do dołków dodano po 200 µl Substrate Solution. 

9. Płytkę inkubowano przez 30 minut w temperaturze pokojowej, chroniąc przed 

dostępem światła, bez wytrząsania. 

10. Do dołków dodano po 50 µl Stop Solution. 

11. Zmierzono absorbancję przy długości fali 450 nm oraz 540 i 570 nm. 

12. Absorbancję uzyskaną dla wszystkich dołków przy długości fali 450 nm 

skorygowano o absorbancję uzyskaną dla wszystkich dołków przy długości fali 570 

nm i wartość absorbancji dla standardu MMP-2 o stężeniu 0 ng/ml. 

13. Wykreślono krzywą wzorcową (wykres 2), stężenie MMP-2 w próbkach określono 

w oparciu o krzywą wzorcową.  

 

2.16.  Aktywność dehydrogenazy mleczanowej (LDH) 

Sprzęt i wyposażenie: 

 Wielofunkcyjny czytnik płytek Spark (TECAN) 

 

Odczynniki i ich przygotowanie: 

 Lactate Dehydrogenase Activity Assay Kit (nr kat. MAK066, Sigma-Aldrich) 
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Postępowanie 

Aktywność LDH została oznaczona w buforach zebranych po etapie niedokrwienia 

przy użyciu dostępnego komercyjnie testu, w którym zasada metody opiera się na 

redukcji NAD do NADH przez LDH. Aktywność LDH oznaczono metodą 

kolorymetryczną zgodnie z instrukcją producenta: 

1. Przygotowano:  

a) standardy NADH dodając do dołków odpowiednio 0, 2, 4, 6, 8, 10 µl 1,25 mM 

standardu NADH. Dołki uzupełniono do 50 µl przy użyciu załączonego przez 

producenta buforu LDH (Assay Buffer), otrzymując odpowiednio 0,0, 2,5, 5,0, 

7,5, 10,0 oraz 12,5 nmol NADH w dołkach. Wszystkie standardy oznaczono 

w dubletach. 

b) próbki badane, które stanowiły bufory zebrane po etapie niedokrwienia. Użyto 

próbek nierozcieńczonych, w objętości 50 µl na dołek. Każdą próbkę oznaczano 

dwukrotnie.  

c) mieszaninę reakcyjną (Master Reaction Mix), proporcja na 1 reakcję: 

Odczynnik Objętość  

Bufor reakcyjny LDH (LDH Assay buffer) 48 µl 

Mieszanina substratów LDH (LDH Substrate Mix) 2 µl 

2. Do dołków zawierających 50 µl standardu lub próbki badanej dodano 50 µl 

mieszaniny reakcyjnej, zmieszano przy użyciu wielofunkcyjnego czytnika płytek 

Spark. 

3. Po 3 minutach (czas początkowy (Tpoczątkowy))zmierzono absorbancję przy długości 

fali 450 nm. Zmierzoną absorbancję wykorzystano do obliczeń [(A450)początkowa]. 

4. Płytkę inkubowano w ciemności, w temperaturze 37°C, mierząc absorbancję przy 

długości fali 450 nm (A450) co 5 minut. 

5. Pomiary wykonywano do momentu uzyskania wyżej wartości absorbancji w jednej 

z próbek badanych (o najwyższej aktywności LDH) niż wartość najwyższego 

standardu (12,5 nmol/dołek). 

6. Przedostatni pomiar uznano za pomiar końcowy (czas końcowy (Tkońcowy)), 

a absorbancję uzyskaną w tym pomiarze wykorzystano do obliczeń [(A450)końcowa]. 

7. Obliczenia niezbędne do uzyskania aktywności LDH w próbkach: 



69 
 

a) od wartości absorbancji uzyskanych dla wszystkich standardów i próbek odjęto 

średnią wartość absorbancji dla 0 nmol standardu NADH; 

b) wykreślono krzywą wzorcową, którą przedstawiono poniżej (wykres 3): 

 

Wykres 3. Krzywa wzorcowa, równanie krzywej oraz współczynnik determinacji dla 

oznaczenia LDH. 

 

c) obliczono zmianę w pomiarach od Tpocztkowego do Tkońcowego dla wszystkich próbek, 

według wzoru: ΔA450 = (A450)końcowa – (A450)początkowa, a następnie porównano do 

krzywej wzorcowej odczytując ilość powstałego NADH (B); 

d) Aktywność LDH [nmol/min/ml] wyliczono ze wzoru: 

𝐴𝑘𝑡𝑦𝑤𝑛𝑜ść 𝐿𝐷𝐻 =
𝐵

𝑐𝑧𝑎𝑠 𝑟𝑒𝑎𝑘𝑐𝑗𝑖∗𝑉
∗ 𝑤𝑠𝑝ół𝑐𝑧𝑦𝑛𝑛𝑖𝑘 𝑟𝑜𝑧𝑐𝑖𝑒ń𝑐𝑧𝑒𝑛𝑖𝑎 𝑝𝑟ó𝑏𝑘𝑖, gdzie: 

B – ilość (nmol) NADH wygenerowanego w czasie reakcji 

Czas reakcji= Tkońcowy – Tpoczątkowy (minuty) 

V – objętość próbki (ml) dodana do dołka reakcyjnego. 

2.17.  Analiza statystyczna 

Analizę statystyczną przeprowadzono w programie GraphPad Prism 8.01 (GraphPad 

Software, La Jolla, USA). Normalność rozkładu sprawdzono przy użyciu testu Shapiro-

Wilka dla n ≥ 10, w pozostałych przypadkach do obliczeń zastosowano testy 

nieparametryczne. Do porównania zmian danego parametru w obrębie grupy badanej lub 

grupy kontrolnej zastosowano analizę wariancji dla prób zależnych – ANOVA 

Friedmana, w przypadku istotnych różnic zastosowano test post-hoc Dunna. Do zbadania 

wpływu czasu niedokrwienia na zmianę danego parametru w obrębie grupy badanej lub 

grupy kontrolnej wykorzystano regresję liniową. Do porównania zmiany ekspresji genów 
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R² = 0,9982
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dla MMP-2 i MMP-9 pomiędzy grupą badaną a grupą kontrolną wykorzystano test 

U-Manna-Whitneya. Do porównania zmiany pozostałych parametrów pomiędzy grupą 

kontrolną a grupą badaną wykorzystano test Wilcoxona dla prób zależnych lub test t dla 

prób zależnych. W celu zbadania związku dwóch parametrów ze sobą, przeprowadzono 

analizę korelacji Pearsona lub Spearmana. Za istotną statystycznie uznano wartość 

p < 0,05. Wartości p = 0,05 do p = 0,07 uznano jako wartość bliską istotności 

statystycznej. Wyniki zaprezentowano jako średnia ± błąd standardowy średniej. 
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III. WYNIKI 

1. Cytometryczna ocena aktywacji płytek krwi w grupie badanej 

1.1. Ekspresja aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi po 

etapie niedokrwienia 

Wyniki analizy cytometrycznej aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi 

po etapie niedokrwienia zaprezentowano na wykresie 4. Wykazano wyższą ekspresję 

aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi po 25 minutowym niedokrwieniu 

w porównaniu do płytek krwi po 20 minutowym niedokrwieniu (p = 0,0423). Nie 

wykazano wpływu czasu niedokrwienia na średnią ekspresję aktywowanej GP IIb-IIIa na 

powierzchni płytek krwi w teście regresji liniowej (R2 = 0,2282, p = 0,6829). 
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Wykres 4. Ekspresja aktywowanej GP IIb/IIIa na powierzchni płytek krwi po etapie 

niedokrwienia w grupie badanej (HCM+PLT). 

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi, GP – glikoproteina. 

1.2. Ekspresja P-selektyny na powierzchni płytek krwi po etapie niedokrwienia 

Wykres 5 przedstawia ekspresję powierzchniową P-selektyny na powierzchni płytek 

krwi po etapie niedokrwienia. Ekspresja P-selektyny na powierzchni płytek poddanych 

25 minutowemu niedokrwieniu była wyższa niż na powierzchni płytek poddanych 20 

minutowemu niedokrwieniu (p = 0,0197). Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia 
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na średnią ekspresję P-selektyny na powierzchni płytek krwi w teście regresji liniowej 

(R2 = 0,1679, p = 0,7312). 
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Wykres 5. Ekspresja P-selektyny na powierzchni płytek krwi po etapie niedokrwienia 

w grupie badanej (HCM+PLT). 

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc Dunna w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

1.3. Ekspresja CD63 na powierzchni płytek krwi po etapie niedokrwienia 

Po etapie niedokrwienia zaobserwowano zmiany w ekspresji CD63 na powierzchni 

płytek krwi (p = 0,0031, wykres 6). Ekspresja białka CD63, na powierzchni płytek krwi, 

była wyższa po 25 minutowym niedokrwieniu niż po 20 minutowym niedokrwieniu 

(p = 0,0197). Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na średnią ekspresję CD63 na 

powierzchni płytek krwi w teście regresji liniowej (R2 = 0,01079, p = 0,9338). 
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Wykres 6. Ekspresja CD63 na powierzchni płytek krwi po etapie niedokrwienia w grupie 

badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc Dunna w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

1.4. Ekspresja aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi po etapie 

reperfuzji 

Analiza cytometryczna powierzchniowych markerów aktywacji płytek krwi po etapie 

reperfuzji wykazała zwiększoną ekspresję aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni 

płytek krwi jedynie w warunkach I/R z 15 minutami niedokrwienia i 20 minutową 

reperfuzją (p = 0,0244, wykres 7 A) w porównaniu do warunków tlenowych. 

W warunkach I/R z 20 i 25 minutami niedokrwienia i 20 minutową reperfuzją nie 

wykazano zmian w ekspresji aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi 

w porównaniu do warunków tlenowych (wykres 7 B–C). 
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Wykres 7. Ekspresja aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi w warunkach 

tlenowych oraz w warunkach I/R w grupie badanej (HCM+PLT). 

(A) niedokrwienie 15 minut/reperfuzja 20 minut, (B) niedokrwienie 20 minut/reperfuzja 20 minut 

(C) niedokrwienie 25 minut/reperfuzja 20 minut. Zastosowane testy: test Wilcoxona (7 A) oraz 

test t dla prób zależnych (7 B-C), n = 11. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi, GP – 

glikoproteina. 

Zmiany ekspresji aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi w grupie 

badanej (HCM+PLT) przedstawiono na wykresie 8. Wykazano wzrost ekspresji po etapie 

reperfuzji w porównaniu do etapu niedokrwienia dla 20 minut niedokrwienia (p = 0,0313, 

wykres 8 C). Zaobserwowano wyższą ekspresję markera w warunkach tlenowych (60 

minut) w porównaniu do ekspresji w warunkach tlenowych (40 minut), oraz po etapie 

reperfuzji w porównaniu do 15 i 25 minutowego niedokrwienia, jednak nie była to zmiana 

istotna statystycznie. Co więcej, 20 minutowa reperfuzja prowadziła do normalizacji 

ekspresji markerów aktywacji płytek krwi, zwiększonej podczas 20 i 25 minutowego 

niedokrwienia. 
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Wykres 8. Zmiany ekspresji aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni płytek krwi w grupie 

badanej (HCM+PLT). (A) w warunkach tlenowych (n = 5), (B-D) po etapie niedokrwienia 

oraz po etapie reperfuzji (n = 6).  

Zastosowany test: test Wilcoxona. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do 

błędu standardowego średniej. GP – glikoproteina, HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki 

krwi. 

1.5. Ekspresja P-selektyny na powierzchni płytek krwi po etapie reperfuzji 

Ekspresja P-selektyny na powierzchni płytek krwi po etapie reperfuzji nie ulegała 

zmianie w warunkach I/R w porównaniu do warunków tlenowych, niezależnie od czasu 

trwania niedokrwienia (wykres 9). 
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Wykres 9. Ekspresja P-selektyny na powierzchni płytek krwi w warunkach tlenowych oraz 

w warunkach I/R w grupie badanej (HCM+PLT).  

(A) niedokrwienie 15 minut/reperfuzja 20 minut, (B) niedokrwienie 20 minut/reperfuzja 20 minut 

(C) niedokrwienie 25 minut/reperfuzja 20 minut. Zastosowany test: test t dla prób zależnych, 

n = 13. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu standardowego średniej. 

HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi.  

Zmiany ekspresji P-selektyny na powierzchni płytek krwi w grupie badanej 

(HCM+PLT) przedstawiono na wykresie 10. Nie zauważono istotnych zmian w ekspresji 

P-selektyny po etapie reperfuzji w porównaniu do etapu niedokrwienia trwającego 15 i 20 

minut (wykres 10 B, D). Wykazano tendencję do wyższej ekspresji P-selektyny po etapie 

reperfuzji w porównaniu do etapu niedokrwienia po 20 minutach niedokrwienia 

(p = 0,0625, wykres 10 C). Dodatkowo wykazano silną tendencję (p = 0,0625, wykres 

10 A) do wyższej ekspresji tego markera po 60 minutach w warunkach tlenowych 

w porównaniu do ekspresji uzyskanej po 40 minutach w warunkach tlenowych. 
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Wykres 10. Zmiany ekspresji P-selektyny na powierzchni płytek krwi w grupie badanej 

(HCM+PLT). (A) w warunkach tlenowych, (B-D) po etapie niedokrwienia oraz po etapie 

reperfuzji. 

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

1.6. Ekspresja CD63 na powierzchni płytek krwi po etapie reperfuzji 

Ekspresja cząsteczki CD63 na powierzchni płytek krwi po etapie reperfuzji nie 

ulegała zmianie w warunkach I/R w porównaniu do warunków tlenowych, niezależnie od 

czasu trwania niedokrwienia (wykres 11). 
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Wykres 11. Ekspresja CD63 na powierzchni płytek krwi w warunkach tlenowych oraz 

w warunkach I/R w grupie badanej (HCM+PLT).  

(A) niedokrwienie 15 minut/reperfuzja 20 minut, (B) niedokrwienie 20 minut/reperfuzja 20 minut 

(C) niedokrwienie 25 minut/reperfuzja 20 minut. Zastosowany test: test t dla prób zależnych, 

n = 12. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu standardowego średniej. 

HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi.  

Zmiany ekspresji CD63 na powierzchni płytek krwi w grupie badanej (HCM+PLT) 

przedstawiono na wykresie 12. Wykazano wyższą ekspresję CD63 po etapie reperfuzji 

w porównaniu do etapu 20 minutowego niedokrwienia (p = 0,0313) (wykres 12 C). 

Dodatkowo wykazano tendencję do wyższej ekspresji CD63 na powierzchni płytek krwi 

utrzymywanych w warunkach tlenowych przez 60 minut w porównaniu do ekspresji 

CD63 na powierzchni płytek krwi utrzymywanych w warunkach tlenowych przez 40 

minut (p = 0,0625, wykres 12 A). Płytki krwi wykazywały tendencję do niższej ekspresji 

CD63 na swojej powierzchni po etapie reperfuzji w porównaniu do etapu 15 minutowego 

niedokrwienia (p = 0,0938, wykres 12 B). 
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Wykres 12. Zmiany ekspresji CD63 na powierzchni płytek krwi w grupie badanej 

(HCM+PLT). (A) w warunkach tlenowych, (B-D) po etapie niedokrwienia oraz po etapie 

reperfuzji. 

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

1.7. Badanie cytometryczne PMP 

Bufory po etapie niedokrwienia (rycina 4 i 7) w grupie badanej poddano badaniu 

cytometrycznemu. MP wykazujące ekspresję, charakterystycznego dla płytek krwi, 

antygenu CD61 uznano za PMP. Jak pokazano na wykresie 13, ekspresja CD61 na 

powierzchni PMP w warunkach tlenowych była wyższa niż w warunkach niedokrwienia, 

niezależnie od czasu jego trwania (p = 0,0019). Dodatkowo zauważyć można, że 

ekspresja CD61 na powierzchni PMP po 20 i 25 minutowym niedokrwieniu była wyższa 

średnio o 13,34% i 28,31% w porównaniu do ekspresji po niedokrwieniu trwającym 15 

minut. Wpływ czasu niedokrwienia na wzrost średniej ekspresji CD61 na powierzchni 

PMP potwierdzono w teście regresji liniowej (R2 = 0,9989, p = 0,0210), co przedstawiono 

na wykresie 14. 



80 
 

Ekspresja CD61 na powierzchni mikrocząsteczek
pochodzenia płytkowego (PMP)

0

5

10

15

20

25

A 40 min A 15 min

I 15 min

A 15 min

I 20 min

A 15 min

I 25 min

p = 0,0019
ANOVA Friedmana

A - warunki tlenowe

I - niedokrwienie

E
k

sp
re

sj
a
 [

%
]

p = 0,0256

p = 0,0154

p = 0,0231

 
Wykres 13. Ekspresja antygenu CD61 na powierzchni PMP w buforach po etapie 

niedokrwienia w grupie badanej (HCM+PLT). 

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi, PMP – 

mikrocząsteczki pochodzenia płytkowego. 
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Wykres 14. Wpływ czasu niedokrwienia na średnią ekspresję CD61 na powierzchni PMP 

w grupie badanej (HCM+PLT). 

Zastosowany test: test regresji liniowej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

Ekspresja powierzchniowa aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni PMP była niższa 

po 15 minutach niedokrwienia niż w warunkach tlenowych, co przedstawiono na 

wykresie 15 (p = 0,0225). Dodatkowo po 20 (p = 0,0779) i 25 (p = 0,0779) minutowym 
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niedokrwieniu PMP wykazywały silną tendencję do niższej ekspresji tej GP na swojej 

powierzchni. Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na ekspresję aktywowanej 

GP IIb-IIIa na powierzchni PMP w teście regresji liniowej (R2 = 0,7500, p = 0,3333). 
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Wykres 15. Ekspresja aktywowanej GP IIb-IIIa na powierzchni PMP w buforach po etapie 

niedokrwienia w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. GP – glikoproteina, HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

2. Aktywność metaloproteinaz macierzy zewnątrzkomórkowej 

w homogenatach komórkowych 

2.1. Aktywność proMMP-2 w kardiomiocytach niepoddanych interakcji 

z płytkami krwi 

Badanie homogenatów kardiomiocytów (grupa kontrolna, HCM, ryc. 5), wykazało 

obniżoną aktywność formy proMMP-2 w kardiomiocytach w warunkach 25 minutowego 

niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji w porównaniu do kardiomiocytów 

inkubowanych w warunkach tlenowych (p = 0,0117), co przedstawiono na wykresie 16. 

Po 15 minutach niedokrwienia i 20 minutach reperfuzji oraz po 20 minutach 

niedokrwienia i 20 minutach reperfuzji aktywność proMMP-2 także uległa obniżeniu 

o średnio 26,13%, jednak nie była to zmiana istotna statystycznie. Nie wykazano wpływu 
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czasu niedokrwienia na aktywność proMMP-2 w kardiomiocytach w teście regresji 

liniowej (R2 = 0,8778, p = 0,2273).  
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Wykres 16. Zmiany aktywności proMMP-2 oznaczonej w homogenatach kardiomiocytów 

w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

2.2. Aktywność MMP-2 w kardiomiocytach niepoddanych interakcji z płytkami 

krwi 

Aktywność MMP-2 oznaczona metodą zymografii żelatynowej w homogenatach 

kardiomiocytów (grupa kontrolna, HCM) po niedokrwieniu i reperfuzji nie wykazała 

zmian w wyniku I/R w teście ANOVA w porównaniu do kardiomiocytów inkubowanych 

w warunkach tlenowych (p = 0,4663), co przedstawiono na wykresie 17. Jednak 

odnotowano obniżenie aktywności MMP-2 w kardiomiocytach utrzymywanych 

w warunkach I/R, średnio o 36,36% do 45,65%, w porównaniu do kardiomiocytów 

utrzymywanych w warunkach tlenowych. Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na 

aktywność MMP-2 w kardiomiocytach w teście regresji liniowej (R2 = 0,9016, 

p = 0,2031). 
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Wykres 17. Zmiany aktywności MMP-2 w homogenatach kardiomiocytów w grupie 

kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

2.3. Aktywność MMP-9 w kardiomiocytach niepoddanych interakcji z płytkami 

krwi 

Badanie aktywności MMP-9 w homogenatach kardiomiocytów (grupa kontrolna, 

HCM) nie wykazało zmian w aktywności MMP-9 pomiędzy grupą poddaną warunkom 

tlenowym a grupami poddanymi warunkom I/R (p = 0,7730), co przedstawiono na 

wykresie 18. Chociaż nie wykazano liniowego wzrostu aktywności MMP-9 wraz 

z czasem trwania niedokrwienia w teście regresji liniowej (R2 = 0,8643, p = 0,2402) to 

średnia aktywność MMP-9 była wyższa w warunkach 20 minut niedokrwienia i 20 minut 

reperfuzji oraz 25 minut niedokrwienia i 20 minut reperfuzji w porównaniu do warunków 

15 minut niedokrwienia i 15 minut reperfuzji o odpowiednio 49,56% i 58,78%.  
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Wykres 18. Zmiany aktywności MMP-9 w homogenatach kardiomiocytów w grupie 

kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

2.4. Aktywność proMMP-2 w kardiomiocytach poddanych interakcji z płytkami 

krwi 

Analiza zymogramów (grupa badana, HCM+PLT) nie wykazała zmian w aktywności 

formy proMMP-2 (p = 0,7892) w kardiomiocytach poddanych warunkom I/R 

w porównaniu do kardiomiocytów w warunkach tlenowych, co przedstawiono na 

wykresie 19. Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na średnią aktywność 

proMMP-2 w kardiomiocytach skontaktowanych z płytkami krwi w teście regresji 

liniowej (R2 = 3,494e-005, p = 0,9962). 
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Wykres 19. Zmiany proMMP-2 oznaczonej w homogenatach kardiomiocytów 

skontaktowanych z płytami krwi (grupa badana, HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

2.5. Aktywność MMP-2 w kardiomiocytach poddanych interakcji z płytkami 

krwi 

Nie wykazano zmian aktywności MMP-2 (p = 0,6149), oznaczonej metodą 

zymografii żelatynowej, w kardiomiocytach poddanych interakcji z płytkami krwi (grupa 

badana, HCM+PLT), co zaprezentowano na wykresie 20. Nie wykazano wpływu czasu 

niedokrwienia na średnią aktywność MMP-2 w kardiomiocytach skontaktowanych 

z płytkami krwi w teście regresji liniowej (R2 = 0,5153, p = 0,4903). 
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Wykres 20. Zmiany aktywności MMP-2 w homogenatach kardiomiocytów 

skontaktowanych z płytkami krwi (grupa badana, HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

2.6. Aktywność MMP-9 w kardiomiocytach poddanych interakcji z płytkami 

krwi 

Aktywność MMP-9 w kardiomiocytach skontaktowanych z płytkami krwi (grupa 

badana, HCM+PLT) przedstawiono na wykresie 21. Nie wykazano zwiększonej 

aktywności MMP-9 w kardiomiocytach skontaktowanych z płytkami krwi w porównaniu 

do kontroli tlenowej (p = 0,3916). Jednak jak widać na wykresie 21, pomimo braku 

istotności statystycznej uzyskanych wyników, średnia aktywność MMP-9 

w kardiomiocytach poddanych warunkom I/R była wyższa o 11,07% – 126,70% niż 

w warunkach tlenowych. W teście regresji liniowej wykazano zwiększenie średniej 

aktywności MMP-9 w kardiomiocytach skontaktowanych z płytkami krwi wraz z czasem 

trwania niedokrwienia (R2 = 0,1664, p = 0,0479, wykres 22). 
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Wykres 21. Zmiany aktywności MMP-9 oznaczonej w homogenatach kardiomiocytów 

skontaktowanych z płytkami krwi (HCM+PLT). 
Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 
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Wykres 22. Wpływ czasu niedokrwienia na aktywność MMP-9 w kardiomiocytach w grupie 

badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: test regresji liniowej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

2.7. Aktywność proMMP-2 w płytkach krwi po I/R 

Analiza zymogramów płytek krwi w grupie badanej (HCM+PLT) wykazała, że 

obecność formy pro-MMP-2 ulegała zmianie w wyniku I/R (p = 0,0479). Jak pokazano 

na wykresie 23, proMMP-2, oznaczona półilościowo metodą zymografii żelatynowej, 

była wyższa w płytkach krwi po I/R z 25 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową 
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reperfuzją w porównaniu do płytek krwi inkubowanych w warunkach tlenowych 

(p = 0,0494). Po 15 minutowym niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji oraz 

20 minutowym niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji wartość proMMP-2 była 

wyższa, średnio o odpowiednio 29,21% oraz 56,85%, w porównaniu do wartości 

uzyskanych w warunkach tlenowych, jednak nie była to zmiana istotna statystycznie. Nie 

wykazano wpływu czasu niedokrwienia na średnią aktywność proMMP-2 w płytkach 

krwi w teście regresji liniowej (R2 = 0,4075, p = 0,5592). 
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Wykres 23. Zmiany proMMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazaniaza 

różnic pomiędzy grupami, n = 11. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do 

błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, I/R – niedokrwienie/reperfuzja, 

PLT – płytki krwi. 

2.8. Aktywność MMP-2 w płytkach krwi po I/R 

Zmiany aktywności MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT) 

uzyskane metodą zymografi żelatynowej przedstawiono na wykresie 24 (p = 0,0345). 

Aktywność MMP-2 była wyższa w płytkach krwi po I/R z 20 minutowym 

niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją w porównaniu do płytek krwi inkubowanych 

w warunkach tlenowych (p = 0,0335). W warunkach I/R z 15 minutowym 

niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją oraz 25 minutowym niedokrwieniem i 20 

minutową reperfuzją aktywność MMP-2 w płytkach krwi także była wyższa 

w porównaniu do warunków tlenowych średnio o 52,49% i 55,07%, jednak 

prawdopodobnie ze względu na duży rozrzut uzyskanych wyników, nie była to zmiana 
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istotna statystycznie. Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na aktywność MMP-2 

w płytkach krwi (R2 = 0,0001225, p = 0,9537). 
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Wykres 24. Zmiany aktywności MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT). 

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 10. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, I/R – niedokrwienie/reperfuzja, PLT – 

płytki krwi. 

2.9. Aktywność MMP-9 w płytkach krwi po I/R 

Wyniki aktywności MMP-9 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT) uzyskane 

metodą zymografii żelatynowej przedstawiono na wykresie 25. Aktywność MMP-9 

w I/R była wyższa średnio o 17,61% – 18,59% w porównaniu do wartości uzyskanych 

w warunkach tlenowych, jednak nie była to zmiana istotna statystycznie (p = 0,5125). 

Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na średnią aktywność MMP-9 w płytkach 

krwi w teście regresji liniowej (R2 = 0,9643, p = 0,1210). 
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Wykres 25. Zmiany MMP-9 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 12. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, I/R – 

niedokrwienie/reperfuzja, PLT – płytki krwi,. 
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2.10. Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 kardiomiocytów 

Porównanie proMMP-2 pomiędzy grupą badaną a grupą kontrolną przedstawiono na 

wykresie 26. Obecność płytek krwi nie wpływała na zmiany proMMP-2 kardiomiocytów 

w warunkach tlenowych (wykres 26 A, p = 0,7422) oraz w warunkach I/R, z 15 

minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (wykres 26 B, p = 0,4609). 

W warunkach 20 minutowego niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji (wykres 26 C, 

p = 0,0547) oraz 25 minutowego niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji (wykres 26 D, 

p = 0,0547) w obecności płytek krwi zaobserwowano bardzo silną tendencję do wyższej 

aktywności proMMP-2 kardiomiocytów w porównaniu do grupy kontrolnej. Dodatkowo, 

jak widać na wykresach 26 B–26 D, w warunkach I/R, niezależnie od czasu trwania 

niedokrwienia, aktywność proMMP-2 w grupie badanej była wyższa niż w grupie 

kontrolnej średnio o od 24,55% do 48,28%. 
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Wykres 26. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany proMMP-2 oznaczonej 

w homogenatach kardiomiocytów. 

Porównanie proMMP-2 w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty (HCM) bez kontaktu 

z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane z płytkami krwi 

(HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 60 min, (B) niedokrwienie 15 min/reperfuzja 20 min, 

(C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min, (D) niedokrwienie 25 min/reperfuzja 20 min. 

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 
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2.11. Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-2 w kardiomiocytach 

Porównanie aktywności MMP-2 pomiędzy grupą badaną a grupą kontrolną 

przedstawiono na wykresie 27. Obecność płytek krwi nie wpływała na zmiany 

w aktywności MMP-2 kardiomiocytów w warunkach tlenowych (wykres 27 A, 

p = 0,5469) oraz w warunkach I/R z 15 minutowym niedokrwieniem (wykres 27 B, 

p = 0,1094) oraz 25 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (wykres 27 D, 

p = 0,1953). W warunkach I/R z 20 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową 

reperfuzją (wykres 27 C, p = 0,0781), w obecności płytek krwi, wykazano bardzo silną 

tendencję do wyższej aktywności MMP-2 w kardiomiocytach w porównaniu do grupy 

kontrolnej. Dodatkowo, jak przedstawiono na wykresach 27 B–27 D, w warunkach I/R, 

niezależnie od czasu trwania niedokrwienia, aktywność MMP-2 w grupie badanej była 

wyższa niż w grupie kontrolnej średnio o od 48,80% do 99,18%. 
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Wykres 27. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany aktywności MMP-2 w homogenatach 

kardiomiocytów. 
Porównanie aktywności MMP-2 w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty (HCM) bez 

kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane z płytkami 

krwi (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 60 min, (B) niedokrwienie 15 min/reperfuzja 20 min, 

(C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min, (D) niedokrwienie 25 min/reperfuzja 20 min. 

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 
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2.12. Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9 kardiomiocytów 

Porównanie aktywności MMP-9 pomiędzy grupą badaną a grupą kontrolną 

przedstawiono na wykresie 28. Pomimo że w warunkach tlenowych zauważono tendencję 

do obniżonej aktywności MMP-9 kardiomiocytów w obecności płytek krwi (p = 0,0781, 

wykres 28 A), w warunkach I/R nie odnotowano istotnego wpływu płytek na aktywność 

MMP-9 niezależnie od czasu trwania niedokrwienia (wykres 28 B–D). Jednak, jak 

zobrazowano na wykresie 28 B–D, w warunkach I/R, niezależnie od czasu trwania 

niedokrwienia, aktywność MMP-9 w grupie badanej była średnio od 38,78% do 60,87% 

wyższa niż w grupie kontrolnej (wykres 28 B–28 D). 

Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9 kardiomiocytów
w warunkach tlenowych 60'

H
C

M

H
C

M
+PL

T

0.0

0.2

0.4

0.6

test Wilcoxona

M
M

P
-9

 /
b

ia
łk

o
 [

A
U

/
g

]

p = 0,0781

Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9  kardiomiocytów
w warunkach 15' niedokrwienia i 20' reperfuzji

H
C

M

H
C

M
+PL

T

0.00

0.05

0.10

0.15

0.20

test Wilcoxona

M
M

P
-9

 /
b

ia
łk

o
 [

A
U

/
g

]

p = 0,3828

Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9  kardiomiocytów
w warunkach 20' niedokrwienia i 20' reperfuzji

H
C

M

H
C

M
+PL

T

0.0

0.1

0.2

0.3

test Wilcoxona

M
M

P
-9

 /
b

ia
łk

o
 [

A
U

/
g

]

p = 0,3828
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Wykres 28. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany aktywności MMP-9 w homogenatach 

kardiomiocytów.  
Porównanie aktywności MMP-9 w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty (HCM) bez 

kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane z płytkami 

krwi (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 60 min, (B) niedokrwienie 15 min/reperfuzja 20 min, 

(C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min, (D) niedokrwienie 25 min/reperfuzja 20 min. 

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 
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3. Uwalnianie i aktywność MMP w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

niedokrwienia  

3.1. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej 

Celem oceny aktywności metaloproteinaz macierzy pozakomórkowej w przestrzeni 

pozakomórkowej kardiomiocytów, oznaczono aktywność proMMP-2 w buforach 

zebranych po niedokrwieniu kardiomiocytów, nieskontaktowanych z płytkami krwi 

(HCM). Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej była znacząco niższa po 

15 minutowym (p = 0,0114) i 20 minutowym (p = 0,0026) niedokrwieniu 

kardiomiocytów w porównaniu do aktywności proMMP-2 oznaczonej w warunkach 

tlenowych, co przedstawiono na wykresie 29. W warunkach 25 minutowego 

niedokrwienia aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej wykazała ponad 

4-krotne obniżenie w porównaniu do warunków tlenowych, jednak nie stwierdzono 

istotności statystycznej uzyskanych wyników. Nie wykazano wpływu czasu 

niedokrwienia na aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

niedokrwienia w teście regresji liniowej (R2 = 0,6830, p = 0,3807). 
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Wykres 29. Zmiany aktywności proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

niedokrwienia w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 7. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 
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3.2. Aktywność MMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej 

Nie wykryto aktywnej formy MMP-2 w przestrzeni pozakmórkowej w grupie 

kontrolnej metodą zymografii żelatynowej. 

3.3. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej 

Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej oznaczono w buforach zebranych 

po niedokrwieniu kardiomiocytów nieskontaktowanych z płytkami krwi (HCM). Nie 

zaobserwowano zmian aktywności MMP-9 w buforach po etapie niedokrwienia w grupie 

kontrolnej w porównaniu do kardiomiocytów w warunkach tlenowych (p = 0,2603, 

wykres 30). Jednakże w teście regresji liniowej wykazano zwiększenie średniej 

aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej wraz z czasem trwania 

niedokrwienia (R2 = 0,9977, p = 0,0302, wykres 31). 
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Wykres 30. Zmiany aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

niedokrwienia w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 



96 
 

15 20 25

0.008

0.010

0.012

0.014

0.016

Czas niedokrwienia [min]

A
k

ty
w

n
o
ść

 M
M

P
-9

 [
A

U
]/

µ
g
 b

ia
łk

a

Y = 0,0005993*X - 7,033e-005

R2 = 0,9977
p = 0,0302

 
Wykres 31. Wpływ czasu niedokrwienia na średnią aktywność MMP-9 w przestrzeni 

pozakomórkowej w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: test regresji liniowej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

3.4. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej 

Wyniki aktywności proMMP-2 oznaczonej w buforach po niedokrwieniu w grupie 

badanej zaprezentowano na wykresie 32. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni 

pozakomórkowej w grupie badanej (HCM+PLT) była niższa po niedokrwieniu 

kardiomiocytów, niezależnie od czasu trwania niedokrwienia, w porównaniu do 

aktywności proMMP-2 oznaczonej w warunkach tlenowych (p = 0,0003). W teście 

regresji liniowej wykazano tendencję do wzrostu aktywności proMMP-2 w przestrzeni 

pozakomórkowej po etapie niedokrwienia wraz z czasem trwania niedokrwienia 

(R2 = 0,9857, p = 0,0763). 
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Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej
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Wykres 32. Zmiany aktywności proMMP-2 w buforach zebranych po etapie niedokrwienia 

w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 9. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

3.5. Aktywność MMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej 

Nie wykryto aktywnej formy MMP-2 w przestrzeni pozakmórkowej w grupie badanej 

metodą zymografii żelatynowej. 

3.6. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej 

Analiza zymogramów nie wykazała zmian aktywności MMP-9 w przestrzeni 

pozakomórkowej po etapie niedokrwienia kardiomiocytów skontaktowanych z płytkami 

krwi (HCM+PLT) (p = 0,6149), co przedstawiono na wykresie 33. Nie wykazano wpływu 

czasu niedokrwienia na aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie 

badanej po etapie niedokrwienia w teście regresji liniowej (R2 = 0,001165, p = 0,9783). 
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Wykres 33. Zmiany aktywności MMP-9 oznaczonej w przestrzeni pozakomórkowej po 

etapie niedokrwienia w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 7. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

3.7. Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej 

po etapie niedokrwienia 

Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 oznaczoną metodą zymografii 

żelatynowej w przestrzeni pozakomórkowej po niedokrwieniu przedstawiono na 

wykresie 34. Porównanie aktywności proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej 

w grupie kardiomiocytów nieskontaktowanych z płytkami krwi (HCM) z grupą 

kardiomiocytów skontaktowanych z płytkami krwi (HCM+PLT) nie wykazało wpływu 

obecności płytek krwi na aktywność proMMP-2 zarówno w warunkach tlenowych, jak 

i w warunkach niedokrwienia, niezależnie od czasu jego trwania. 
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Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 w przestrzeni
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Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 w przestrzeni
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Wykres 34. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany aktywności proMMP-2 oznaczonej 

w buforach zebranych w warunkach tlenowych i po etapie niedokrwienia.  
Porównanie aktywności MMP-2 w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty (HCM) bez 

kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane z płytkami 

krwi (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 40 min, (B) niedokrwienie 15 min, (C) niedokrwienie 

20 min, (D) niedokrwienie 25 min. Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 9. Słupki przedstawiają 

wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu standardowego średniej.  
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3.8. Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po 

etapie niedokrwienia 

Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

niedokrwienia przedstawiono na wykresie 35. Zaobserwowano niższą aktywność MMP-9 

w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej (HCM+PLT) w porównaniu do grupy 

kontrolnej (HCM) po 20 minutowym niedokrwieniu (wykres 35 C) (p = 0,0156). 

Dodatkowo w warunkach tlenowych (p = 0,0781) oraz po 25 minutowym niedokrwieniu 

(p=0,0625) zaobserwowano silną tendencję do niższej aktywności MMP-9 w obecności 

płytek krwi (wykres 35 A, D). Po 15 minutach niedokrwienia (wykres 35 B) nie 

wykazano istotnych zmian w aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej 

(p = 0,2188), pomimo obserwowanego trendu.  
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Wykres 35. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany aktywności MMP-9 oznaczonej 

w przestrzeni pozakomórkowej w warunkach tlenowych i po etapie niedokrwienia.  
Porównanie aktywności MMP-9 w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty (HCM) bez 

kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane z płytkami 

krwi (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 40 min (n = 7), (B) niedokrwienie 15 min (n = 7), (C) 

niedokrwienie 20 min (n = 7), (D) niedokrwienie 25 min (n = 5). Zastosowany test: test 

Wilcoxona. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu standardowego 

średniej. 
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4. Uwalnianie i aktywność MMP w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

reperfuzji 

4.1. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej 

Jak przedstawiono na wykresie 36, zaobserwowano tendencję bliską istotności 

statystycznej do niższej aktywności proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej 

kardiomiocytów poddanych I/R w porównaniu do kardiomiocytów inkubowanych 

w warunkach tlenowych w grupie kontrolnej (p = 0,0548). Analiza czasu niedokrwienia 

nie wykazała wpływu czasu niedokrwienia na zmiany aktywności proMMP-2 

w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej (R2 = 0,8854, p = 0,2198). 
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Wykres 36. Zmiany aktywności proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

reperfuzji w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

Wykazano tendencję bliską istotności statystycznej do wyższej aktywności 

proMMP-2 po etapie reperfuzji przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej (HCM) 

w porównaniu do etapu niedokrwienia dla 15 i 20 minut niedokrwienia (p = 0,0625, 

wykres 37 B–C). Zaobserwowano wyższą aktywność proMMP-2 po etapie reperfuzji 

w porównaniu do 25 minutowego niedokrwienia, jednak nie była to zmiana istotna 

statystycznie (wykres 37 D). Co ciekawe, wykazano tendencję do niższej aktywności 
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proMMP-2 w warunkach tlenowych 60 minut w porównaniu do warunków tlenowych 40 

minut (wykres 37 A). 
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Wykres 37. Zmiany aktywności proMMP-2 w grupie kontrolnej (HCM). (A) w warunkach 

tlenowych (n = 6), (B–D) po etapie niedokrwienia oraz po etapie reperfuzji (n = 5). 

Zastosowany test: test Wilcoxona. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do 

błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

4.2. Aktywność MMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej 

Nie wykryto aktywnej formy MMP-2 w przestrzeni pozakmórkowej w grupie kontrolnej 

metodą zymografii żelatynowej. 

4.3. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej 

Wyniki aktywności MMP-9 oznaczonej w buforach po etapie reperfuzji w grupie 

kontrolnej (HCM) przedstawiono na wykresie 38. Nie wykazano zmian w aktywności 

MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po I/R w porównaniu do warunków tlenowych 

(p = 0,8740). Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na zmiany aktywności MMP-9 

w przestrzeni pozakomórkowej w grupie kontrolnej w teście regresji liniowej 

(R2 = 0,8024, p = 0,2932). 
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Wykres 38. Zmiany aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

reperfuzji w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 6. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

Nie wykazano zmian w aktywności MMP-9 zarówno w warunkach tlenowych 60 i 40 

minut, jak i po etapie reperfuzji w porównaniu do aktywności MMP-9 po etapie 

niedokrwienia (wykres 39). 
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Wykres 39. Zmiany aktywności MMP-9 w grupie kontrolnej (HCM). (A) w warunkach 

tlenowych, (B–D) po etapie niedokrwienia oraz po etapie reperfuzji.  

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

 

4.4. Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej 

Wyniki aktywności proMMP-2 oznaczonej w buforach zebranych po etapie reperfuzji 

w grupie badanej (HCM+PLT) przedstawiono na wykresie 40. Aktywność proMMP-2 

w przestrzeni pozakomórkowej nie wykazała zmian w wyniku I/R w porównaniu do 

warunków tlenowych (p = 0,1804). Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na 

zmiany aktywności proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej w teście 

regresji liniowej (R2 = 0,6140, p = 0,4268). 
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Wykres 40. Zmiany aktywności proMMP-2 w buforach zebranych po etapie reperfuzji 

w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 7. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

Wykazano bardzo silną tendencję do wzrostu aktywności proMMP-2 po etapie 

reperfuzji w porównaniu do etapu niedokrwienia dla 15 i 20 minut niedokrwienia 

(p = 0,0625, wykres 41 B–C). Zaobserwowano wyższą aktywność proMMP-2 po etapie 

reperfuzji w porównaniu do 25 minutowego niedokrwienia, jednak nie była to zmiana 

istotna statystycznie (wykres 41 D). Dodatkowo aktywność proMMP-2 w warunkach 

tlenowych 60 minut była niższa niż w warunkach tlenowych 40 minut, jednak nie była to 

zmiana istotna statystycznie (wykres 41 A). 
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Wykres 41. Zmiany aktywności proMMP-2 w grupie badanej (HCM+PLT): (A) 

w warunkach tlenowych (n = 5), (B–D) po etapie niedokrwienia oraz po etapie reperfuzji 

(n = 6). 

Zastosowany test: test Wilcoxona. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do 

błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

4.5. Aktywność MMP-2 w przestrzeni pozakmórkowej w grupie badanej  

Nie wykryto aktywnej formy MMP-2 w przestrzeni pozakmórkowej w grupie badanej 

metodą zymografii żelatynowej. 

4.6. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej 

W grupie badanej (HCM+PLT) zaobserwowano bardzo silną tendencję do 

zwiększonej aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie reperfuzji 

w I/R w porównaniu do warunków tlenowych (p = 0,0615), co zaprezentowano na 

wykresie 42. Wykazano tendencję do wyższej aktywności MMP-9 po I/R z 20 minutami 

niedokrwienia i 20 minutami reperfuzji w porównaniu do aktywności tej MMP 

w warunkach tlenowych (p = 0,0709). Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na 

zmiany aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej w teście 

regresji liniowej (R2 = 0,1624, p = 0,7359). 
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Wykres 42. Zmiany aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

reperfuzji w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

Zmiany aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej 

(HCM+PLT) przedstawiono na wykresie 43. Nie wykazano zmian w aktywności MMP-9 

zarówno w warunkach tlenowych 40 i 60 minut, jak i po etapie reperfuzji w porównaniu 

do aktywności MMP-9 po etapie niedokrwienia. 
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Wykres 43. Zmiany aktywności MMP-9 w grupie badanej (HCM+PLT): (A) w warunkach 

tlenowych, (B-D) po etapie niedokrwienia oraz po etapie reperfuzji.  

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 5. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

4.7. Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej 

po etapie reperfuzji 

Porównanie wyników aktywności proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej 

uzyskanych metodą zymografii żelatynowej w buforach po etapie reperfuzji pomiędzy 

grupą badaną (HCM) a grupą kontrolną (HCM+PLT) przedstawiono na wykresie 44. 

Skontaktowanie kardiomiocytów z płytkami krwi powodowało obniżenie aktywności 

proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej zarówno w warunkach tlenowych (wykres 

44 A, p = 0,0156) jak i w I/R z 20 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją 

(wykres 44 C, p = 0,0313). Zaobserwowano także silną tendencję do obniżenia 

aktywności proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w warunkach 25 minutowego 

niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji w grupie badanej w porównaniu do grupy 

kontrolnej (wykres 44 D, p = 0,0781). Jedynie w warunkach I/R z 15 minutowym 

niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją skontaktowanie kardiomiocytów z płytkami 

krwi nie zmieniło aktywności proMMP-2 w porównaniu do wyników uzyskanych bez 

obecności płytek krwi (wykres 44 B, p = 0,6875).  



109 
 

Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2
w przestrzeni pozakomórkowej w warunkach

tlenowych 60'

H
C

M

H
C

M
+PL

T

0.000

0.005

0.010

0.015

0.020

test Wilcoxona

p
ro

M
M

P
-2

 [
A

U
] 

/


g
 b

ia
łk

a p = 0,0156

Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2
w przestrzeni pozakomórkowej w warunkach

15' niedotlenienia i 20' reperfuzji

H
C

M

H
C

M
+PL

T

0.000

0.002

0.004

0.006

0.008

0.010

test Wilcoxona

p
ro

M
M

P
-2

 [
A

U
] 

/


g
 b

ia
łk

a p = 0,6875

Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2
w przestrzeni pozakomórkowej w warunkach

20' niedotlenienia i 20' reperfuzji

H
C

M

H
C

M
+PL

T

0.000

0.002

0.004

0.006

0.008

test Wilcoxona

p
ro

M
M

P
-2

 [
A

U
]

/


g
 b

ia
łk

a

p = 0,0313

Wpływ płytek krwi na aktywność proMMP-2
w przestrzeni pozakomórkowej w warunkach

25' niedotlenienia i 20' reperfuzji

H
C

M

H
C

M
+PL

T

0.000

0.005

0.010

0.015

test Wilcoxona

p
ro

M
M

P
-2

 [
A

U
]

/


g
 b

ia
łk

a

p = 0,0781

A

C D

B

 
Wykres 44. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany aktywności proMMP-2 w przestrzeni 

pozakomórkowej po etapie reperfuzji.  
Porównanie aktywności MMP-2 w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty (HCM) bez 

kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane z płytkami 

krwi (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 60 min, (B) niedokrwienie 15 min/reperfuzja 20 min, 

(C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min, (D) niedokrwienie 25 min/reperfuzja 20 min. 

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 7. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej.  

4.8. Wpływ płytek krwi na aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej 

po etapie reperfuzji 

Analiza zymogramów aktywności MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

reperfuzji wykazała, że skontaktowanie płytek krwi z kardiomiocytami spowodowało 

obniżenie aktywności MMP-9 jedynie w warunkach tlenowych (p = 0,0391, wykres 

45 A) oraz w warunkach I/R z 25 minutami niedokrwienia i 20 minutami reperfuzji 

(p = 0,0156, wykres 45 D). Nie wykazano zmian w aktywności MMP-9 w warunkach I/R 

z 15 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (p = 0,5469, wykres 45 B) 

oraz 20 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (p = 0,7422, wykres 45 C).  
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Wykres 45. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany aktywności MMP-9 w przestrzeni 

pozakomórkowej po reperfuzji.  
Porównanie aktywności MMP-9 w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty (HCM) bez 

kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane z płytkami 

krwi (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 60 min, (B) niedokrwienie 15 min/reperfuzja 20 min, 

(C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min, (D) niedokrwienie 25 min/reperfuzja 20 min. 

Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się 

do błędu standardowego średniej. 
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5. Stężenie MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej 

W celu sprawdzenia hipotezy, iż płytki krwi mogą pochłaniać MMP-2 uwolnioną 

z kardiomiocytów w wyniku I/R oprócz aktywności poszczególnych MMP w płytkach 

krwi metodą zymografii żelatynowej sprawdzono także stężenie całkowitej MMP-2 

(obejmujące zarówno formę proMMP-2 jak i MMP-2) w płytkach krwi. Stężenie 

całkowitego MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT) nie ulegało zmianie 

w wyniku I/R porównaniu do warunków tlenowych (p = 0,1555). Jednak, jak 

zaprezentowano na wykresie 46, po I/R stężenie MMP-2 w płytkach krwi było wyższe 

średnio o 28,99% do 38,91% w porównaniu do warunków tlenowych. Nie wykazano 

wpływu czasu niedokrwienia na stężenie MMP-2 w teście regresji liniowej (R2 = 0,6550, 

p = 0,3997). 
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Wykres 46. Stężenie MMP-2 w homogenatach płytek krwi po I/R.  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 6. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. 
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6. PCR 

6.1. Ekspresja genu MMP-2 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej 

Zmiany ekspresji genu MMP-2 w kardiomiocytach nieskontaktowanych z płytkami 

krwi (grupa kontrolna, HCM) przedstawiono na wykresie 47. Zaobserwowano wzrost 

ekspresji genu MMP-2 w kardiomiocytach w warunkach I/R z 15 minutowym 

niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (p = 0,0219) oraz 25 minutowym 

niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (p = 0,0437) w porównaniu do ekspresji 

MMP-2 w kardiomiocytach utrzymywanych w warunkach tlenowych. Dodatkowo 

zaobserwowano wyraźną tendencję do wyższej ekspresji genu MMP-2 

w kardiomiocytach poddanych 20 minutowemu niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji 

w porównaniu do ekspresji MMP-2 w kardiomiocytach utrzymywanych w warunkach 

tlenowych. Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na ekspresję MMP-2 

w kardiomiocytach w grupie kontrolnej w teście regresji liniowej (R2 = 0,0003872, 

p = 0,9875). 
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Wykres 47. Ekspresja genu MMP-2 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 6. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 
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6.2. Ekspresja genu MMP-9 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej 

Zmiany ekspresji genu MMP-9 w kardiomiocytach nieskontaktowanych z płytkami 

krwi (grupa kontrolna, HCM) przedstawiono na wykresie 48. Ekspresja genu MMP-9 

w kardiomiocytach po I/R była podobna do ekspresji w warunkach tlenowych 

(p = 0,9396). Stosując test regresji liniowej wykazano silną tendencję do zwiększonej 

ekspresji genu MMP-9 w kardiomiocytach wraz z czasem trwania niedokrwienia 

(R2 = 0,9935, p = 0,0514). 
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Wykres 48. Ekspresja genu MMP-9 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: test ANOVA Friedmana, n = 6. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

6.3. Ekspresja genu MMP-2 w kardiomiocytach w grupie badanej 

Analiza ekspresji genu MMP-2 w kardiomiocytach skontaktowanych z płytkami krwi 

nie wykazała zmian jego ekspresji w kardiomiocytach skontaktowanych z płytkami krwi 

(grupa badana, HCM+PLT) w wyniku I/R w porównaniu do warunków tlenowych 

(p = 0,1555). Jednak widoczny jest wzrost ekspresji genu MMP-2 dla I/R 

z 25-minutowym niedokrwieniem o 36,44% w porównaniu do warunków tlenowych 

(wykres 49). Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na ekspresję genu MMP-2 

w kardiomiocytach w grupie badanej w teście regresji liniowej (R2 = 0,8179, p = 0,2806). 
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Wykres 49. Ekspresja genu MMP-2 w kardiomiocytach w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana, n = 6. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

6.4. Ekspresja genu MMP-9 w kardiomiocytach w grupie badanej 

W grupie badanej (HCM+PLT) ekspresja genu MMP-9 w kardiomiocytach nie uległa 

zmianie (p = 0,5120) pod wpływem I/R w porównaniu do ekspresji tego genu 

w kardiomiocytach utrzymywanych w warunkach tlenowych (wykres 50). Nie wykazano 

wpływu czasu niedokrwienia na ekspresję genu MMP-9 w kardiomiocytach w grupie 

badanej w teście regresji liniowej (R2 = 0,4537, p = 0,5295). 
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Wykres 50. Ekspresja genu MMP-9 w kardiomiocytach w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: test ANOVA Friedmana, n = 6. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

6.5. Ekspresja genu MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej 

Zmiany ekspresji genu MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT) 

zostały przedstawione na wykresie 51. Ekspresja genu MMP-2 po I/R była podobna do 

ekspresji w warunkach tlenowych (p = 0,8438). Nie wykazano wpływu czasu 

niedokrwienia na ekspresję MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej w teście regresji 

liniowej (R2 = 0,007172, p = 0,9460). 
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Wykres 51. Ekspresja genu MMP-2 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: test ANOVA Friedmana, n = 6. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

6.6. Ekspresja genu MMP-9 w płytkach krwi w grupie badanej 

Zmiany ekspresji genu MMP-9 w płytkach krwi w grupie badanej przedstawiono na 

wykresie 52. Zaobserwowano znaczny spadek ekspresji MMP-9 po I/R z 25 minutowym 

niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją w porównaniu do I/R z 20 minutowym 

niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (p = 0,0437). Nie wykazano wpływu czasu 

niedokrwienia na ekspresję MMP-9 w płytkach krwi w grupie badanej w teście regresji 

liniowej (R2 = 0,4366, p = 0,5405). 
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Wykres 52. Ekspresja genu MMP-9 w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 6. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

6.7. Analiza wpływu płytek krwi na zmiany ekspresji genu MMP-2 

w kardiomiocytach 

Wpływ płytek krwi na ekspresję genu MMP-2 w kardiomiocytach przedstawiono na 

wykresie 53. Nie zaobserwowano zmian w ekspresji genu MMP-2 kardiomiocytów pod 

wpływem płytek krwi w warunkach tlenowych (p = 0,6991). Natomiast w warunakch I/R 

z 15 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (p = 0,0556) oraz 20 

minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (p = 0,0556) kardiomiocyty 

skontaktowane z płytkami krwi wykazywały silną tendencję do obniżonej ekspresji genu 

MMP-2 w porównaniu do kardiomiocytów w grupie kontrolnej. W kardiomiocytach 

poddanych I/R z 25 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją ekspresja 

genu MMP-2 nie uległa zmianie pod wpływem płytek krwi (p = 0,9372). 
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Wykres 53. Wpływ płytek krwi na zmiany ekspresji genu MMP-2 kardiomiocytów.  

Porównanie ekspresji genu MMP-2 kardiomiocytów w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty 

(HCM) bez kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane 

z płytkami krwi (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 60 min (n = 6), (B) niedokrwienie 15 

min/reperfuzja 20 min (n = 5), (C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min (n = 5), 

(D) niedokrwienie 25 min/reperfuzja 20 min (n = 6). Zastosowany test: test U-Manna-Whitneya. 

Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu standardowego średniej. 

6.8. Analiza wpływu płytek krwi na zmiany ekspresji genu MMP-9 

w kardiomiocytach 

Wpływ płytek krwi na ekspresję genu MMP-9 kardiomiocytów w grupie badanej 

i grupie kontrolnej przedstawiono na wykresie 54. Skontaktowanie kardiomiocytów 

z płytkami krwi (HCM+PLT) nie wpływało na zmiany ekspresji genu MMP-9 

w kardiomiocytach w porównaniu do ekspresji tego genu w kardiomiocytach 

nieskontaktowanych z płytkami krwi (HCM) zarówno w warunkach tlenowych 

(p = 0,8182), jak i w warunkach I/R z 15 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową 

reperfuzją (p = 0,6991), 20 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją 

(p = 0,9372) oraz 25 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją (p = 0,9372). 
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Wykres 54. Wpływ płytek krwi na zmiany ekspresji genu MMP-9 w kardiomiocytach.  

Porównanie ekspresji genu MMP-9 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej (ludzkie 

kardiomiocyty (HCM) bez kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty 

skontaktowane z płytkami krwi (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 60 min, (B) niedokrwienie 15 

min/reperfuzja 20 min, (C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min, (D) niedokrwienie 25 

min/reperfuzja 20 min. Zastosowany test: test U-Manna-Whitneya, n = 6. Słupki przedstawiają 

wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu standardowego średniej. 
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7. Aktywność LDH 

7.1. Aktywność LDH po etapie niedokrwienia w grupie kontrolnej 

Na wykresie 55 przedstawiono aktywność LDH oznaczonej w buforach zebranych po 

etapie niedokrwienia w grupie kardiomiocytów nieskontaktowanych z płytkami krwi 

(HCM). Nie wykazano zmian w aktywności LDH po etapie niedokrwienia w porównaniu 

do aktywności LDH w warunkach tlenowych (p = 0,2153). Nie wykazano wpływu czasu 

niedokrwienia na aktywność LDH po etapie niedokrwienia w grupie kontrolnej w teście 

regresji liniowej (R2 = 0,9453, p = 0,1503). 
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Wykres 55. Zmiany aktywności LDH w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: test ANOVA Friedmana, n = 9. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

7.2. Aktywność LDH po etapie niedokrwienia w grupie badanej 

Wykres 56 przedstawia aktywność LDH, oznaczoną w buforach zebranych po etapie 

niedokrwienia w grupie kardiomiocytów skontaktowanych z płytkami krwi (HCM+PLT). 

Niedokrwienie, niezależnie od czasu jego trwania, nie spowodowało zmian aktywności 

LDH w grupie badanej (p = 0,3916). Nie wykazano wpływu czasu niedokrwienia na 

aktywność LDH po etapie niedokrwienia w grupie badanej w teście regresji liniowej 

(R2 = 0,9484, p = 0,1459). 
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Wykres 56. Zmiany aktywności LDH w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: test ANOVA Friedmana, n = 9. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

7.3. Wpływ płytek krwi na aktywność LDH 

Wykres 57 przedstawia aktywność LDH oznaczoną w buforach zebranych po etapie 

niedokrwienia w grupie kontrolnej (HCM) i grupie badanej (HCM+PLT). 

Zaobserwowano wyższą aktywność LDH w przestrzeni pozakomórkowej w grupie 

badanej w porównaniu do grupy kontrolnej zarówno w warunkach tlenowych, jak 

i niedokrwienia. Aktywność LDH w buforach w warunkach tlenowych (wykres 57 A) 

była o 54,68% wyższa po skontaktowaniu kardiomiocytów z płytkami krwi (p = 0,0547) 

w porównaniu do grupy kontrolnej. Jak przedstawiono na wykresie 57 B w buforach 

zebranych po 15 minutowym niedokrwieniu obecność płytek krwi spowodowała wzrost 

aktywności LDH średnio o 44,13% w porównaniu do grupy kontrolnej (p = 0,3125). 

Aktywność LDH oznaczona w buforach zebranych po 20 (p = 0,0078) oraz 25 

(p = 0,0742) minutowym niedokrwieniu była ponad 2-krotnie wyższa w grupie badanej 

w porównaniu do grupy kontrolnej (wykres 57 C-D). 
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Wykres 57. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany aktywności LDH w buforach po etapie 

niedokrwienia.  
Porównanie aktywności LDH w buforach zebranych po etapie niedokrwienia w grupie kontrolnej 

(ludzkie kardiomiocyty (HCM) bez kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie 

kardiomiocyty skontaktowane z płytkami krwi (HCM+PLT)) w warunkach tlenowych (A), po 15 

minutach niedokrwienia (B), 20 minutach niedokrwienia (C) oraz 25 minutach 

niedokrwienia (D). Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 9. Słupki przedstawiają wartość 

średnią, wąsy odnoszą się do błędu standardowego średniej. 
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8. Stężenie białka całkowitego w homogenatach komórkowych 

8.1. Stężenie białka w kardiomiocytach w grupie kontrolnej 

Stężenie białka całkowitego w kardiomiocytach w grupie kontrolnej przedstawiono 

na wykresie 58. Wykazano tendencję do wyższego stężenia białka całkowitego 

w kardiomiocytach po I/R w porównaniu do warunków tlenowych (p = 0,0624). 
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Wykres 58. Stężenie białka całkowitego w kardiomiocytach w grupie kontrolnej (HCM).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 10. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

8.2. Stężenie białka w kardiomiocytach w grupie badanej  

Stężenie białka całkowitego w kardiomiocytach skontaktowanych z płytkami krwi 

(HCM+PLT) przestawiono na wykresie 59. Wykazano silną tendencję do wyższej 

ekspresji białka w kardiomiocytach poddanych I/R w porównaniu do warunków 

tlenowych (p = 0,0529).  
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Wykres 59. Stężenie białka całkowitego w kardiomiocytach w grupie badanej 

(HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 11. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

8.3. Stężenie białka w płytkach krwi w grupie badanej  

Stężenie białka całkowitego w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT) 

przedstawiono na wykresie 60. Wykazano tendencję do wyższego stężenia białka 

całkowitego w płytkach krwi poddanych I/R w porównaniu do płytek krwi 

utrzymywanych w warunkach tlenowych (p = 0,0733). 
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Wykres 60. Stężenie białka całkowitego w płytkach krwi w grupie badanej (HCM+PLT).  

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 12. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 
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9. Ocena aktywności metabolicznej kardiomiocytów  

9.1. Aktywność metaboliczna kardiomiocytów w grupie kontrolnej 

Aktywność metaboliczną kardiomiocytów, ocenioną w barwieniu fluorescencyjnym 

FDA/DAPI w grupie kontrolnej (HCM), przedstawiono na wykresie 61. Kardiomiocyty 

poddane I/R wykazywały niższą aktywność metaboliczną w porównaniu do 

kardiomiocytów utrzymywanych w warunkach tlenowych o 18,38% (dla I/R z 15 

minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją, p = 0,2306), 29,19% (dla I/R z 20 

minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją, p = 0,0225) oraz 29,55% (dla I/R 

z 25 minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją, p = 0,0012). Jednak w teście 

regresji liniowej nie wykazano zależności liniowej zmiany aktywności metabolicznej 

kardiomiocytów od czasu trwania niedokrwienia (R2 = 0,9672, p = 0,1159). 
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Wykres 61. Zmiany aktywności metabolicznej kardiomiocytów w grupie kontrolnej (HCM). 

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 7. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, I/R – niedokrwienie/reperfuzja.  

9.2. Aktywność metaboliczna kardiomiocytów w grupie badanej 

Jak przedstawiono na wykresie 62, aktywność metaboliczna kardiomiocytów uległa 

obniżeniu we wszystkich rozpatrywanych czasach niedokrwienia i reperfuzji 

w porównaniu do warunków tlenowych (p = 0,0056). W teście regresji liniowej 
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wykazano, że czas niedokrwienia nie miał liniowego wpływu na aktywność metaboliczną 

kardiomiocytów w grupie badanej (R2 = 0,7806, p = 0,1165). 
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Wykres 62. Zmiany aktywności metabolicznej kardiomiocytów w grupie badanej 

(HCM+PLT). 

Zastosowany test: ANOVA Friedmana oraz test post-hoc – test Dunna, w celu wykazania różnic 

pomiędzy grupami, n = 14. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu 

standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, I/R – niedokrwienie/reperfuzja, PLT – 

płytki krwi. 

9.3. Wpływ płytek krwi na aktywność metaboliczną kardiomiocytów 

Wpływ płytek krwi na aktywność metaboliczną kardiomiocytów zobrazowano na 

wykresie 63. W warunkach tlenowych (wykres 63 A) płytki krwi spowodowały obniżenie 

aktywności metabolicznej kardiomiocytów o 11,32% (p = 0,0006). W warunkach I/R z 15 

minutami niedokrwienia i 20 minutami reperfuzji (p = 0,2464) oraz 20 minutami 

niedokrwienia i 20 minutami reperfuzji (p = 0,1410) obecność płytek krwi nie wpływała 

istotnie na aktywność metaboliczną kardiomiocytów, co pokazano na wykresie 63 B, C. 

Natomiast przy przedłużającemu się niedokrwieniu płytki krwi działały ochronnie na 

metabolizm kardiomiocytów (wykres 63 D). W I/R z 25 minutowym niedokrwieniem 

i 20 minutową reperfuzją obecność płytek krwi wpływała na zwiększenie aktywności 

metabolicznej kardiomiocytów o 8,72% w porównaniu do komórek kontrolnych 

(p = 0,0140). 
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Wykres 63. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany aktywności metabolicznej 

kardiomiocytów. 

Porównanie aktywności metabolicznej kardiomiocytów w grupie kontrolnej (HCM) i grupie 

badanej (HCM+PLT). (A) warunki tlenowe 60 min, (B) niedokrwienie 15 min/reperfuzja 20 min, 

(C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min, (D) niedokrwienie 25 min/reperfuzja 20 min. 

Zastosowany test: test Wilcoxona lub test t dla prób zależnych, n = 14. Słupki przedstawiają 

wartość średnią, wąsy odnoszą się do błędu standardowego średniej. 
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Rycina 8 przedstawia reprezentatywne zdjęcia mikroskopowe, obrazujące wpływ 

płytek krwi na metabolizm kardiomiocytów po I/R z 25 minutami niedokrwienia w grupie 

kontrolnej (A) oraz w grupie badanej (B).  

 

 

Rycina 8. Barwienie fluorescencyjne FDA/DAPI.  
Reprezentatywne obrazy ludzkich kardiomiocytów (HCM) w grupie kontrolnej po I/R 25’ (A) 

oraz w grupie badanej po I/R 25’ (B) (HCM po kontakcie z płytkami krwi). Barwienie dioctanem 

fluoresceiny – odzwierciedla aktywność metaboliczną komórek (kanał zielony) oraz 

4',6-diamidyno-2-fenyloindolem – odzwierciedla jądrowy materiał genetyczny (kanał niebieski). 
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10. Ekspresja białka iNOS w kardiomiocytach 

10.1. Ekspresja białka iNOS w kardiomiocytach grupy kontrolnej 

Wykres 64 przedstawia ekspresję iNOS w kardiomiocytach w grupie kontrolnej 

(HCM). Ekspresja iNOS nie uległa zmianie w warunkach I/R w porównaniu do 

warunków tlenowych (p = 0,2417). Jednak po 25 minutach niedokrwienia i 20 minutach 

reperfuzji ekspresja iNOS była wyższa średnio o 48,51% w porównaniu do średniej 

ekspresji iNOS uzyskanej w warunkach tlenowych. Nie wykazano wpływu czasu trwania 

niedokrwienia na ekspresję iNOS w kardiomiocytach w grupie kontrolnej w teście 

ekspresji liniowej (R2 = 0,6456, p = 0,4059). 
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Wykres 64. Zmiany ekspresji białka iNOS w kardiomiocytach w grupie kontrolnej (HCM). 

Zastosowany test: test ANOVA Friedmana, n = 4. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty. 

10.2. Ekspresja białka iNOS w kardiomiocytach w grupie badanej  

W grupie badanej (HCM+PLT) nie zaobserwowano zmian ekspresji białka iNOS 

w kardiomiocytach po I/R w porównaniu do warunków tlenowych (p = 0,1191). Jednak, 

jak zaprezentowano na wykresie 65, ekspresja iNOS po I/R z 25 minutowym 

niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją była średnio o 26,20% niższa niż średnia 

ekspresja iNOS uzyskana w warunkach tlenowych. Nie wykazano wpływu czasu trwania 

niedokrwienia na ekspresję iNOS w kardiomiocytach w grupie badanej w teście regresji 

liniowej (R2 = 0,5949, p = 0,4392). 



131 
 

Ekspresja białka iNOS w kardiomiocytach
 w grupie badanej (HCM+PLT)

0

5

10

15

In
te

n
sy

w
n

o
ść

 f
lu

o
re

sc
en

cj
i

iN
O

S
/D

A
P

I 
[A

U
] p = 0,1191

ANOVA Friedmana

A 60 min A 15 min

I 15 min

R 20 min

A 15 min

I 20 min

R 20 min

A 15 min

I 25 min

R 20 min

 
Wykres 65. Zmiany ekspresji iNOS w kardiomiocytach w grupie badanej (HCM+PLT). 

Zastosowany test: test ANOVA Friedmana, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. HCM – ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 

10.3. Wpływ płytek krwi na ekspresję białka iNOS w kardiomiocytach 

Porównanie ekspresji iNOS w kardiomiocytach bez obecności płytek krwi (grupa 

kontrolna, HCM) i w obecności płytek krwi (grupa badana, HCM+PLT) przedstawiono 

na wykresie 66 W warunkach tlenowych w obecności płytek krwi zaobserwowano 

zwiększenie ekspresji iNOS w kardiomiocytach w porównaniu do grupy kontrolnej 

(p = 0,0391), co zaprezentowano na wykresie 66 A. Jednak obecność płytek krwi nie 

spowodowała zmian ekspresji iNOS w kardiomiocytach po I/R z 15 minutami 

niedokrwienia i 20 minutami reperfuzji (p = 0,5469) i I/R z 20 minutami niedokrwienia 

i 20 minutami reperfuzji (p = 0,6406) w porównaniu do grupy kontrolnej (wykres 66 B–

C). Co ważne, po I/R z 25 minutami niedokrwienia i 20 minutami reperfuzji ekspresja 

iNOS w kardiomiocytach uległa obniżeniu w obecności płytek krwi w porównaniu do 

kardiomiocytów bez kontaktu z płytkami krwi (p = 0,0078, wykres 66 D).  
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Wykres 66. Wpływ obecności płytek krwi na zmiany w ekspresji białka iNOS 

w kardiomiocytach. 

Porównanie ekspresji iNOS w kardiomiocytach w grupie kontrolnej (ludzkie kardiomiocyty 

(HCM) bez kontaktu z płytkami krwi) i grupie badanej (ludzkie kardiomiocyty skontaktowane 

z płytkami krwi (HCM+PLT)). (A) warunki tlenowe 60 min, (B) niedokrwienie 15 min/reperfuzja 

20 min, (C) niedokrwienie 20 min/reperfuzja 20 min, (D) niedokrwienie 25 min/reperfuzja 20 

min. Zastosowany test: test Wilcoxona, n = 8. Słupki przedstawiają wartość średnią, wąsy 

odnoszą się do błędu standardowego średniej. 
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Rycina 9. przedstawia reprezentatywne zdjęcia mikroskopowe obrazujące ekspresję 

iNOS w kardiomiocytach po I/R 25' w grupie kontrolnej (A) oraz grupie badanej (B). 

 

 

Rycina 9. Barwienie fluorescencyjne iNOS/DAPI.  

Reprezentatywne obrazy hodowli ludzkich kardiomiocytów (HCM) wyznakowanych 

przeciwciałami anty-iNOS – odzwierciedla ekspresję białka iNOS (kanał zielony) oraz DAPI – 

odzwierciedla jądrowy materiał genetyczny (kanał niebieski). (A) HCM po I/R z 25 min 

niedokrwienia i 20 min reperfuzji, (B) HCM w obecności płytek krwi po I/R z 25 min 

niedokrwienia i 20 min reperfuzji. 
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11. Związek PMP z badanymi parametrami kardiomiocytów 

W celu sprawdzenia hipotezy na temat związku PMP z uszkodzeniem lub ochroną 

kardiomiocytów w warunkach chemicznego I/R skorelowano ze sobą ekspresję CD61 na 

powierzchni PMP (jako wykładnika liczby PMP) z: ekspresją iNOS w kardiomiocytach 

(jako białka biorącego udział w mechanizmie uszkodzenia kardiomiocytów w wyniku 

działania ROS), aktywnością metaboliczną kardiomiocytów (jako wykładnika 

żywotności komórek) oraz aktywnością LDH w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

niedokrwienia (jako markera uszkodzenia komórek). W przeprowadzonych badaniach 

umiarkowanie silną dodatnią korelację stwierdzono pomiędzy ekspresją CD61+ na 

powierzchni PMP a aktywnością metaboliczną kardiomiocytów (r = 0,3678; p = 0,0384), 

co przedstawiono na rycinie 10. Nie stwierdzono koincydencji pomiędzy PMP CD61+ 

a ekspresją iNOS w kardiomiocytach oraz aktywnością LDH kardiomiocytów (tabela 2).  

Tabela 2. Współczynniki korelacji rang Spearmana (s) / Pearsona (P) dla PMP CD61+ 

i ekspresji iNOS w kardiomiocytach, aktywności metabolicznej kardiomiocytów oraz 

aktywności LDH w przestrzeni pozakomórkowej (po etapie niedokrwienia) w grupie 

badanej. 

Korelacje 
Ekspresja iNOS 

w kardiomiocytach 

Aktywność 

metaboliczna 

kardiomiocytów 

Aktywność LDH 

w przestrzeni 

pozakomórkowej 

PMP CD61+ 
r = 0,1104;  

p = 0,5477 S 
r = 0,3678;  

p = 0,0384 P 

r = 0,08836;  

p = 0,6306 S 
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Rycina 10. Diagram korelacji pomiędzy ekspresją CD61 na powierzchni PMP 

a aktywnością metaboliczną kardiomiocytów w grupie badanej. 
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Dodatkowo, aby ocenić związek pomiędzy ekspresją genów oraz aktywnością 

MMP-2 i MMP-9 w kardiomiocytach z uwalnianymi PMP, skorelowano ekspresję CD61 

na powierzchni PMP z ekspresją genów i aktywnością MMP w kardiomiocytach grupy 

badanej. Wyniki przedstawiono w tabeli 3. Stwierdzono umiarkowanie silną dodatnią 

zależność (r = 0,4663; p = 0,0216) pomiędzy PMP CD61+ a ekspresją genu dla MMP-2 

w kardiomiocytach (tabela 3), co przedstawiono na rycinie 11. 

Tabela 3. Współczynniki korelacji rang Spearmana (S) lub Pearsona (P) dla PMP CD61 

i MMP-2 oraz MMP-9 kardiomiocytów w grupie badanej. 

Korelacja 

 PMP CD61+ 

Aktywność 

w kardiomiocytach 

pro-MMP-2 r = -0,1180; p = 0,5202 P 

MMP-2 r = -0,2332; p = 0,1990 S 

MMP-9 r = 0,1060; p = 0,5638 S 

Ekspresja genu 

w kardiomiocytach 

MMP-2 r = 0,4663; p = 0,0216 S 

MMP-9 r = 0,1592; p = 0,4575 S 
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Rycina 11. Diagram korelacji pomiędzy ekspresją CD61 na powierzchni PMP a ekspresją 

genu MMP-2 kardiomiocytów w grupie badanej. 
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12. Zależności aktywności, stężenia i ekspresji genów MMP-2 i MMP-9 

pomiędzy płytkami krwi a kardiomiocytami 

W celu sprawdzenia hipotezy, że komórki mogą uwalniać MMP do przestrzeni 

pozakomórkowej lub pochłaniać MMP z przestrzeni pozakomórkowej sprawdzono 

zależność pomiędzy aktywnością MMP-2 i MMP-9 w komórkach a aktywnością 

odpowiednio proMMP-2 i MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej. Wyniki 

przedstawiono w tabeli 4. Stwierdzono tendencję do umiarkowanie silnej ujemnej 

korelacji aktywności MMP-2 w płytkach krwi z aktywnością proMMP-2 w przestrzeni 

pozakomórkowej zarówno po etapie niedokrwienia (r = -0,4046, p = 0,0958, rycina 12), 

jak i po etapie reperfuzji (r = -0,3304, p = 0,0993, rycina 14). Z korelacji wynika, że 

wysoka aktywność MMP-2 w płytkach krwi wiąże się z niską aktywnością proMMP-2 

w przestrzeni pozakomórkowej, co może sugerować pochłanianie zewnątrzkomórkowej 

proMMP-2 przez płytki krwi. Wymaga to jednak dalszych badań. Nie stwierdzono 

żadnych zależności pomiędzy aktywnością proMMP-2 i MMP-9 w płytkach krwi 

a aktywnością tych MMP w przestrzeni pozakomórkowej zarówno po etapie 

niedokrwienia, jak i po etapie następowej reperfuzji w grupie badanej. Podobnie 

aktywność MMP-9 w kardiomiocytach nie była skorelowana z aktywnością tej MMP 

w przestrzeni pozakomórkowej po etapie niedokrwienia i po etapie reperfuzji w grupie 

badanej. Co ważne, wykazano tendencję do umiarkowanej dodatniej korelacji aktywności 

proMMP-2 w kardiomiocytach z aktywnością proMMP-2 w przestrzeni 

pozakomórkowej po etapie niedokrwienia (r = 0,3035, p = 0,0913, rycina 13). Natomiast 

aktywność proMMP-2 w kardiomiocytach wykazywała silną ujemną korelację 

z aktywnością proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie reperfuzji 

(r = -0,5161, p = 0,0049, rycina 15).  
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Tabela 4. Współczynniki korelacji rang Spearmana (S) lub Pearsona (P) dla aktywności 

MMP-2 i MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej. 

 Korelacje 

 

Aktywność w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

niedokrwienia 

proMMP-2 MMP-9 

Aktywność proMMP-2 

w płytkach krwi 
r = 0,04556; p = 0,7919S  

Aktywność MMP-2 

w płytkach krwi 
r = -0,4046; p = 0,0958 P  

Aktywność MMP-9 

w płytkach krwi 
 r = -0,006568; p = 0,9735S 

Aktywność proMMP-2 

w kardiomiocytach 
r = 0,3035; p = 0,0913 S  

Aktywność MMP-2 

w kardiomiocytach 
r = -0,1730; p = 0,3436S  

Aktywność MMP-9 

w kardiomiocytach 
 r = -0,1560; p = 0,4280S 

 

Aktywność w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 

reperfuzji 

proMMP-2 MMP-9 

Aktywność proMMP-2 

w płytkach krwi 
r = 0,08812; p = 0,6557S  

Aktywność MMP-2 

w płytkach krwi 
r = -0,3304; p = 0,0993 P  

Aktywność MMP-9 

w płytkach krwi 
 r = 0,2335; p = 0,1984S 

Aktywność proMMP-2 

w kardiomiocytach 
r = -0,5161; p = 0,0049 S  

Aktywność MMP-2 

w kardiomiocytach 
r = 0,2025; p = 0,3014S  

Aktywność MMP-9 

w kardiomiocytach 
 r = -0,2661; p = 0,1410S 
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Rycina 12. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością MMP-2 w płytkach krwi 

a aktywnością proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie niedokrwienia. PLT-

płytki krwi. 
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Rycina 13. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością proMMP-2 w kardiomiocytach 

a aktywnością proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie niedokrwienia 

w grupie badanej (HCM+PLT).  
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Rycina 14. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością MMP-2 w płytkach krwi 

a aktywnością proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie reperfuzji. PLT-płytki 

krwi. 
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Rycina 15. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością proMMP-2 w kardiomiocytach 

a aktywnością proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej (HCM+PLT). 

Ponadto stwierdzono umiarkowanie silną ujemną korelację pomiędzy stężeniem 

MMP-2 w płytkach krwi a aktywnością proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po 

etapie niedokrwienia (r = -0,4436; p = 0,0299) i po etapie reperfuzji (r = -0,4178, 

p = 0,0422) w grupie badanej, co zaprezentowano na rycinach 16 i 17. Uzyskane 

zależności mogą stanowić argument do potwierdzenia tezy, iż płytki krwi mogą 

pochłaniać zewnątrzkomórkową proMMP-2. 
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Tabela 5. Współczynniki korelacji rang Spearmana (S) i Pearsona (P) dla stężenia MMP-2 

w płytkach krwi i aktywności MMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej. 

Korelacje Aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej 

po etapie niedokrwienia po etapie reperfuzji 

Stężenie MMP-2 

w płytkach krwi 
r = -0,4275, p = 0,0372 S r = -0,4178, p = 0,0422 P 
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Rycina 16. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością proMMP-2 w przestrzeni 

pozakomórkowej po etapie niedokrwienia a stężeniem MMP-2 w płytkach krwi. 
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Rycina 17. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością proMMP-2 w przestrzeni 

pozakomórkowej po etapie reperfuzji a stężeniem MMP-2 w płytkach krwi. 
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Analiza korelacji ekspresji i aktywności MMP (tabela 6) wykazała umiarkowanie 

silną ujemną korelację pomiędzy ekspresją MMP-2 w kardiomiocytach a aktywnością 

MMP-2 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej (r=-0,4940, p=0,0142, rycina 18). 

Dodatkowo wykazano silną ujemną korelację pomiędzy: ekspresją MMP-2 a aktywnością 

proMMP-2 w płytkach krwi (r=-0,5122, p=0,0105, rycina 19) oraz ekspresją MMP-9 

a aktywnością MMP-9 w płytkach krwi (r=-0,5017, p=0,0125, rycina 21). Co ważne, 

wykazano umiarkowanie silną ujemną korelację pomiędzy ekspresją MMP-2 

a aktywnością MMP-2 w płytkach krwi (r=-0,4035, p=0,0506, rycina 20). Uzyskane 

ujemne korelacje pomiędzy ekspresją i aktywnością wybranych MMP mogą świadczyć 

o zahamowaniu translacji białek.  

Tabela 6. Współczynniki korelacji rang Spearmana (S) i Pearsona (P) dla ekspresji genów 

MMP 2 i MMP-9 oraz aktywności tych MMP-2 w płytkach krwi i kardiomiocytach.  

Korelacje Aktywność proMMP-2 

w kardiomiocytach 

Aktywność MMP-2 

w kardiomiocytach 
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 grupa kontrolna (HCM) 

r = 0,2096 

p = 0,3257 S 
r = -0,4940 

p = 0,0142 P 

grupa badana (HCM+PLT) 

r = 0,2892 

p = 0,1704 P 

r = -0,07383 

p = 0,7317 P 

 Aktywność proMMP-2 
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Aktywność MMP-2 

w płytkach krwi 
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r = 0,3226 

p = 0,1242 S 
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Rycina 18. Diagram korelacji pomiędzy ekspresją genu MMP-2 w kardiomiocytach 

a aktywnością MMP-2 oznaczoną w homogenatach kardiomiocytów w grupie kontrolnej 

(HCM). HCM – ludzkie kardiomiocyty. 
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Rycina 19. Diagram korelacji pomiędzy ekspresją genu MMP-2 w płytkach krwi 

a aktywnością proMMP-2 w płytkach krwi.  
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Rycina 20. Diagram korelacji pomiędzy ekspresją genu MMP-2 w płytkach krwi 

a aktywnością MMP-2 w płytkach krwi.  
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Rycina 21. Diagram korelacji pomiędzy ekspresją MMP-9 w płytkach krwi a aktywnością 

MMP-9 w płytkach krwi.  

W celu sprawdzenia, czy zmiany w aktywności MMP wywołane przez płytki krwi 

mogą brać udział w ochronie kardiomiocytów przed uszkodzeniem spowodowanym I/R 

przeanalizowano zależność pomiędzy aktywnością MMP-2 i MMP-9 w płytkach krwi 

a: ekspresją iNOS w kardiomiocytach, aktywnością zewnątrzkomórkowego LDH oraz 

aktywnością metaboliczną kardiomiocytów. Wyniki przedstawiono w tabeli 7. W toku 

przeprowadzonych analiz stwierdzono umiarkowanie silną ujemną tendencję do 

zależności pomiędzy ekspresją białka iNOS w kardiomiocytach a aktywnością MMP-2 
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w płytkach krwi (r = -0,3229, p = 0,0714, rycina 22). Dodatkowo wykazano silną dodatnią 

zależność pomiędzy aktywnością LDH w przestrzeni pozakomórkowej a aktywnością 

MMP-2 (r = 0,5055, p = 0,0032, rycina 23) i MMP-9 (r = 0,5198, p = 0,0023, rycina 26) 

w płytkach krwi. Co ważne, aktywność metaboliczna kardiomiocytów wykazywała 

ujemną korelację z aktywnością MMP-2 (r = -0,4846, p = 0,0049, rycina 24) i MMP-9 

(r = -0,6089, p = 0,0002, rycina 25) w płytkach krwi. Nie odnotowano zależności 

pomiędzy ekspresją iNOS kardiomiocytów a aktywnością MMP-9 w płytkach krwi. 

Tabela 7. Współczynniki korelacji rang Spearmana dla MMP-2, MMP-9 i iNOS, LDH oraz 

aktywności metabolicznej kardiomiocytów w grupie badanej. 

Korelacja Ekspresja iNOS 

kardiomiocytów 

Aktywność LDH 

w przestrzeni 

pozakmórkowej 

Aktywność 

metaboliczna 

kardiomiocytów 

Aktywność MMP-2 

w płytkach krwi 
r = -0,3229; 

p = 0,0714 

r = 0,5055; 

p = 0,0032 

r = -0,4846; 

p = 0,0049 

Aktywność MMP-9 

w płytkach krwi 
r = 0,1411; 

p = 0,4410 
r = 0,5198; 

p = 0,0023 

r = -0,6089; 

p = 0,0002 
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Rycina 22. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością MMP-2 w płytkach krwi a ekspresją 

białka iNOS w kardiomiocytach w grupie badanej (HCM+PLT). HCM – ludzkie 

kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 
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Rycina 23. Diagram korelacji pomiędzy stężeniem MMP-2 w płytkach krwi a aktywnością 

metaboliczną kardiomiocytów. PLT – płytki krwi. 

0.0 0.5 1.0 1.5 2.0

0.0

0.2

0.4

0.6

0.8 r Spearmana = -0,4846
p = 0,0049

Aktywność MMP-2 [AU]/
liczba PLT [tys./µl]

A
k

ty
w

n
o
ść

 m
et

a
b

o
li

cz
n

a

k
a
rd

io
m

io
cy

tó
w

[i
n

te
n

sy
w

n
o
ść

 f
lu

o
re

sc
en

cj
i

F
D

A
/(

F
D

A
+

D
A

P
I)

 [
A

U
]]

 
Rycina 24. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością MMP-2 w płytkach krwi 

a aktywnością metaboliczną kardiomiocytów w grupie badanej (HCM+PLT). HCM – 

ludzkie kardiomiocyty, PLT – płytki krwi. 
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Rycina 25. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością MMP-9 w płytkach krwi 

a aktywnością metaboliczną kardiomiocytów. 

0 50 100 150 200

0.0

0.2

0.4

0.6

0.8

1.0 r Spearmana = 0,5198
p = 0,0023

Aktywność MMP-9 [AU]/

liczba PLT [tys./µl]

A
k

ty
w

n
o
ść

 L
D

H
 [

m
U

/m
l]

/

µ
g
 b

ia
łk

a

 
Rycina 26. Diagram korelacji pomiędzy aktywnością MMP-9 w płytkach krwi 

a aktywnością LDH w przestrzeni pozakomórkowej. 
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IV. DYSKUSJA 

Choroby sercowo-naczyniowe, obok chorób nowotworowych, wciąż stanowią 

ogromne wyzwanie dla współczesnej medycyny. Z raportu ESC opublikowanego w 2022 

roku wynika, że choroby układu krążenia są najczęstszą przyczyną zgonów w krajach 

członkowskich ESC, a całkowita liczba zgonów z powodów sercowo-naczyniowych, we 

wszystkich krajach objętych badaniem, znacznie przewyższa liczbę zgonów z powodu 

nowotworów u obu płci 222. W związku z powyższym kluczowe wydaje się dokładne 

poznanie patofizjologii, mechanizmów oraz nowych możliwości leczniczych, które mogą 

mieć zastosowanie w przyszłości w leczeniu chorób układu krążenia. 

Najczęstszą postacią chorób sercowo-naczyniowych jest MI, a standardowe leczenie 

opiera się na przywróceniu krążenia w niedokrwionej tkance. Jednak podczas reperfuzji 

może dojść do IRI mięśnia sercowego 40. Leczenie przeciwpłytkowe jest standardowo 

stosowaną terapią w zapobieganiu oraz leczeniu MI i IRI 223,224. Chociaż płytki krwi biorą 

udział w patomechanizmie MI i IRI, a w literaturze szeroko opisana jest negatywna rola 

płytek krwi w wymienionych schorzeniach, dostępne są także doniesienia 

o kardioprotekcyjnym wpływie płytek krwi na mięsień sercowy w przebiegu MI 

i IRI 97-99,105,225,226. Dlatego pierwszym celem niniejszej rozprawy było sprawdzenie czy, 

w warunkach I/R płytki krwi ulegają aktywacji, w wyniku której uwalniają PMP. 

Kolejnym celem pracy była odpowiedź na pytanie, czy płytki krwi wpływają na zmianę 

aktywności MMP-2 oraz MMP-9 oraz ekspresji ich genów w kardiomiocytach. 

Przeprowadzone badania miały na celu sprawdzenie i przybliżenie nas do odpowiedzi na 

pytanie, czy płytki krwi mogą wywierać efekt ochronny na kardiomiocyty poddane I/R.  

Aktywacja płytek krwi 

Markery aktywacji płytek krwi badane w niniejszej pracy obejmowały aktywowaną 

GP IIb-IIIa, P-selektynę oraz CD63. Aktywowana GP IIb-IIIa stanowi receptor dla 

fibrynogenu i odgrywa rolę w agregacji płytek krwi. W przebiegu aktywacji płytek 

dochodzi do wzmożonego uwalniania zawartości ziarnistości płytkowych, zwiększa się 

liczebność kopii kompleksu GP IIb-IIIa na błonie płytek krwi, a w konsekwencji wzrasta 

ekspresja GP IIb-IIIa 227. P-selektyna jest członkiem nadrodziny selektyn, białkiem 

ziarnistości α, które w wyniku aktywacji płytek ulega ekspresji na ich powierzchni. 

P-selektyna odgrywa ważną rolę w interakcjach adhezyjnych, głównie między 

granulocytami a płytkami krwi np. podczas zapalenia 228. Hamowanie P-selektyny przy 
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użyciu przeciwciał monoklonalnych po uszkodzeniu ściany tętnicy w modelach 

zwierzęcych skutkowało znaczącym zmniejszeniem adhezji płytek krwi i neutrofilów, co 

sugeruje rolę P-selektyny i płytek w szlaku zakrzepowo-zapalnym po pęknięciu blaszki 

miażdżycowej 229,230. CD63 należy do nadrodziny integralnych białek błonowych, 

tetraspanin 231. W spoczynkowych płytkach krwi białko CD63 jest obecne na błonach 

ziarnistości gęstych 232 i lizosomów 233, natomiast w wyniku aktywacji płytek 

i egzocytozy CD63 przemieszcza się do błony plazmatycznej, gdzie wiąże się 

z kompleksem integryny αIIbβ3-CD9 oraz z cytoszkieletem aktynowym, mogąc 

wpływać na jego reorganizację 234, w sposób zależny od αIIbβ3 235. 

Pierwszym szczegółowym celem niniejszej rozprawy było sprawdzenie czy, 

w warunkach I/R płytki krwi ulegają aktywacji, co prowadzi do uwolnienia PMP. 

Przedstawione w niniejszej pracy wyniki są dowodem na to, że płytki krwi ulegają 

aktywacji w wyniku 25 minutowego niedokrwienia, o czym świadczy wyższa ekspresja 

wszystkich badanych markerów aktywacji płytek krwi po 25 minutowym niedokrwieniu 

w porównaniu do 20 minut niedokrwienia. Natomiast po etapie reperfuzji ekspresja 

markerów aktywacji była porównywalna z ekspresją w warunkach tlenowych, 

z wyjątkiem aktywowanej GP IIb-IIIa, której ekspresja dla I/R z 15-minutami 

niedokrwienia była wyższa niż w grupie kontrolnej. W literaturze przedmiotu można 

odnaleźć badania potwierdzające aktywację płytek krwi w warunkach I/R. Badania 

dowodzą, że zastosowanie inhibitorów aktywacji płytek niesie pozytywny wpływ na IRI 

mięśnia sercowego 62,236. Itoh i in. wykazali, że u pacjentów z ACS P-selektyna może 

stanowić marker o wartości predykcyjnej zarówno dla aktywacji płytek krwi, jak i oceny 

ryzyka ostrych incydentów sercowych 237. Z kolei Ying i in. w badaniach na szczurach 

poddanych I/R wykazali, że magnez, podawany podczas I/R, powodował obniżoną 

ekspresję P-selektyny na powierzchni płytek krwi podczas reperfuzji oraz zmniejszał 

stopień martwicy mięśnia sercowego 62. W badaniach na myszach z unieczynnionym 

genem dla P-selektyny wykazano mniejszy obszar zawału w porównaniu do myszy 

z nienaruszonym genem 82. W tych samych badaniach wykazano, że u myszy 

z nienaruszonym genem dla P-selektyny, krążące płytki krwi ulegają aktywacji na etapie 

wczesnej reperfuzji, a aktywacja płytek krwi zależy od czasu trwania okluzji wieńcowej 

poprzedzającej reperfuzję 82. Akumulacja płytek krwi w miejscu wcześniej 

niedokrwionego mięśnia sercowego zachodziła bardzo wcześnie, bo już 2 minuty po 

rozpoczęciu reperfuzji 82. W badaniach przedstawionych w niniejszej pracy wykazano 

wzmożoną aktywację płytek krwi w warunkach I/R, mierzoną jako podwyższoną 
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ekspresję powierzchniowych markerów aktywacji płytek krwi: aktywowanej GP IIb-IIIa, 

P-selektyny, CD63 po 25 minutach niedokrwienia. W zastosowanym modelu płytki krwi 

uległy aktywacji znacznie szybciej niż we wspomnianych wyżej badaniach, bo już po 25 

minutach niedokrwienia. Wykazano, że ekspresja markerów aktywacji po etapie 

reperfuzji nie różniła się w stosunku do właściwej grupy odniesienia. Wyjątek stanowiła 

ekspresja aktywowanej GP IIb-IIIa, gdyż po 15 minutowym niedokrwieniu i 20 

minutowej reperfuzji ekspresja tej GP była wyższa niż w warunkach tlenowych. 

Rozbieżność w uzyskanym czasie aktywacji płytek krwi w niniejszym badaniu oraz 

wynikach uzyskanych przez innych badaczy może być spowodowana zastosowaniem 

innego modelu i schematu badania. Zaprezentowany model był modelem in vitro, 

natomiast przytaczane dane literaturowe są efektem pracy na modelach in vivo. 

Dodatkowo pobieranie płytek krwi do badania ich aktywacji przed i po reperfuzji 

w niniejszym modelu in vitro umożliwiło uzyskanie pełniejszego obrazu aktywacji płytek 

krwi w trakcie badania, biorąc pod uwagę czas oraz mechanizm aktywacji płytek krwi. 

Dlatego uzyskane wyniki dopełniają wiedzę na temat aktywacji płytek krwi 

w mechanizmie niedokrwienia i następczej reperfuzji, co ma istotne znaczenie dla 

przyszłych implikacji klinicznych. 

Wykazano wyższą ekspresję aktywowanej GP IIb-IIIa po etapie reperfuzji 

w porównaniu do etapu niedokrwienia, a dla płytek krwi poddanych 20 minutowemu 

niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji zmiana ta była istotna statystycznie. Porównując 

ekspresję P-selektyny po etapie niedokrwienia oraz po etapie reperfuzji uzyskano 

podobne rezultaty. Wskazuje to na dalszą aktywację płytek, również na etapie reperfuzji. 

W przypadku markera CD63 także wykazano wyższą ekspresję po etapie reperfuzji 

w porównaniu do etapu niedokrwienia dla płytek krwi poddanych 20 minutowemu 

niedotlenieniu i 20 minutowej reperfuzji oraz wzrost ekspresji w czasie badania dla 

warunków tlenowych. Co ciekawe reperfuzja po 15 i 25 minutowym niedokrwieniu nie 

wpływała na zwiększoną ekspresję CD63. Biorąc pod uwagę powyższe oraz fakt, iż 

porównanie ekspresji markerów aktywacji płytek krwi po etapie reperfuzji w grupie I/R 

w porównaniu do warunków tlenowych nie wykazało zmian ekspresji tych markerów 

wydaję się, że brak dodatkowej aktywacji po etapie reperfuzji może wynikać ze zużycia 

i wyczerpania zasobów wewnątrzpłytkowych, a ponadto z niskiej liczebności grupy 227. 

Ze względu na to, że płytki krwi są komórkami bezjądrzastymi i nie są zdolne do syntezy 

białek de novo, wyczerpanie zasobów wewnątrzpłytkowych skutkuje niemożnością np. 

uwolnienia zawartości kolejnych ziarnistości i dalszego wzrostu ekspresji białek 
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ziarnistych np. P-selektyny na powierzchni płytek krwi. Ekspresja aktywowanej 

GP IIb-IIIa potwierdza tę hipotezę, ponieważ tylko w I/R z 15 minutowym 

niedokrwieniem ekspresja tej GP była wyższa niż w warunkach tlenowych, natomiast 

dłuższy czas niedokrwienia, a co za tym idzie dłuższy czas badania, skutkował ekspresją 

tego markera porównywalną do ekspresji uzyskanej w warunkach tlenowych. Dodatkowo 

niektóre białka, np. P-selektyna, ulegają ekspresji na błonie komórkowej płytek krwi 

przejściowo, po czym ulegają złuszczeniu do osocza krwi. W konsekwencji może to 

wpływać nie tylko na normalizację aktywacji płytek, ale także zmniejszoną ekspresję 

niektórych markerów aktywacji 227. Zatem brak dodatkowej aktywacji płytek krwi po 

etapie reperfuzji w niniejszych badaniach może wynikać nie tylko ze zużycia zasobów 

płytek krwi, ale i z czasu jaki upłynął od wynaczynienia i wyizolowania płytek krwi do 

zakończenia całej procedury I/R.  

Mikrocząsteczki pochodzenia płytkowego 

W dotychczas opublikowanych badaniach wykazano zwiększoną liczbę PMP 

w osoczu w wyniku ACS 131,141,145. Udowodniono, że liczba PMP uwalnianych przez 

płytki krwi jest zależna od postaci ACS, np. w niestabilnej dławicy piersiowej jest niższa 

niż w STEMI, oraz koreluje ze stopniem uszkodzenia mięśnia sercowego 142. Wykazano, 

że zwiększona liczba PMP wiąże się ze zwiększonym ryzykiem niepożądanych zdarzeń 

sercowo-naczyniowych tj.: zgonu sercowego, niewydolności serca, wstrząsu 

kardiogennego, ponownego zawału i resuscytowanej komorowej arytmii, do 1 roku po 

wypisaniu ze szpitala 238. 

W badaniach przedstawionych w niniejszej pracy odszczepianie PMP od płytek krwi 

oceniono poprzez analizę ekspresji CD61, antygenu charakterystycznego dla płytek krwi, 

oraz aktywowanej GP IIb-IIIa, stanowiącej receptor dla fibrynogenu, w buforach 

pozbawionych płytek krwi. Zastosowanie insertów przepuszczalnych dla PMP 

umożliwiło uzyskanie buforów pozbawionych płytek krwi i zawierających jedynie PMP. 

Wykazano obniżoną ekspresję obu antygenów w buforach zawierających PMP po 

niedokrwieniu w porównaniu do kontroli tlenowej, co świadczy o ograniczonej zdolności 

płytek do odszczepiania PMP w warunkach niedokrwienia. Może to wynikać 

z zastosowanego modelu badania in vitro, który nie zawiera komponenty zapalnej. 

Niektórzy badacze uważają, że komponenta zapalna, która towarzyszy pacjentom 

z chorobami sercowo-naczyniowymi, wpływa na zwiększoną aktywację płytek 

krwi 239,240 oraz uwalnianie i zmianę fenotypu PMP 241. Dodatkowo Somodi i in. 
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w swoich badaniach wskazują na ważny aspekt zmian w ekspresji formy komórkowej 

XIII czynnika krzepnięcia, zarówno na powierzchni płytek krwi, jak i PMP, wynikającej 

z różnych mechanizmów aktywacji płytek krwi 242. W związku z powyższym istnieje 

możliwość, że niedokrwienie z następczą reperfuzją wpłynęło na uwalnianie PMP 

w przedstawionym modelu. Inni badacze wskazują, że zarówno zawartość PMP, jak 

i ekspresja markerów powierzchniowych zależą od zastosowanego agonisty płytek krwi, 

a powstające populacje PMP są wysoce niejednorodne 243,244. Co ważne, w obecnych 

badaniach wykazano liniowy wzrost ekspresji CD61 na powierzchni PMP wraz z czasem 

trwania niedokrwienia. Świadczy to o wpływie warunków I/R na uwalnianie PMP. 

Jednak izolowane warunki in vitro mogły przyczynić się do uzyskania niższej ekspresji 

w warunkach I/R niż w warunkach tlenowych ze względu na inny mechanizm aktywacji 

płytek. Podsumowując, zmniejszona ekspresja CD61 oraz aktywowanej GP IIb-IIIa na 

powierzchni PMP może być spowodowana brakiem interakcji płytek krwi z komórkami 

zapalnymi, co mogło doprowadzić do aktywacji płytek krwi w innym mechanizmie niż 

w badaniach in vivo. Wykazano zarówno właściwości prokoagulacyjne 245–247, jak 

i antykoagulacyjne 248,249 PMP. Zastosowanie odmiennych protokołów przygotowania 

PMP do badania cytometrycznego mogło mieć wpływ na uzyskane wyniki. Berckmans 

i in. wprowadzając dwustopniowe wirowanie w protokole przygotowania PMP dokonali 

weryfikacji 250 wyników swojej poprzedniej pracy 251. W porównaniu z wcześniejszym 

badaniem 251 autorzy podają wyższe stężenia PMP we krwi 252, które wykazywały 

aktywność fibrynolityczną w teście wytwarzania plazminy 252. W poprzedniej pracy PMP 

wykazywały aktywność prokoagulacyjną w teście wytwarzania trombiny 251, co mogło 

być spowodowane obecnością płytek krwi w badanym materiale. W zaprezentowanym 

modelu badania ekspresja receptora dla fibrynogenu była niższa w warunkach I/R niż 

w warunkach tlenowych, co może świadczyć o tym, że kardiomiocyty wpływają na 

zmniejszenie zdolności prokoagulacyjnych PMP. Niemniej jednak konieczne byłoby 

zbadanie, metodą cytometrii przepływowej, innych antygenów na PMP, które mogłyby 

potwierdzić wpływ kardiomiocytów na płytki krwi. Może przyczynić się to w przyszłości 

do oceny mechanizmu wzajemnego oddziałania PMP i kardiomiocytów.  

Kolejnym aspektem wymagającym omówienia w tej części pracy jest kwestia kontroli 

izotypowej w badaniach PMP. W badaniach metodą cytometrii przepływowej stosuje się 

kontrolę izotypową, w celu oceny nieswoistego wiązania przeciwciał. Jednak badanie 

PMP przy użyciu cytometrii przepływowej często nastręcza wielu trudności, ze względu 

na niską intensywność barwienia antygenów powierzchniowych, a niespecyficzne 
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wiązanie kontroli izotypowych może doprowadzić do uzyskania błędnych wyników 253. 

Dlatego w niniejszym badaniu, ze względu na możliwość niespecyficznego wiązania 

kontroli izotypowych oraz fakt, że uzyskane wyniki służą do porównania PMP pomiędzy 

grupami badanymi zrezygnowano z zastosowania kontroli izotypowej, a do ustalenia 

granicy odcięcia posłużono się materiałem niebarwionym 253–255.  

Żelatynazy 

Znany jest udział żelatynaz (MMP-2 i MMP-9) w degradacji wewnątrzkomórkowych 

białek kurczliwych, takich jak troponiny, łańcuchy lekkie miozyny i tytyna oraz 

w uszkodzeniu mięśnia sercowego podczas niedokrwienia i reperfuzji 190,191,199,200. MMP, 

syntetyzowane jako pre-proenzymy oraz wydzielane z komórek w postaci proenzymów, 

ulegają aktywacji m.in. w macierzy zewnątrzkomórkowej 256. W stanie stresu 

oksydacyjnego, ROS i ONOO− mogą oddziaływać z cysteiną w przełączniku 

cysteinowym i aktywować proMMP bez proteolitycznego usuwania domeny 

propeptydowej 257–259. Zatem stres oksydacyjny indukuje aktywację MMP i pośredniczy 

w wewnątrzkomórkowej degradacji białek kurczliwych, uszkodzeniu mikrokrążenia lub 

uszkodzeniu mięśnia sercowego 190,191,257. Drugi cel szczegółowy niniejszej pracy 

stanowiła analiza zmiany aktywności MMP-2 i MMP-9 w kardiomiocytach i płytkach 

krwi po I/R oraz w przestrzeni pozakomórkowej po etapie niedokrwienia i po etapie 

reperfuzji, wraz z oceną ekspresji genów MMP-2 i MMP-9 w płytkach krwi 

i kardiomiocytach po I/R. 

MMP-2  

W niniejszych badaniach wykazano obniżoną aktywność proMMP-2, a także spadek 

średniej aktywności MMP-2 o 36,36% – 45,65% w kardiomiocytach poddanych I/R 

i nieskontaktowanych z płytkami krwi. Uzyskane wyniki mogą świadczyć o zaburzeniach 

aktywności MMP-2 w kardiomiocytach narażonych na stres oksydacyjny. Podobnie 

w przestrzeni pozakomórkowej wykazano obniżoną aktywność proMMP-2 po 

niedokrwieniu oraz bardzo silną tendencję do obniżonej aktywności proMMP-2 po 

reperfuzji w porównaniu do warunków tlenowych. Jednak aktywność 

zewnątrzkomórkowej proMMP-2 po etapie reperfuzji była wyższa niż po etapie 

niedokrwienia, co sugeruje uszkodzenie kardiomiocytów w wyniku I/R i dalsze 

uwalnianie proMMP-2 na etapie reperfuzji. Uzyskane wyniki są częściowo spójne 

z wynikami uzyskanymi w naszej poprzedniej pracy 260 oraz w pracy Olejnik i in., gdzie 
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w I/R, w wyniku uszkodzenia kardiomiocytów, wykazano obniżone stężenie MMP-2 

w kardiomiocytach oraz zwiększoną aktywność proMMP-2 w przestrzeni 

pozakomórkowej 261. Prawdopodobne jest, że w wyniku nekrozy komórek spowodowanej 

I/R dochodzi do zniszczenia struktur błoniastych, w tym wzrostu przepuszczalności błony 

komórkowej i uwolnienia zawartości komórek 262. Wykazano także zwiększoną ekspresję 

genu MMP-2 kardiomiocytów po I/R w porównaniu do warunków tlenowych. Uzyskane 

wyniki sugerują dysproporcję pomiędzy transkrypcją genu a aktywnością MMP 

w komórce. Ewidentnie podczas I/R zachodzą procesy regulujące, prowadzące do 

zahamowania aktywności białka pomimo wzmożonej ekspresji genu, które mogą 

stanowić mechanizm adaptacyjny komórek w warunkach stresu oksydacyjnego. Podobne 

wyniki w swojej pracy uzyskali Krzywonos-Zawadzka i in. 263 poddając kardiomiocyty 

9 minutowemu niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji. U pacjentów z ACS także 

wykazano zwiększoną ekspresję MMP-2 i MMP-9 264. Inne badania wykazują obniżoną 

ekspresję genu MMP-2 w kardiomiocytach w wyniku I/R z 15 minutową hipoksją oraz 

20 minutową reperfuzją 260,261. Ben-Yosef i in. wykazali obniżoną ekspresję mRNA 

MMP-2 w hipoksji trwającej 6 godzin, natomiast przedłużona hipoksja 24 – godzinna 

powodowała wzrost ekspresji tego genu. Reperfuzja po 6 godzinnej hipoksji powodowała 

wzrost ekspresji genu MMP-2 do poziomu ekspresji w warunkach tlenowych. Natomiast 

reperfuzja po 24 godzinnej hipoksji powodowała dalszą zwiększoną ekspresję 

w porównaniu do warunków tlenowych 265. Z powyższego wynika, iż czas trwania 

niedokrwienia i reperfuzji istotnie wpływa na zmiany ekspresji genów MMP 

w kardiomiocytach. Ponadto z naszych badań wynika, że I/R wpływa na MMP-2 na 

poziomie transkrypcyjnym, powodując zwiększoną ekspresję genu MMP-2 

kardiomiocytów w grupie kontrolnej. Dodatkowo w niniejszej pracy wykazano 

umiarkowanie silną ujemną korelację pomiędzy aktywnością MMP-2 a ekspresją jej genu 

w homogenatach kardiomiocytów. Możliwe jest, że w wyniku I/R i spadku ATP nie 

doszło do syntezy MMP-2 pomimo zwiększonej ekspresji genu dla MMP-2. Jednym 

z mechanizmów oszczędzania energii, będących wynikiem adaptacji komórek na 

niedokrwienie, jest inhibicja translacji mRNA na różnych jej etapach jako procesu 

wysoce energetycznego 266,267. Istnieje też możliwość, że kardiomiocyty uwolniły 

proMMP-2 oraz MMP-2 do przestrzeni pozakomórkowej, jednak w wyniku krótkiego 

czasu półtrwania lub izolowanych warunków in vitro nie byliśmy w stanie wykryć jej 

aktywności w przestrzeni pozakomórkowej 265.  
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W grupie badanej, w której kardiomiocyty miały kontakt z płytkami krwi, nie 

wykazano zmian ekspresji oraz aktywności zarówno proMMP-2, jak i MMP-2 

w kardiomiocytach pod wpływem niedokrwienia, jak i reperfuzji w porównaniu do grupy 

tlenowej. Ponadto, podobnie jak w grupie kontrolnej, wykazaliśmy obniżoną aktywność 

proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po niedokrwieniu, natomiast aktywność 

proMMP-2 po etapie reperfuzji nie uległa zmianie. Dowodzi to, iż warunki 

niedokrwienia, jak i reperfuzji nie wpływają istotnie na zmiany ekspresji, syntezy 

i uwalniania MMP-2 w obecności płytek krwi. Może to potwierdzać hipotezę, 

iż interakcja kardiomiocytów i płytek krwi prowadzi do normalizacji syntezy MMP. 

Co ciekawe, aktywność zewnątrzkomórkowej proMMP-2 po etapie reperfuzji była 

wyższa niż po etapie niedokrwienia. Podobnie jak w przypadku grupy kontrolnej, może 

to sugerować uszkodzenie kardiomiocytów w wyniku I/R i dalsze uwalnianie proMMP-2 

na etapie reperfuzji. Porównanie wyników grupy kontrolnej z grupą badaną wykazało 

tendencję do zwiększonej aktywności proMMP-2 w kardiomiocytach w obecności płytek 

krwi po 20 minutach niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji oraz po 25 minutach 

niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji, a także zwiększonej aktywności MMP-2 po 20 

minutach niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji. Co ważne, porównanie aktywności 

proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej i grupie kontrolnej 

wykazało obniżoną aktywność proMMP-2 pod wpływem płytek krwi po etapie reperfuzji 

zarówno w warunkach tlenowych, jak i I/R z 20 minutowym niedokrwieniem i 20 

minutową reperfuzją, a także tendencję do obniżonej aktywności proMMP-2 po 25 

minutowym niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji. Sugeruje to możliwość 

pochłaniania pozakomórkowej proMMP-2 przez płytki krwi, a przez to działanie 

kardioprotekcyjne płytek. Natomiast badanie homogenatów płytek krwi wykazało 

zwiększoną aktywność proMMP-2 w warunkach I/R z 25 minutowym niedokrwieniem 

i 20 minutową reperfuzją, zwiększoną aktywność MMP-2 w warunkach I/R z 20 

minutowym niedokrwieniem i 20 minutową reperfuzją oraz wyższe stężenie całkowitego 

MMP-2 po I/R w porównaniu do warunków tlenowych średnio o 28,99% do 38,91%. 

Dodatkowo nie zaobserwowano zmian w ekspresji mRNA MMP-2 w płytkach krwi po 

I/R w porównaniu do warunków tlenowych. Może to świadczyć o tym, że płytki krwi 

wpływają na zmniejszone uwalnianie MMP-2 z kardiomiocytów po I/R z 20 minutami 

niedokrwienia i 20 minutową reperfuzją oraz 25 minutami niedokrwienia i 20-minutową 

reperfuzją. Dodatkowo płytki krwi wpływały na kardiomiocyty na poziomie 

molekularnym, ponieważ w obecności płytek krwi odnotowano niższą ekspresję genu 
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MMP-2 kardiomiocytów po I/R z 15 minutami niedokrwienia i 20 minutową reperfuzją 

oraz 20 minutami niedokrwienia i 20 minutową reperfuzją w porównaniu do grupy 

kontrolnej. Ponieważ znany jest udział MMP-2 w degradacji białek kurczliwych serca, 

uzyskane wyniki mogą sugerować ochronny wpływ płytek na kardiomiocyty. Co więcej, 

wykazano także dodatnią korelację pomiędzy ekspresją CD61 na powierzchni PMP 

a ekspresją genu MMP-2 w kardiomiocytach grupy badanej. Potwierdza to rolę PMP jako 

cząsteczek sygnałowych w I/R. Odnotowano także silną ujemną korelację ekspresji 

MMP-2 w płytkach krwi z aktywnością proMMP-2 w płytkach krwi. Jest 

prawdopodobne, że analogicznie jak w przypadku kardiomiocytów, w wyniku 

niedokrwienia mogło dojść do zahamowania translacji mRNA w mechanizmie 

oszczędzania energii wywołanym niedokrwieniem 266,267. Literatura przedmiotu 

wskazuje na możliwość pochłaniania przez płytki krwi np. MMP-9, nowotworowego 

RNA oraz patogenów 173,268–270. W związku z powyższym prawdopodobne jest, że przy 

przedłużającym się I/R (25 minutowe niedokrwienie i 20 minutowa reperfuzja) płytki 

krwi mogły pochłaniać proMMP-2 uwolnioną z kardiomiocytów, o czym może 

świadczyć obniżona aktywność proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej oraz wzrost 

aktywności tego białka w płytkach krwi, a także ujemna korelacja pomiędzy aktywnością 

proMMP-2 w kardiomiocytach a zewnątrzkomórkową aktywnością tej MMP. Uzyskana 

korelacja wskazuje, że niska aktywność proMMP-2 w kardiomiocytach związana jest 

z wysoką aktywnością zewnątrzkomórkowej proMMP-2, co może sugerować jej 

uwalnianie z kardiomiocytów do przestrzeni pozakomórkowej.  

Ponieważ znany jest udział MMP-2 w uszkodzeniu niedokrwienno-reperfuzyjnym 

kardiomiocytów, uzyskane wyniki mogą świadczyć o ochronnym wpływie płytek krwi 

na kardiomiocyty poddane I/R 199,200,261. Gresele i in. badając pacjentów z ACS i stabilną 

dławicą piersiową w porównaniu do kontroli (pacjentów z atypowym bólem w klatce 

piersiowej, z normalnymi gładkimi tętnicami wieńcowymi bez zwężeń > 30%) zauważyli 

jednak wyższe stężenie i aktywność MMP-2 w osoczu pacjentów z ACS. Dodatkowo 

w lewej tętnicy wieńcowej stężenie i aktywność MMP-2 były wyższe w porównaniu do 

prawej tętnicy wieńcowej, a stężenie MMP-2 w osoczu pacjentów z ACS korelowało 

z markerami aktywacji płytek krwi, co według autorów sugeruje, że płytki krwi są 

źródłem MMP-2 w ACS 178. W innych badaniach, na tym samym modelu, wywołanie 

chemicznego I/R nie wpływało na zmiany w aktywności i stężenia MMP-2 w płytkach 

krwi 271. W niniejszej pracy wykazaliśmy ujemną korelację pomiędzy stężeniem MMP-2 

w płytkach krwi a aktywnością proMMP-2 w przestrzeni pozakomórkowej po etapie 
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niedokrwienia oraz po etapie reperfuzji. Dlatego zwiększona aktywność MMP-2 

w płytkach krwi po I/R może stanowić pośredni dowód na pochłanianie przez płytki krwi 

proMMP-2 uwolnionej z kardiomiocytów, co wymaga potwierdzenia w rozszerzonych 

badaniach. 

MMP-9 

MMP-9 jest wydzielana przez różne typy komórek, włączając: neutrofile, makrofagi, 

komórki śródbłonka i komórki mięśni gładkich. Wykazano znacząco podwyższone 

stężenie MMP-9 w osoczu pacjentów z ACS 272,273. W niniejszej pracy nie wykazano 

zmian w ekspresji genu, jak i aktywności MMP-9 w kardiomiocytach 

nieskontaktowanych z płytkami krwi, poddanych I/R. Jednak fakt, że aktywność MMP-9 

kardiomiocytów po I/R była widocznie niższa niż w warunkach tlenowych, natomiast 

aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej wzrastała wraz z czasem 

niedokrwienia kardiomiocytów, może sugerować uwalnianie MMP-9 z kardiomiocytów 

w wyniku uszkodzenia podczas I/R. Wyniki uzyskane w niniejszej pracy są częściowo 

zgodne z wynikami uzyskanymi przez innych badaczy, gdzie wykazano obniżoną 

ekspresję genu MMP-9 oraz wyższą ekspresję białka MMP-9 w kardiomiocytach 

poddanych I/R 261.  

W eksperymencie, w którym skontaktowano kardiomiocyty z płytkami krwi 

w warunkach I/R, zauważono wzrost aktywności MMP-9 kardiomiocytów wraz z czasem 

trwania niedokrwienia. Aktywność MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w grupie 

badanej po etapie niedokrwienia nie uległa zmianom, natomiast po etapie reperfuzji 

zaobserwowano silną tendencję do zwiększonej aktywności w porównaniu do warunków 

tlenowych. Sugeruje to uwalnianie MMP-9 z kardiomiocytów do przestrzeni 

pozakomórkowej. Co ważne, po etapie niedokrwienia, wykazano obniżoną aktywność 

MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej w obecności płytek krwi. Zważywszy na fakt, 

iż obecność MMP-9 w płytkach krwi pozostaje kwestią dyskusyjną 173,181,274 oraz 

że obecność MMP-9 płytkach prawdopodobnie wynika z pochłaniania MMP-9 

uwolnionej przez inne komórki 173, prawdopodobne jest, że MMP-9 z przestrzeni 

pozakomórkowej została częściowo zaadsorbowana przez płytki krwi. Potwierdza to fakt 

nieznacznego zwiększenia aktywności MMP-9 w płytkach krwi po I/R w porównaniu do 

warunków tlenowych. Odwrotne wyniki w swojej pracy uzyskali Cameron i in. 

wskazując zmniejszenie zawartość MMP-9 w płytkach krwi myszy po 3 dniach od zawału 

serca wywołanego podwiązaniem tętnic, co według autorów dowodzi, że płytki krwi 
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uwalniają MMP-9 po zawale 275. Jest to szczególnie ważne w kontekście rozważania 

wzrostu stężenia MMP-9 w osoczu jako markera w diagnostyce rozwoju niewydolności 

serca u pacjentów po AMI 276. Rozbieżność w uzyskanych i przytoczonych wynikach 

badań może być spowodowana obecnością innych komórek, poza kardiomiocytami, które 

miały kontakt z płytkami krwi. W prezentowanym w niniejszej pracy badaniu, płytki krwi 

przed kontaktem z kardiomiocytami i poddaniem procedurze I/R, zostały wyizolowane 

z krwi pełnej metodą pozwalającą uzyskać płytki krwi pozbawione zanieczyszczeń 

komórkowych. Natomiast w innych badaniach płytki krwi zostały wyizolowane z krwi 

pełnej dopiero po procedurze I/R, co oznacza, że w trakcie I/R płytki krwi miały kontakt 

m.in. z neutrofilami, będącymi pierwszym źródłem MMP-9 w obszarach objętych 

zawałem 277.  

Niektórzy badacze uważają, że chociaż płytki krwi nie posiadają jądra komórkowego, 

z racji składników pochodzenia megakariocytalnego są zdolne do przetworzenia pre-

miRNA w dojrzałe RNA, translacji mRNA oraz potranskrypcyjnej regulacji ekspresji 

genów 278. Analiza ekspresji MMP-9 w kardiomiocytach w grupie kontrolnej i grupie 

badanej nie wykazała zmian ekspresji MMP-9 pod wpływem I/R. Porównanie grupy 

kontrolnej z badaną nie wykazało także zmian ekspresji MMP-9 kardiomiocytów pod 

wpływem obecności płytek krwi. Jedynie badanie PCR płytek krwi wykazało tendencję 

do zwiększonej ekspresji MMP-9 płytek krwi po 15 minutowym niedotlenieniu i 20 

minutowej reperfuzji oraz 20 minutowym niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji. 

Niemniej jednak po 25 minutowym niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji wykazano 

obniżoną ekspresję MMP-9 w płytkach krwi w porównaniu do ekspresji po 20 

minutowym niedokrwieniu i 20 minutowej reperfuzji. Możliwe jest, że skoro płytki krwi 

mają zdolność do sekwestracji RNA 269,277 mogły pochłaniać dostępne w buforze RNA 

uwolnione z kadriomiocytów. Potwierdzenie dla tej tezy może stanowić ujemna korelacja 

pomiędzy ekspresją genu i aktywnością MMP-9 w płytkach krwi, która wskazuje na 

zahamowanie translacji MMP-9 w płytkach. 

Wpływ płytek krwi na kardiomiocyty 

Rozpatrując wpływ I/R na kardiomiocyty oraz wpływ płytek krwi na kardiomiocyty 

w warunkach I/R oznaczono aktywność LDH, aktywność metaboliczną kardiomiocytów, 

ekspresję białka iNOS w kardiomiocytach oraz stężenie białka całkowitego 

w homogenatach komórek. LDH jest stabilnym enzymem cytozolowym, uwalnianym 
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w wyniku uszkodzenia czy wzmożonej przepuszczalności błony lub lizy komórek 279. 

W wielu pracach wykazano wzrost aktywności LDH w przestrzeni pozakomórkowej 

w wyniku I/R, jako markera uszkodzenia kardiomiocytów, oraz normalizację tego 

parametru po zastosowaniu substancji o działaniu kardioprotekcyjnym 260,261,280. 

W niniejszej pracy nie wykazano zwiększonej aktywności LDH w przestrzeni 

pozakomórkowej po niedokrwieniu kardiomiocytów zarówno w grupie badanej, jak 

i w grupie kontrolnej. Wykazano jednak tendencję do wyższego stężenia białka 

całkowitego w kardiomiocytach po I/R, co może świadczyć o wzmożonej syntezie białek 

w komórce w wyniku stresu oksydacyjnego m.in. cytokin, MMP. Dowodzi to, iż 15–25 

minutowe niedokrwienie i 20 minutowa reperfuzja nie przyczyniły się do uszkodzenia 

lub wzmożonej przepuszczalności błon kardiomiocytów. Co ciekawe, aktywność MMP-2 

i MMP-9 w płytkach krwi była dodatnio skorelowana z aktywnością 

zewnątrzkomórkowego LDH w przestrzeni pozakomórkowej. Możliwe jest, że 

proteolityczna degradacja i uszkodzenie na skutek aktywacji MMP prowadzi do 

uwolnienia LDH z komórki. Biały i in. także nie wykazali zwiększonej aktywności LDH 

kardiomiocytów po I/R, przy zastosowaniu kardiomiocytów hodowlanych i wywołaniu 

I/R przy użyciu cyjanku sodu i 2-deoksyglukozy 281. Kardiomiocyty zawierają ogromną 

liczbę mitochondriów, które stanowią główne źródło komórkowych ROS 282. Klimova 

i Chandel wykazali, że mitochondrialne ROS są niezbędne do stabilizacji czynników 

transkrypcyjnych indukowanych hipoksją (HIF), które umożliwiają regulację 

transkrypcji genów zaangażowanych w adaptację komórek do warunków niedotlenienia 

oraz przeżycie komórek 283. Zatem odporność kardiomiocytów na uszkodzenie może 

wynikać z udziału mitochondriów w aktywacji HIF. Porównanie niniejszych wyników 

uzyskanych w grupie kontrolnej z grupą badaną wykazało wyższą aktywność LDH 

w grupie badanej po 20 minutach niedokrwienia oraz tendencję do wyższej aktywności 

LDH w grupie badanej zarówno w warunkach tlenowych (40 minut), jak i w warunkach 

niedokrwienia trwającego 25 minut. Potwierdza to wcześniejsze doniesienia, iż płytki 

krwi zawierają LDH i w wyniku dezintegracji są zdolne do jej uwolnienia wraz 

z zawartością cytozolu 284,285. Dlatego płytki krwi mogły być źródłem dehydrogenazy 

w przestrzeni pozakomórkowej w grupie badanej w porównaniu do grupy kontrolnej.  

Wraz z wydłużeniem czasu trwania niedokrwienia wykazano spadek aktywności 

metabolicznej kadriomiocytów nieskontaktowanych z płytkami krwi w porównaniu do 

kontroli tlenowej, co pośrednio może być związane ze wzrostem śmiertelności 

kardiomiocytów oraz zahamowaniem procesów metabolicznych w warunkach 
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anaerobowych. W grupie badanej wykazano obniżenie aktywności metabolicznej 

kardiomiocytów jedynie w warunkach 20 minutowego niedokrwienia i 20 minutowej 

reperfuzji. Natomiast analiza wypływu płytek krwi na kardiomiocyty wykazała, że po 25 

minutach niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji w obecności płytek krwi 

zaobserwowano wyższą aktywność metaboliczną kardiomiocytów niż przy braku płytek 

krwi. Potwierdza to ochronną rolę płytek krwi. Dodatkowo w niniejszej pracy aktywność 

MMP-2 i MMP-9 w płytkach krwi była ujemnie skorelowana z aktywnością 

metaboliczną kardiomiocytów. Wszystkie powyższe wyniki sugerują, że płytki krwi 

mogą pełnić rolę protekcyjną dla metabolizmu kardiomiocytów w I/R. Yang i in. oraz 

Mehta i in. poddając serca szczurze perfuzji płytkami krwi lub supernatantem 

otrzymanym po agregacji płytek krwi, także wykazali kardioprotekcyjną rolę płytek krwi 

w I/R, manifestującą się m.in. wzrostem siły skurczu serca, obniżeniem wartości ciśnienia 

perfuzji wieńcowej, zmniejszonym uwalnianiem kinazy kreatynowej 97,98,105,225. Co 

ważne ochronna rola płytek krwi na miokardium w warunkach I/R była zauważalna 

niezależnie od czasu trwania I/R oraz przy wartościach liczby płytek krwi znacznie 

niższych niż fizjologiczne dla szczurów 97,225. Ponadto Walsh i in. potwierdzili 

protekcyjny wpływ płytek krwi na żywotność kardiomiocytów narażonych na I/R, 

wyrażoną jako opóźnienie tempa śmierci kardiomiocytów oraz wskazali aktywację PKC 

kardiomiocytów jako możliwy mechanizm działania protekcyjnego płytek krwi 101. 

Ponadto w niniejszych badaniach wykazano dodatnią korelację pomiędzy ekspresją 

CD61 na powierzchni PMP a aktywnością metaboliczną kadriomiocytów, dlatego nie 

można wykluczyć udziału PMP w działaniu ochronnym płytek krwi podczas I/R. 

Jednakże zagadnienie to wymaga dalszych badań. 

Nie zauważono zmian w ekspresji iNOS kardiomiocytów w zależności od czasu 

trwania niedokrwienia zarówno w grupie badanej jak i grupie kontrolnej. Obok 

neuronalnego NOS (nNOS) oraz eNOS, iNOS katalizuje syntezę endogennego tlenku 

azotu (NO) 286. W warunkach stresu oksydacyjnego wywołanego I/R dochodzi do 

zwiększonej ekspresji iNOS kardiomiocytów, a w konsekwencji zwiększonej syntezy 

tlenku azotu (NO). Jednak w obecności wzmożonej ilości ROS w przebiegu wybuchu 

tlenowego NO reaguje z anionorodnikiem ponadtlenkowym (O2
•-) tworząc ONOO-, który 

m.in. aktywuje MMP-2 287. Wykazano, że zastosowanie inhibitorów NOS oraz 

inhibitorów MMP-2 prowadzi do kardioprotekcji 287. W warunkach tlenowych obecność 

płytek krwi wpływa na zwiększenie ekspresji iNOS w kardiomiocytach. W warunkach 

dostępności tlenu iNOS indukuje syntezę biodostępnego NO działającego 
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wazodilatacyjne, hamuje apoptozę, chroni komórki, indukuje proliferację 288. 

W niniejszych badaniach obecność płytek krwi w warunkach 25 minutowego 

niedokrwienia i 20 minutowej reperfuzji spowodowała obniżoną ekspresję iNOS 

w kardiomiocytach, co mogło przyczynić się do protekcji kardiomiocytów w warunkach 

I/R m.in. przez obniżoną syntezę NO oraz nadtlenoazotynu. Warto zaznaczyć, że 

ekspresja iNOS w kardiomiocytach była ujemnie skorelowana z aktywnością MMP-2 

w płytkach krwi, co może sugerować udział MMP-2 w działaniu kardioprotekcyjnym 

płytek. Uzyskane wyniki pokazują, że niska ekspresja iNOS może być związana z wyższą 

aktywnością MMP-2 w płytkach krwi, co z kolei może być efektem pochłonięcia 

zewnątrzkomórkowej proMMP-2 przez płytki, co może prowadzić do ochrony 

kardiomiocytów przed I/R. Dotychczas kardioprotekcyjny wpływ płytek krwi 

w mechanizmie produkcji NO został opisany dla S1P i niskich stężeń PAF uwalnianych 

z płytek krwi. S1P wiążąc się z receptorami kardiomiocytów aktywuje szlaki RISK 

i SAFE prowadząc do kardioprotekcji 289. Niskie stężenia PAF biorą udział w aktywacji 

szlaku RISK, przy udziale PKC/Akt/eNOS wywołując działanie kardioprotekcyjne 124. 

Postuluje się, że działanie kardioprotekcyjne PAF zależy także od S-nitrozylacji białek 

biorących udział w transporcie wapnia, takich jak kanały Ca2+ typu L, za pośrednictwem 

NO, zmniejszając w ten sposób przeciążenie Ca2+ podczas niedokrwienia i reperfuzji 

mięśnia sercowego 290. Odmienna sytuacja ma miejsce w warunkach tlenowych, gdzie 

nie dochodzi do wybuchu tlenowego i produkcji ROS. Zaobserwowano, iż pośrednia 

interakcja kardiomiocytów i płytek krwi w warunkach tlenowych spowodowała wyższą 

ekspresję iNOS kardiomiocytów. W warunkach fizjologicznych biodostępny NO 

zmniejsza agregację płytek krwi, hamuje adhezję leukocytów do ściany naczynia, 

ogranicza syntezę i działanie czynników prozapalnych, a przez aktywację rozpuszczalnej 

guanylocyklazy i wzrostu cyklicznego guanozyno monofosforanu (ang. cyclic guanosine 

monophosphate, cGMP), moduluje relaksację mięśni gładkich, co przyczynia się do 

rozszerzenia naczyń krwionośnych i w konsekwencji poprawy perfuzji serca. NO 

w zdrowym mięśniu sercowym, przez aktywację różnych szlaków metabolicznych, 

prowadzi do zmniejszonej wrażliwości mięśnia sercowego na Ca2+, zmniejszonego 

zużycia O2 w mitochondriach, zmniejszonego stężenia Ca2+ w cytozolu 288. W niniejszych 

badaniach interakcja płytek krwi z kardiomiocytami i poddanie ich 25 minutowemu 

niedokrwieniu oraz 20 minutowej reperfuzji skutkowały obniżoną ekspresją iNOS 

i wyższą aktywnością metaboliczną kardiomiocytów w porównaniu do kardiomiocytów 

nieskontaktowanych z płytkami krwi, co sugeruje możliwy ochronny wpływ płytek krwi 
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na kardiomiocyty w I/R na drodze iNOS. W celu uzyskania odpowiedzi na pytanie 

o potencjalny mechanizm tej ochrony należałoby w przyszłości rozszerzyć badania 

o ekspresję eNOS i oznaczenie stężenia biodostępnego NO i ONOO-.  
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V. WNIOSKI 

1. Warunki niedokrwienia i reperfuzji prowadzą do aktywacji płytek krwi, a czas 

niedokrwienia koreluje ze stopniem wzmożonego uwalniania PMP. 

2. Udział płytek krwi w regulacji ekspresji, translacji i uwalniania MMP-2 i MMP-9 

z kardiomiocytów może stanowić jeden z możliwych mechanizmów protekcyjnego 

działania płytek krwi w warunkach I/R. 

3. Jednym z mechanizmów kardioprotekcji podczas I/R jest zwiększenie aktywności 

metabolicznej kardiomiocytów pod wpływem płytek krwi oraz uwalnianych PMP. 

4. Obniżona synteza iNOS, będącego źródłem toksycznego nadtlenoazotynu, pod 

wpływem płytek krwi przyczynia się do ochrony kardiomiocytów w warunkach I/R. 
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IX.  Streszczenie 

Płytki krwi są dobrze udokumentowanym w literaturze czynnikiem biorącym udział 

w patomechanizmie zawału mięśnia sercowego. Jednakże istnieje szereg doniesień 

naukowych sugerujących ochronny wpływ płytek krwi na mięsień sercowy w zawale 

(MI) i uszkodzeniu niedokrwienno–reperfuzyjnym (IRI). Zatem wpływ płytek krwi na 

kardiomiocyty w MI i IRI nie został do końca poznany. 

Celem pracy było zbadanie czy w warunkach chemicznego niedokrwienia i reperfuzji 

(I/R) płytki krwi ulegają aktywacji, w wyniku której uwalniają mikrocząsteczki 

pochodzenia płytkowego (PMP). Kolejnym celem pracy było sprawdzenie, czy płytki 

krwi wpływają na zmianę w ekspresji genów i aktywności metaloproteinaz (MMP) 

w kardiomiocytach. Ponadto celem pracy było zbadanie, czy płytki krwi wywierają efekt 

ochronny na kardiomiocyty poddane I/R. 

Materiał do badań stanowiły płytki krwi wyizolowane od 20 zdrowych ochotników oraz 

hodowlane ludzkie kardiomiocyty (HCM). Komórki poddano procedurze chemicznego 

I/R składającego się z trzech etapów: stabilizacji, chemicznego niedokrwienia (I), 

reperfuzji (R). Badanie obejmowało grupę kontrolną – HCM oraz grupę badaną – HCM 

skontaktowane z płytkami krwi. W grupie badanej zastosowano inserty zawierające 

płytki krwi, aby zbadać PMP. Komórki w grupie kontrolnej i grupie badanej podzielono 

na 4 podgrupy, w zależności od czasu trwania niedokrwienia. W przebiegu 

prowadzonych analiz oceniono: markery aktywacji płytek krwi i PMP (cytometria 

przepływowa), aktywność MMP-2 i MMP-9 (zymografia żelatynowa), stężenie MMP-2 

(ELISA), ekspresję mRNA MMP-2 i MMP-9 (real-time PCR), aktywność dehydrogenazy 

mleczanowej (LDH), aktywność metaboliczną kardiomiocytów oraz ekspresję tkankową 

iNOS (mikroskopia fluorescencyjna).  

Wykazano wyższą ekspresję wszystkich badanych markerów aktywacji płytek krwi 

w wyniku I/R. Zaobserwowano zwiększenie ekspresji CD61 na powierzchni PMP wraz 

z czasem trwania niedokrwienia, co potwierdza wzmożone uwalnianie PMP 

proporcjonalnie do czasu niedokrwienia. I/R indukowała wyższą aktywność proMMP-2 

i MMP-2 w płytkach krwi, natomiast nie wpływała na aktywność MMP-9. Dodatkowo 

stężenie MMP-2 w płytkach krwi korelowało ujemnie z aktywnością MMP-2 

w przestrzeni pozakomórkowej, co stanowi pośredni dowód na pochłanianie MMP przez 

płytki. Warunki I/R nie miały wpływu na aktywność MMPs, jednak czas trwania 

niedokrwienia istotnie zwiększał aktywność MMP-9 w kardiomiocytach. Kardiomiocyty 
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skontaktowane z płytkami krwi wykazywały tendencję do wyższej aktywności 

proMMP-2 i MMP-2. W przestrzeni pozakomórkowej stwierdzono obniżenie aktywności 

MMP-2 po etapie niedokrwienia, natomiast wzrost liniowy aktywności MMP-9 wraz 

z czasem trwania niedokrwienia sugeruje, iż warunki I wpływają odmiennie na 

aktywność i uwalnianie MMP. Podobne obserwacje uwyskano na etapie reperfuzji. 

Porównanie aktywnośći MMP po I i R wskazuje na dalsze uwalnianie proMMP-2 

w czasie reperfuzji. Obecność płytek krwi na ogół wpływała na obniżoną aktywność 

MMP-2 i MMP-9 w przestrzeni pozakomórkowej, co sugeruje pochłanianie MMP przez 

płytki lub zmniejszone uwalnianie MMP z HCM. Tendencja do niższej ekspresji genu 

MMP-2 w kardiomiocytach skontaktowanych z płytkami sugeruje wpływ płytek krwi na 

HCM na poziomie molekularnym. Natomiast ujemna korelacja ekspresji genów MMP 

w płytkach krwi z aktywnością MMP w płytkach krwi pośrednio potwierdza hipotezę na 

temat pochłania MMP przez płytki. Zaobserwowano także, iż obecność płytek na ogół 

wpływała na zwiększenie aktywności LDH w przestrzeni pozakomórkowej, dlatego 

płytki krwi mogą być źródłem LDH. W obecności płytek krwi w warunkach I/R 

zaobserwowano wyższą aktywność metaboliczną kardiomiocytów oraz obniżoną 

ekspresję iNOS w porównaniu do grupy kontrolnej, co sugeruje potencjalny mechanizm 

kardioprotekcyjny płytek. Ponadto dodatnia korelacja pomiędzy ekspresją CD61 na 

powierzchni PMP a aktywnością metaboliczną kardiomiocytów potwierdza udział PMP 

w kardioprotekcji. 

Podsumowując w warunkach I/R płytki krwi ulegają aktywacji i uwalniają PMP. 

Adsorbowanie przez płytki krwi MMP uwalnianych przez HCM, zwiększenie aktywności 

metabolicznej HCM oraz zahamowanie syntezy tkankowej iNOS jako potencjalnego 

źródła cytotoksyczności stanowią potencjalne mechanizmy kardioprotekcji.  
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X. Summary 

The presence of platelets as a factor involved in the pathomechanism of myocardial 

infarction is well documented in the literature. However, there are many scientific reports 

indicating the protective effect of platelets on the myocardium during myocardial 

infarction (MI) and ischemia-reperfusion injury (IRI). Therefore, the effect of platelets 

on cardiomyocytes in MI and IRI is not fully understood. 

The aim of the study was to investigate whether, platelets are activated and then release 

platelet-derived microparticles (PMPs) under conditions of chemical ischemia and 

reperfusion (I/R). Additionally, the aim was to evaluate the influence of platelets on 

changes in gene expression and activity of metalloproteinase (MMP) in cardiomyocytes. 

Furthermore, we aimed to assess whether platelets exert a protective effect on 

cardiomyocytes subjected to I/R. 

The study material consisted of platelets isolated from 20 healthy volunteers and cultured 

human cardiomyocytes (HCM). The cells were subjected to a chemical I/R procedure 

consisting of three stages: stabilization, chemical ischemia (I), and reperfusion (R). The 

study included a control group – HCM and a study group – HCM contacted with platelets. 

In the study group, inserts containing platelets were used for PMP testing. The cells of 

the control group and the study group were divided into 4 subgroups depending on the 

duration of ischemia. During the analyses, the following were assessed: platelet and PMP 

activation markers (flow cytometry), MMP-2 and MMP-9 activity (gelatin zymography), 

MMP-2 concentration (ELISA), MMP-2 and MMP-9 mRNA expression (real-time PCR), 

lactate dehydrogenase (LDH) activity, cardiomyocyte metabolic activity and iNOS tissue 

expression (fluorescence microscopy).  

Higher expression of all tested markers of platelet activation was demonstrated as a result 

of I/R. An increase in CD61 expression on PMP surface with ischemia duration was 

observed, confirming the increased release of PMPs in proportion to ischemia time. I/R 

induced higher proMMP-2 and MMP-2 activity in platelets but did not affect MMP-9 

activity. Additionally, the concentration of MMP-2 in platelets correlated negatively with 

the activity of MMP-2 in the extracellular space, which constitutes an indirect evidence 

of MMP absorption by platelets. I/R conditions had no effect on MMPs activity, but the 

duration of ischemia significantly increased MMP-9 activity in cardiomyocytes. 

Typically, higher proMMP 2 and MMP-2 activity was observed in platelet-contacted 

cardiomyocytes. In the extracellular space, a decrease in MMP-2 activity was found after 
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ischemia, while a linear increase in MMP-9 activity with the duration of ischemia 

suggests that I conditions differentially affect the activity and release of MMPs. Similar 

observations were obtained at the reperfusion stage. Comparison of MMP activity after I 

and R showed further release of proMMP-2 during reperfusion. Decreased MMP-2 and 

MMP-9 activity in the extracellular space was observed in the presence of platelets, 

suggesting MMP uptake by platelets or reduced MMP release from HCM. There was a 

trend towards lower MMP-2 gene expression in cardiomyocytes in the study group, 

suggesting an influence of platelets on HCM at the molecular level. However, the 

negative correlation of MMP gene expression with MMP activity in platelets indirectly 

confirms the hypothesis of MMP absorption by platelets. Generally, increased LDH 

activity has been observed in the extracellular space in the presence of platelets, therefore 

platelets may be a source of LDH. In the presence of platelets under I/R conditions, higher 

metabolic activity of cardiomyocytes and reduced iNOS expression compared to the 

control group were observed, suggesting a potential cardioprotective mechanism of 

platelets. Moreover, the positive correlation between CD61 expression on the surface of 

PMPs and metabolic activity of cardiomyocytes confirms the involvement of PMPs in 

cardioprotection. 

In summary, under I/R conditions, platelets become activated and release PMPs. Platelet 

adsorption of MMPs released from HCM, increased metabolic activity of HCM and 

inhibition of iNOS tissue synthesis as a potential source of cytotoxicity are potential 

mechanisms of platelet-induced cardioprotection. 
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XI.  Wykaz stosowanych skrótów 
 

AA (ang. arachidonic acid) – kwas arachidonowy 

ACS (ang. acute coronary syndrome) – ostry zespół wieńcowy   

ADP (ang. adenosine 5'-diphosphate) – adenozyno-5′-difosforanu  

Aero (ang. aerobic conditions) – warunki tlenowe 

Akt (ang. Protein kinase B) – kinaza białkowa B 

AMI (ang. acute myocardial infarction) – ostry zawał mięśnia sercowego  

ATP (ang. adenosine 5'-triphosphate) – adenozyno-5′-trifosforanu 

cTn (ang. cardiac troponins) – troponiny sercowe 

cz. – czynnik  

DAPI (ang. 4’6-Diamidino-2-phenylindole dihydrochloride) - 4',6-diamidyno-2-

fenyloindol 

eNOS (ang. endothelial nitric oxide synthase) – śródbłonkowa syntaza tlenku azotu 

ESC (ang. European Society of Cardiology) – Europejskie Towarzystwo Kardiologiczne 

EV (ang. extracellular vesicles) – pęcherzyki zewnątrzkomórkowe  

FDA (ang. fluorescein diacetate) – dioctan fluoresceiny 

GAPDH (ang. glyceraldehyde 3-phosphate dehydrogenase) – dehydrogenaza 

gliceraldehydo-3-fosforanowa 

GDP (ang. guanosine 5'-diphosphate) – guanozyno-5′-difosforan  

GP (ang. Glycoprotein) – glikoproteina  

GTP (ang. guanosine 5'-triphosphate) – guanozyno-5′-trifosforan  

HCM (ang. human cardiac myocytes) – ludzkie miocyty serca 

HIF (ang. hypoxia-inducible factors) – czynniki transkrypcyjne indukowane hipoksją 

ICAM-1 (ang. intercellular adhesion molecule-1) – cząsteczki adhezji 

międzykomórkowej – 1 
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iNOS (ang. inducible nitric oxide synthase) – indukowana syntaza tlenku azotu 

IPC ang. (ischemic preconditioning) – prekondycjonowanie niedokrwienne 

IPoC ang. (ischemic postconditioning) – postkondycjonowanie niedokrwienne 

I/R ang. (ischemia/reperfusion) – niedokrwienie i reperfuzja 

IRI (ang. ischemia-reperfusion injury) – uszkodzenie niedokrwienno-reperfuzyjne  

JPH-2 (ang. Junctophilin-2) – Junktofilina-2 

LDH (ang. lactate dehydrogenase) – dehydrogenaza mleczanowa 

LV (ang. left ventricle) – lewa komora 

MAC-1 (ang. macrophage-1 antigen) – antygen makrofagalny 1  

MI (ang. myocardial infarction) – zawał mięśnia sercowego  

MLC1 (ang. myosin light chain 1) – łańcuchy lekkie miozyny-1 

MMP (ang. matrix metalloproteinases) – metalloproteinazy macierzy 

zewnątrzkomórkowej 

MP (ang. microparticles) – mikrocząsteczki  

MPTP (ang. mitochondrial permeability transition pore) – megakanał mitochondrialny 

mRNA (ang. messenger RNA) – informacyjny RNA 

miRNA (ang. microRNA) – mikroRNA  

NAD (ang. nicotinamide adenine dinucleotide) – dinukleotyd nikotynoamidoadeninowy 

NADPH (ang. nicotinamide adenine dinucleotide phosphate) – fosforan dinukleotydu 

nikotynoamidoadeninowego 

nNOS (ang. neuronal nitric oxide synthase) – neuronalna syntaza tlenku azotu 

NO (ang. nitric oxide) – tlenek azotu 

OCS (ang. open canalicular system) – układ otwartych kanalików 

ONOO- (ang. peroxynitrite) – nadtlenoazotyn 

PAF (ang. platelet activating factor) – czynnik aktywujący płytki krwi 
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PAFRs (ang. platelet activating factor receptors) – receptory czynnika aktywującego 

płytki krwi 

PAI-l (ang. plasminogen activator inhibitor type 1) – inhibitor aktywatora plazminogenu 

typu 1  

Pak1 (ang. P21-activated kinase) – kinaza 1 aktywowana przez P21 

PAR1 (ang. protease-activated receptor 1) – receptor aktywowany przez proteazy 1 

PCI (ang. percutaneous coronary intervention) – przezskórna interwencja wieńcowa 

PDGF (ang. platelet-derived growth factor) – płytkopochodny czynnik wzrostu  

PGE2 (ang. prostaglandin E2) – prostaglandyna E2 

PGI2 (ang.prostacyclin) – prostacyklina 

PKC (ang. protein kinase C) – kinazy białkowej C 

PLT (ang. platelets) – wyizolowane płytki krwi 

PMP (ang. platelet-derived microparticles) – mikrocząsteczki pochodzenia płytkowego  

PRP (ang. platelet rich plasma) – osocze bogatopłytkowe  

PSGL-1 (ang. P-selectin glycoprotein ligand-1) – glikoproteinowy ligand-1 P-selektyny 

RIPC (ang. Remote Ischemic Pre-Conditioning) – zdalne wstępne kondycjonowanie 

niedokrwienne, prekondycjonowanie zwane „hartowaniem na odległość” 

RISK (ang. reperfusion injury salvage kinases) – kinazy przeżycia po uszkodzeniu 

reperfuzyjnym 

RNA (ang. ribonucleic acid) – kwasy rybonukleinowe 

ROS (ang. reactive oxygen species) – reaktywne formy tlenu 

SAFE (ang. survivor activating factor enhancement) – wzmocnienie czynnika 

aktywującego przeżycie 

SDF-1α (ang. stromal cell-derived factor-1 alpha) – zrębowy czynnik 1 alfa 

SOD (ang. superoxide dismutase) – dysmutaza ponadtlenkowa  

S1P (ang. sphingosine-1-phosphate) – sfingozyno-1-fosforan  
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SR (ang. sarcoplasmic reticulum) – siateczka sarkoplazmatyczna 

SERCA2a (ang. sarco/endoplasmic reticulum calcium-dependent ATPase 2a) – ATP-aza 

– zlokalizowana w błonie siateczki śródplazmatycznej 

STEMI (ang. ST-elevation myocardial infarction) – zawał mięśnia sercowego z 

uniesieniem odcinka ST 

TF (ang. tissue factor) – czynnik tkankowy  

TGF-β (ang. transforming growth factor beta) – transformujący czynnik wzrostu β 

TIMPs (ang. tissue inhibitors of metalloproteinases) – tkankowe inhibitory 

metaloproteinaz  

TNF-α (ang. tumor necrosis factor alpha) – czynnik martwicy nowotworu-α  

TXA2 (ang. thromboxane A2) – tromboksan A2  

URL (ang. upper reference limits) – górna granica przedziału referencyjnego 

VCAM (ang. vascular cellular adhesion molecule-1) – cząsteczka adhezji komórkowej 

naczyń-1  

VEGF (ang. vascular endothelial-derived growth factor) – czynnik wzrostu śródbłonka  

vWF (ang. von Willebrand factor) – czynnik von Willebranda  

  

 

  

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/36440231/
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