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WYKAZ NAJWAŻNIEJSZYCH SKRÓTÓW: 

ADP - adenozyno-5’- difosforan (ang. adenosine diphosphate) 

Ado - adenozyna (ang. adenosine) 

AEC - ładunek energetyczny adenylanów (ang. adenylate energy charge) 

AIF - czynnik indukujący apoptozę (ang. apoptosis inducing factor) 

AMPK - kinaza AMP (ang. AMP kinase) 

ATP - adenozyno-5’- trifosforan (ang. adenosine triphosphate) 

CaMKII - zależna od wapnia/kalmoduliny kinaza białkowa II (ang. Ca2+/calmodulin-

dependent protein kinase II) 

CdK1 - zależna od cyklin kinaza 1 (ang. cyclin-dependent kinase 1) 

CREB - białko wiążące z elementami odpowiedzi na cAMP (ang. cAMP response element 

binding protein) 

DNM 1 - DNA metylotransferaza 1 (ang. DNA methyltransferase)  

Drp1 - białko związane z dynaminą 1 (ang. dynamin-related protein 1) 

ER - reticulum endoplazmatyczne (ang. endoplasmic reticulum) 

ERR- - receptor związany z estrogenem (ang. estrogen related receptor ) 

FGF21 - czynnik wzrostu fibroblastów 21 (ang. fibroblast growth factor 21) 

Fis1 - (ang. mitochondrial fission protein 1)  

GTP - guanozyno-5’- trifosforan (ang. guanosine triphosphate) 

HPLC - wysokosprawna chromatografia cieczowa (ang. high performance liquid 

chromatography) 

MAPK – kinaza białkowa aktywowana mitogenem (ang. mitogen-activated protein kinase) 

Mff - (ang. mitochondrial fission factor) 

Mfn1 - mitofuzyna 1 (ang. mitofusin 1) 

Mfn2 - mitofuzyna 2 (ang. mitofusin 2) 

Mt DNA - mitochondrialne DNA (ang. mitochondrial DNA) 

NRF-1 - (ang. nuclear respiratory factor 1)  

NRF-2 - (ang. nuclear respiratory factor 2)  
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Opa1 - (ang. optic atrophy 1) 

PGC1- - białko koaktywatora 1α receptora γ aktywowanego przez proliferatory 

peroksysomów (ang. peroxisome proliferator-activated receptor-γ coactivator)  

PKA - kinaza białkowa zależna od cAMP (ang. cAMP dependent protein kinase) 

ROS - reaktywne formy tlenu (ang. reactive oxygen species) 

qRT PCR - metoda łańcuchowej reakcji polimerazy z obrazowaniem w czasie rzeczywistym 

(ang. quantitative real-time polymerase chain reaction) 

SIRT-1 - (ang. silent information regulator-1) 

TAN - pula nukleotydów adenylowych (ang. total adenine nucleotide)  

TFAM - czynnik transkrypcyjny  (ang. mitochondrial transcription factor ) 
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1. WPROWADZENIE 

Pomimo przekonania naukowców i lekarzy, że zmiana stylu życia wielu ludzi na 

„siedzący, przekarmiony i pobudzony” sprzyja rozwojowi chorób cywilizacyjnych, 

zrozumienie ważności tych czynników dla zachowania zdrowia jest nadal niewystarczające. 

Jednocześnie brakuje zrozumienia roli, jaką proste zmiany sposobu życia mogą odgrywać w 

profilaktyce wielu chorób, szczególnie w przebiegu starzenia. Ze względu na „postęp 

cywilizacyjny” i usprawnienia technologiczne, człowiek coraz rzadziej wychodzi poza strefę 

komfortu fizycznego i nie podlega już często obciążeniu czynnikami środowiskowymi jak np. 

niska temperatura czy intensywny wysiłek fizyczny. W związku z ograniczeniem 

konieczności uruchamiania mechanizmów adaptacyjnych ich sprawność i efektywność ulega 

osłabieniu, co w konsekwencji prowadzi do częstego przekraczania progu tolerancji 

organizmu na stresogenne czynniki egzo- i endogenne. W dłuższym czasie prowadzić to może 

przeciążenia organizmu,  szczególnie w przypadku osób starszych o obniżonej fizjologicznej 

zdolności adaptacyjnej. 

 Jednym z kluczowych czynników „zdrowego starzenia się” jest aktywność fizyczna 

oraz zrównoważona dieta. Wysiłek fizyczny, w tym kąpiele w zimnej wodzie (również w 

naturalnych zbiornikach wodnych), uznawane są powszechnie za czynnik hartujący, 

oddziałujący pozytywnie na psychiczne i fizyczne zdrowie człowieka. W dotychczasowej 

literaturze naukowej znaleźć można jednak niewiele dowodów weryfikujących to 

przekonanie. Ponadto, najczęściej dotyczą one wpływu rozłącznego działania ekspozycji na 

zimno i wysiłek fizyczny, w kontekście wybranych parametrów fizjologicznych i 

biochemicznych krwi. Choć wysiłek fizyczny w zimnym środowisku związany jest ze 

zmianami w zakresie metabolizmu energetycznego w komórkach wielu tkanek, to wciąż 

niewiele jest również danych dotyczących jego wpływu na biogenezę mitochondriów i 

metabolizm energetyczny mięśni. Stąd wydaje się istotnym dokonanie takiej analizy w 

odniesieniu do kluczowych dla metabolizmu parametrów energetycznych. 

 

2. PRZEGLĄD PIŚMIENNICTWA 

 

2.1. Rola mitochondriów w komórce  

Mitochondria w komórce stanowią złożoną strukturę komórkową, która tworzy 

skomplikowaną sieć, pełniącą kluczową rolę w wielu procesach komórkowych jak: synteza 
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adenozyno-5’-trifosforanu (ATP), buforowanie stężenia jonów wapnia w komórce, cykl 

Krebsa, β-oksydacja kwasów tłuszczowych. Organelle te są także miejscem syntezy 

steroidów i hemu, uczestniczą w regulacji procesów termogenezy, a także w procesach 

starzenia się i śmierci komórki na drodze apoptozy i nekrozy. Dlatego stanowią ważne 

miejsce, nie tylko dla produkcji energii, ale także dla transdukcji sygnałów i przeżycia 

komórki [Friedman i in. 2014]. W toku ewolucji mitochondria ukształtowane zostały z 

wchłoniętych -proteobakterii (prekursorowych komórek eukariotycznych), stąd organelle te 

otacza podwójna błona lipidowa i posiadają one własny kolisty mitochondrialny DNA 

(mtDNA) kodujący 13 białek mitochondrialnych [Westermann 2010]. Zewnętrzna błona 

mitochondrialna zawiera białka, które oddziałują z białkami cytoplazmatycznymi oraz 

kompleksy i kanały białkowe uczestniczące w transporcie cząsteczek między mitochondriami 

i cytoplazmą. Wewnętrzna błona mitochondrialna ma dużą powierzchnię, jest silnie 

pofałdowana, zawiera również białkowe kompleksy łańcucha transportu elektronów. Wnętrze 

mitochondriów stanowi matrix, w której zawarte są m.in. rybosomy oraz mtDNA. Między 

zewnętrzną i wewnętrzną błoną mitochondrialną znajduje się przestrzeń międzybłonowa, w 

której zakotwiczone są białka regulujące działanie łańcucha oddechowego oraz transport 

cząsteczek do mitochondriów [Friedman i wsp. 2014].   

Najważniejszą funkcją mitochondriów jest wytwarzanie energii w postaci ATP, która 

powstaje w wyniku fosforylacji oksydacyjnej w ciągu reakcji zachodzących dzięki 

łańcuchowi przenośników elektronów i kompleksów białkowych, w tym syntazy ATP, 

usytułowanych w wewnętrznej błonie mitochondrialnej. Funkcjonowanie łańcucha 

oddechowego skutkuje wytworzeniem różnicy potencjału elektrochemicznego między 

macierzą mitochondrialną a przestrzenią międzybłonową, która zapewnia siłę napędową dla 

syntezy ATP, transportu Ca2+ do macierzy mitochondrialnej i który odzwierciedla stan 

energetyczny mitochondriów. Przepływ elektronów przez łańcuch przenośników może w 

prawidłowych warunkach prowadzić do uwolnienia niewielkiej ich ilości i oddziaływania z 

cząsteczkami tlenu, co prowadzi do wytworzenia reaktywnych form tlenu (ROS). W 

niewielkich ilościach w komórce ROS są istotne dla np. przekaźnictwa sygnałów, ich nadmiar 

prowadzi jednak do stresu oksydacyjnego, który jest przyczyną uszkodzeń kwasów 

nukleinowych, białek i lipidów komórkowych [Linley i wsp. 2012, Ray i wsp. 2012].   

Badania przyżyciowe, przeprowadzone na drożdżach i hodowlach komórkowych 

ujawniły, że mitochondria nie są strukturami stacjonarnymi, ale są dynamicznie regulowane, 

przechodząc powtarzające się fazy fuzji (łączenia) i fizji (fragmentacji), a nawet mają 
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zdolność do poruszania się w komórce [Liesa i wsp. 2009, Pernas i wsp. 2016]. Zjawisko 

powtarzających się cykli łączenia i fragmentacji mitochondriów jest określane mianem 

dynamiki mitochondrialnej, która dostosowuje morfologię mitochondriów do potrzeb 

metabolicznych całej komórki. Modyfikacje sieci mitochondrialnej zapewniają podlegające 

ścisłej kontroli i regulacji białka należące do rodziny GTPaz oraz białka regulujące cykl 

komórkowy i apoptozę [Mishra i wsp. 2016, Wilson i wsp. 2013]. Fuzja mitochondrialna jest 

szczególnie ważna dla aktywnych respiracyjnie komórek, ponieważ umożliwia 

rozprzestrzenianie metabolitów, enzymów i produktów genów mitochondrialnych w całym 

przedziale mitochondrialnym. Przyczynia się to do optymalizacji funkcji mitochondriów i 

przeciwdziała akumulacji mutacji w mtDNA w starzejących się komórkach. 

Pofragmentowane mitochondria są natomiast często obecne w komórkach nieaktywnych 

respiracyjnie. Fragmentacja mitochondriów odgrywa również ważną rolę w usuwaniu 

uszkodzonych mitochondriów. Stąd też łączenie i fragmentacja mitochondriów odgrywają 

kluczową rolę w utrzymaniu funkcji mitochondriów i optymalizacji ich zdolności 

bioenergetycznych. Dynamikę łączenia i fragmentacji mitochondriów reguluje wiele szlaków 

sygnałowych w celu dostosowania kształtu tych organelli do stanu metabolicznego komórki. 

W zależności od typu i kondycji fizjologicznej mitochondria mogą być obecne w komórce 

jako liczne małe organelle lub mogą łączyć się i tworzyć sieć. Mitochondrialna dynamika 

służy wielu różnym funkcjom, takim jak: dystrybucja mitochondriów, procesy dziedziczenia, 

przebudowa mitochondriów podczas rozwoju oraz koordynacja procesu śmierci komórki 

poprzez uwolnienie czynników pro-apoptotycznych z przestrzeni międzybłonowej [Friedman 

i wsp. 2014].       

 2.2 Dynamika mitochondriów – proces fuzji   

Najistotniejszym celem fuzji mitochondriów jest wymiana mtDNA pomiędzy 

mitochondriami, co zapobiega nagromadzeniu zmutowanych genów mitochondrialnych. 

Jednocześnie wymiana białek i metabolitów zapewnia równomierny ich rozdział w całej sieci 

mitochondrialnej. Włączenie uszkodzonych mitochondriów do sieci daje również możliwość 

odzyskania ich prawidłowych funkcji. Zaburzenia procesu fuzji skutkują obniżeniem wartości 

potencjału wewnętrznej błony mitochondrialnej i aktywności łańcucha oddechowego 

[Westermann 2012].  

Wykazano, że fuzja mitochondriów obejmuje w pierwszej kolejności połączenie 

zewnętrznej błony mitochondrialnej, a następnie błony wewnętrznej. Procesy te regulowane 

są przez odrębne białka. Połączenie zewnętrznej błony mitochondrialnej w komórkach 

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?sort=pubdate&term=Wilson+TJ&cauthor_id=22297163
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ssaków umożliwia aktywność mitofuzyny 1 (Mfn1) (ang. mitofusin 1) oraz mitofuzyny 2 

(Mfn2) (ang. mitofusin 2) umiejscowionych w zewnętrznej błonie mitochondrialnej przez 

domenę transbłonową, znajdującą się na C-końcu białka. Zlokalizowany na C-końcu region 

superhelikalny składający się z 7 hydrofobowych reszt aminokwasowych pośredniczy w 

pierwszym etapie fuzji mitochondriów. Zadaniem tego regionu jest utworzenie podwójnych, 

skierowanych w przeciwnych kierunkach helis dimerów: Mfn1-Mfn1; Mfn2-Mfn2 lub Mfn1-

Mfn2. N-koniec mitofuzyny zawiera domenę, która ma zdolność wiązania i hydrolizy 

guanozyno-5’-trifosforanu (GTP). Rozpad GTP umożliwia zmiany konformacji dwuwarstwy 

lipidowej zewnętrznej błony mitochondrialnej i jej połączenie [Mishra i wsp. 2016]. 

Aktywność mitofuzyn podlega ubikwitynylacji przez białko Parkin. Ta modyfikacja 

potranslacyjna skutkuje degradacją mitofuzyn w komórce, może się także wiązać z procesem 

mitofagii [Zorzano i wsp. 2015]. Za fuzję wewnętrznej błony mitochondrialnej 

odpowiedzialne jest białko Opa1 (ang. optic atrophy 1). Zakotwiczenie tego białka w 

wewnętrznej błonie mitochondrialnej zapewnia jego fragment znajdujący się w części N-

końcowej. Obróbka potranslacyjna pozwala na powstanie długo- i krótkołańcuchowych form 

tego białka. Dotychczas wykazano istnienie 8 izoform białka Opa1 [Bertholet i wsp. 2016]. 

Długołańcuchowe formy są niezbędne do zajścia procesu fuzji wewnętrznej błony 

mitochondrialnej. Natomiast zwiększona ilość krótkołańcuchowej formy białka Opa1 nasila 

fragmentację sieci mitochondrialnej. Wykazano również, że równowaga między obiema 

formami białka jest niezbędna do utrzymania prawidłowego kształtu grzebieni 

mitochondrialnych [Westermann 2012]. Aktywność białka Opa1 jest regulowana przez 

proteazy YME1L i Oma1 znajdujące się w wewnętrznej błonie mitochondrialnej. Białko 

YME1L odpowiada za wydłużony kształt mitochondriów. Białko to jest degradowane przy 

obniżeniu wartości potencjału wewnętrznej błony mitochondrialnej i spadku stężenia ATP w 

komórce. Takie warunki aktywują natomiast białko Oma1, które tnie białko Opa1 i tym 

samym rozpoczyna fragmentację mitochondriów [Westermann 2012, Zhang 2014a, Zhang 

2014b]. 

2.3. Dynamika mitochondriów – proces fizji 

Fizja sieci mitochondrialnej umożliwia transport mitochondriów w komórce, pozwala 

na równomierny rozkład tych organelli do komórek potomnych podczas ich podziału oraz jest 

niezbędna do zajścia procesu mitofagii [Zorzano i wsp. 2015]. W komórkach ssaków za 

fragmentację sieci odpowiedzialne jest białko Drp1 (ang. dynamin-related protein 1). Liczne 

modyfikacje potranslacyjne tego białka (np. sumoilacja, ubikwitylacja, fosforylacja, 
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nitrozylacja) są odpowiedzialne za oddziaływanie z mitochondriami, umożliwiając rekrutację 

do białek adaptorowych umiejscowionych w zewnętrznej błonie mitochondrialnej. Białkami 

adaptorowymi białka Drp1 są działające niezależnie od siebie białko Mff (ang. mitochondrial 

fission factor) oraz Fis1 (ang. mitochondrial fission protein 1). Wykazano, że zwiększenie 

ekspresji białka Mff silniej wpływa na przekształcenie sieci mitochondrialnej niż zmiana 

ekspresji białka Fis1 [Zorzano i wsp.  2015]. Rolę białek adaptorowych mogą również pełnić 

białka MiD49 i MiD51, jednakże nie poznano dotychczas mechanizmów ich działania 

[Zorzano i wsp. 2015]. Połączenie białka Drp1 z białkami adaptorowymi umożliwia 

utworzenie pierścienia wokół mitochondriów, który zaciskając się (skutkiem zmian 

konformacyjnych wywołanych dzięki aktywności GTPazowej Drp1) umożliwia fragmentację 

sieci mitochondrialnej [Westermann 2012].   

Jedną z modyfikacji potranslacyjnych wpływających na oddziaływanie białek 

adaptorowych z białkiem Drp1 jest fosforylacja. Fosforylacja reszty seryny jest możliwa 

dzięki aktywności kinazy A, co hamuje rekrutację Drp1 do mitochondriów uniemożliwiając  

tym samym fragmentację sieci mitochondrialnej. Defosforylacja seryny katalizowana przez 

kalcyneurynę pozwala na przyłączenie białka do mitochondriów i umożliwia fragmentację 

sieci [Cereghetti i wsp. 2008]. Sumoilacja (związana z działaniem mitochondrialnej ligazy 

SUMO) stabilizuje białko Drp1 na powierzchni mitochondriów i nasila fragmentację sieci 

mitochondrialnej. Ubikwitylacja (związana z aktywnością ligazy ubikwitynowej) skutkuje 

translokacją Drp1 do mitochondriów i również nasila fragmentację sieci [Zorzano 2015]. 

Szczegółowo procesy regulacji aktywności białka Drp1 zostaną omówione w dalszej części 

pracy.   
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Rycina 1. Dynamika mitochondriów.  

W fuzji zewnętrznej błony mitochondrialnej u ssaków pośredniczą białka z rodziny mitofuzyn (Mfn1- 

mitofuzyna 1 (ang. mitofusion 1) i Mfn 2 - mitofuzyna 2 (ang. mitofusion 2)). W fuzji wewnętrznej błony 

mitochondrialnej uczestniczy białko Opa1 (ang. optic atrophy 1). We fragmentacji mitochondriów pośredniczą 

białka z rodziny związanych z dynaminą (ang. dynamin related proteins 1) Drp1. Białkiem adaptorowym białka 

Drp1 jest m.in. białko Fis1 (ang. mitochondrial fission protein 1). 

 

2.4. Związek dystrybucji i dynamiki mitochondriów z zapotrzebowaniem energetycznym 

komórki  

  Mitochondria często znajdują się w komórce w miejscach o wysokim 

zapotrzebowaniu energetycznym, np. w komórkach mięśniowych umiejscowione są w 

pobliżu białek motorycznych, które zużywają ATP podczas skurczu mięśni. Mitochondria 

położone są między miofibrylami na całej ich długości, aby zapewnić równomierne 

dostarczanie ATP do sarkomerów [Ogata i wsp. 1985]. Wykazano, że regularny układ 

mitochondriów jest szczególnie znaczący w komórkach mięśni poprzecznie prążkowanych u 

owadów latających [Kleinow i wsp. 1971]. Również w neuronach [Li i wsp. 2004] i 

migrujących limfocytach [Campello i wsp. 2006] stwierdzono, że mitochondria gromadzą się 

w miejscach wysokiego zapotrzebowania na energię. Chociaż przykłady te pokazują 
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adaptację rozmieszczenia i morfologii mitochondriów do wymagań bioenergetycznych w 

wysoce zróżnicowanych komórkach, dynamiczne procesy przebudowy przedziału 

mitochondrialnego były najszerzej badane tylko w kulturach drożdży. Drożdże są cennym 

modelem do badania dynamiki mitochondriów, ponieważ są łatwe w hodowli, podatne na 

manipulacje genetyczne i zdolne do przełączania swojego metabolizmu energetycznego 

[Merz i wsp. 2007]. Preferowanymi substratami drożdży są ulegające fermentacji źródła 

węgla, takie jak glukoza lub fruktoza. Nawet gdy tlen jest dostępny, większość ATP jest 

wytwarzana w toku glikolizy z etanolem jako końcowym produktem fermentacji, a 

metabolizm tlenowy w komórkach drożdży jest w tych warunkach w znacznym stopniu 

zahamowany. Dopiero po wyczerpaniu ulegających fermentacji źródeł węgla indukcji ulegają 

geny niezbędne do oddychania mitochondrialnego, a ATP jest wytwarzane przez metabolizm 

niepodlegających fermentacji źródeł węgla i oddychanie mitochondrialne [Piskur i wsp. 

2006]. Kształt, rozmiar i liczba mitochondriów są dostosowane do warunków wzrostu 

komórek drożdży. Zaobserwowano, że komórki drożdży zawierają tylko kilka mitochondriów 

gdy rosną w warunkach beztlenowych, podczas gdy ich masa i liczba są znacznie zwiększone 

podczas hodowli w warunkach sprzyjających metabolizmowi tlenowemu [Stevens 1981]. 

Komórki drożdży charakteryzujące się logarytmicznym wzrostem kolonii mają połączoną sieć 

mitochondrialną w pobliżu błony komórkowej, a sieć tych połączeń staje się znacznie bardziej 

złożona po przejściu ze źródeł węgla fermentowalnego na metabolity ulegające utlenieniu w 

warunkach tlenowych w mitochondriach [Stevens 1981, Visser 1995]. Z drugiej strony 

przeniesienie komórek z warunków, w których prowadzą oddychanie komórkowe w 

warunkach tlenowych do warunków fermentacyjnych prowadzi do zmniejszenia sieci 

mitochondriów w ciągu kilku godzin [Egner i wsp. 2002, Jakobs i wsp. 2003]. Położenie 

mitochondriów na obrzeżach komórki powoduje, że znajdują się one w pobliżu miejsca wlotu 

tlenu, a wydłużony kształt mitochondriów może sprzyjać rozpraszaniu energii w komórce 

[Jensen i wsp. 2000]. Sieć mitochondrialna ulega fragmentacji i tworzy wiele małych, 

okrągłych mitochondriów po wejściu w fazę stacjonarną [Gorsich i wsp. 2004, Dürr i wsp. 

2006]. Wyniki tych badania sugerują, że opisana dynamiczna i wzajemnie połączona sieć 

mitochondrialna najlepiej spełnia potrzeby aktywnych oddechowo komórek drożdży.  

Ponieważ badanie przemian mitochondriów w tkankach ssaków in vivo jest trudne, 

większość badań dotyczących dynamiki mitochondriów przeprowadzono na hodowlach 

komórkowych. W przeciwieństwie do tkanek, które wytwarzają większość ATP na drodze 

oddychania mitochondrialnego, stwierdzono, że wiele hodowanych linii komórkowych 
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wytwarza ATP głównie na drodze glikolizy. Dlatego obserwacje przeprowadzone na 

hodowlach komórkowych należy interpretować z ostrożnością, ponieważ każda pierwotna lub 

unieśmiertelniona linia komórkowa może wykazywać unikalne właściwości, a stan 

bioenergetyczny oraz morfologia i dynamika mitochondriów mogą silnie zależeć od 

warunków hodowli [Sauvanet i wsp. 2010]. Pamiętając o tych zastrzeżeniach, nie jest 

zaskakującym fakt, że znaleziono morfologicznie różne mitochondria w hodowlach komórek 

ssaków pochodzących nawet z tych samych linii komórkowych. Z jednej strony 

obserwowano morfologicznie odrębne małe ziarniste i nitkowate mitochondria, np. w 

komórkach HeLa, astrocytach i neuronach korowych czy hepatocytach [Collins i wsp. 2002], 

Jednocześnie znajdowano długie, wzajemnie połączone w sieci mitochondria w hodowlach 

ludzkich fibroblastów [Amchenkova 1988], dynamiczne i elektrycznie połączone 

mitochondria w komórkach COS-7 [De Giorgi i wsp. 2000] oraz rozgałęzione sieci 

mitochondrialne w komórkach HeLa [Rizzuto i wsp. 1998]. Wykazano, że hamowanie 

kompleksów łańcucha oddechowego przez niektóre leki wywołuje fragmentację sieci 

mitochondrialnej, co zaobserwowano w komórkach HeLa [Legros i wsp. 2002, Pletjushkina i 

wsp. 2006], komórkach CV1-4A [De Vos i wsp. 2005, Pletjushkina i wsp. 2006], mysich 

embrionalnych fibroblastach [De Vos i wsp. 2005], fibroblastach ludzkiej skóry [Liot i wsp. 

2009], neuronach kory mózgu [ Benart i wsp. 2007, Liot i wsp. 2009] i innych typach 

komórek [Sauvanet i wsp. 2010]. W przeciwieństwie do tego niektóre typy komórek 

zachowują nitkowate mitochondria nawet podczas hamowania łańcucha oddechowego, a 

fenotypy komórek z upośledzeniem oddychania spowodowanym wyłączeniem 

odpowiedniego genu mitochondrialnego są niejednorodne [Sauvanet i wsp. 2010]. 

Mitochondria wydają się być bardziej złożone i rozgałęzione w komórkach HeLa, gdy 

oddychanie mitochondrialne jest indukowane przez wzrost komórek w pożywce zawierającej 

galaktozę (w porównaniu z tymi rosnącymi na podłożu z glukozą), takiego wpływu nie 

obserwowano natomiast w fibroblastach MRC5 [Rossignol i wsp. 2004].  

Podsumowując, większość dostępnych danych wskazuje na funkcjonalny związek między 

zmianami metabolizmu energetycznego i adaptacją morfologii mitochondriów w komórkach 

ssaków. Wydaje się, że wzajemnie połączone sieci mitochondrialne są często obecne w 

komórkach metabolicznie i oddechowo aktywnych, podczas gdy małe i pofragmentowane 

mitochondria są bardziej rozpowszechnione w komórkach w stanie spoczynku, nieaktywnych 

oddechowo.  

2.4.1 Bioenergetyczna rola fuzji mitochondriów 
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Fuzja mitochondrialna umożliwia efektywne mieszanie zawartości mitochondriów i 

tworzenie rozbudowanych sieci mitochondrialnych. Takie działanie jest korzystne w 

warunkach dużego zapotrzebowania na energię, a przerwanie fuzji mitochondrialnej skutkuje 

dysfunkcją mitochondriów i utratą wydolności oddechowej zarówno w komórkach drożdży, 

jak i w komórkach ssaków [Chen i wsp. 2003, Chen i wsp. 2005]. Zaobserwowano, że 

usunięcie genów FZO1 lub MGM1 kodujących kluczowe komponenty mechanizmu fuzji 

mitochondrialnej, prowadzi do szybkiej utraty genomu mitochondrialnego u drożdży [Jones i 

wsp., Merz i wsp. 2009]. Ponieważ mitochondrialne mtDNA koduje kilka podjednostek 

łańcucha oddechowego, trudno jest określić, czy utrata zdolności do fuzji bezpośrednio 

przyczynia się do spadku wydolności oddechowej, czy też mutanty drożdży pozbawione 

zdolności fuzji są pośrednią konsekwencją defektu w dziedziczeniu mtDNA. Delecja genu 

DNM1, kodującego kluczowy mediator rozszczepienia mitochondriów, wpływa pozytywnie 

na żywotność drożdży [Scheckhuber i wsp. 2007]. Nie wiadomo dokładnie, czy 

długowieczność jest bezpośrednio związana z silnie rozbudowaną siecią mitochondrialną 

charakterystyczną dla mutantów drożdży z defektem fragmentacji, czy też jest związana z 

inaktywacją szlaków śmierci komórki na drodze apoptozy lub z innymi przyczynami. Ponadto 

delecja genu MGM1 skraca żywotność komórek drożdży [Scheckhuber i wsp. 2011], co 

sugeruje, że fuzja mitochondrialna jest niezbędna dla prawidłowej fizjologii komórki. Jednak 

nie wiadomo, czy utrata mtDNA u mutantów MGM1 [Jones i wsp. 1992] ma wpływ na 

długość życia komórek drożdży i czy istnieje bezpośredni związek między aktywnością fuzji 

mitochondrialnej a wydolnością oddechową drożdży. Wykazano także, że mysie embrionalne 

fibroblasty pozbawione białek fuzyjnych Mfn1lub Mfn2 są w stanie utrzymać mtDNA, ale 

wykazują obniżony potencjał błony mitochondrialnej [Chen i wsp. 2003]. Zmutowane 

komórki, które zawierają mocno pofragmentowane mitochondria ale zachowują resztkową 

aktywność fuzji mitochondrialnej, nie ulegają poważnym dysfunkcjom. Natomiast komórki 

nie wykazujące aktywności fuzyjnej mają obniżoną fosforylację oksydacyjną [Chen i wsp. 

2005]. Zatem fuzja i wymieszanie zawartości mitochondriów wydaje się być głównym 

czynnikiem zdolności do utrzymania fosforylacji oksydacyjnej komórek ssaków. Można 

przypuszczać, że fragmentacja sieci mitochondrialnej nieuchronnie generuje podfrakcje 

mitochondriów pozbawionych mtDNA lub innych istotnych elementów łańcucha 

oddechowego [Chen i wsp. 2005]. W przypadku braku jakiejkolwiek aktywnej fuzji, te 

fragmenty mitochondrialne będą pozbawione podjednostek łańcucha oddechowego 

zakodowanych w mtDNA i nie będą mogły uczestniczyć w syntezie ATP. Integracja tych 

organelli z siecią mitochondrialną poprzez fuzję umożliwi im udział w fosforylacji 



16 
 

substratowej i zwiększenie bioenergetycznej wydolności komórki. Mieszanie i uzupełnianie 

produktów genowych w połączonych w sieć mitochondriach wydaje się mieć kluczowe 

znaczenie dla utrzymania funkcji mitochondriów i przeciwdziałaniu starzeniu się komórek. 

Mitochondrialna teoria starzenia postuluje, że ROS są generowane jako nieuniknione 

produkty uboczne oddychania, a w nadmiarze wywołują mutacje i uszkodzenia w mtDNA. 

Postępująca akumulacja mutacji mitochondrialnych związana z wiekiem skutkuje następnie 

upośledzeniem funkcji mitochondriów, utratą zdolności bioenergetycznej prowadząc do 

nieprawidłowości i ostatecznie śmierci komórki [Linnane 1989, Balaban i wsp. 2005]. 

 Podczas procesu starzenia w różnych cząsteczkach mtDNA gromadzą się różne 

mutacje, mtDNA typu dzikiego współistnieje z różnymi zmutowanymi allelami lub delecjami, 

w stanie określanym jako heteroplazmia. Jeśli poszczególne mitochondria posiadają mutacje 

w różnych genach, każde mitochondrium będzie niewydolne oddechowo, jeśli jednak te 

mitochondria ulegają fuzji, każde z ulegających fuzji mitochondriów wniesie nienaruszony 

allel, a uzupełnienie produktów genowych przywróci aktywność oddechową [Sato i wsp. 

2006]. Poparcie dla tezy o komplementarności międzymitochondrialnej w komórkach 

heteroplazmatycznych uzyskano w badaniach prowadzonych na modelach komórkowych i 

myszach. W doświadczeniu z wykorzystaniem linii komórek HeLa z upośledzonym 

oddychaniem komórkowym, skutkiem mutacji w różnych genach mitochondrialnego tRNA 

wykazano, że hybrydy tych linii komórkowych wykazują przywrócenie oddychania 

komórkowego po kilku dniach dzięki fuzji mitochondriów [Ono i wsp. 2001]. Podobnie 

aktywność oddechowa była utrzymywana przez fuzję mitochondriów w modelu mysim 

(szczep o mtDNA typu dzikiego i zmutowany) [Nakada i wsp. 2001]. Odkrycia te sugerują, że 

fuzja mitochondriów przyczynia się do utrzymania funkcji mitochondriów w komórkach 

heteroplazmatycznych, a tym samym stanowi mechanizm obronny przed starzeniem. W 

niektórych typach komórek fuzja mitochondrialna generuje duże, rozbudowane sieci, które 

tworzą sprzężone systemy [De Giorgi i wsp. 2000]. Zgodnie z tą hipotezą kompleksy 

łańcuchów oddechowych generują potencjał błonowy w obszarach komórki bogatych w tlen, 

a potencjał ten jest następnie przekazywany wzdłuż włókien mitochondrialnych do odległych 

obszarów komórki, gdzie może być wykorzystany przez syntazę ATP do generowania energii 

metabolicznej w ubogich w tlen częściach komórki. Można przypuszczać, że wydajne 

rozpraszanie potencjału błonowego jest szczególnie ważne w dużych komórkach, które mają 

szczególnie duże zapotrzebowanie na energię, takich jak komórki mięśniowe [Nakada i wsp. 

2001]. Wyniki ostatnich badań podkreślają znaczenie fuzji mitochondriów w warunkach 
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dużego zapotrzebowania na energię u ssaków. Wykazano, że niektóre stresory komórkowe, w 

tym promieniowanie UV i leki, które hamują syntezę białek cytozolowych, mogą wyzwalać 

zwiększoną fuzję mitochondrialną w mysich embrionalnych fibroblastach, a proces ten jest 

określany jako hiperfuzja mitochondrialna wywołana stresem. Mitochondria wydłużają się i 

tworzą siatkę silnie połączonych ze sobą włókien w sposób zależny od Mfn1 i Opa1. 

Hiperfuzji mitochondrialnej wywołanej stresem towarzyszy zwiększona produkcja 

mitochondrialnego ATP. Można przypuszczać, że fuzja jest niezbędna do optymalizacji 

funkcji mitochondriów, aby umożliwić komórce sprostanie zwiększonemu zapotrzebowaniu 

na energię [Tondera i wsp. 2009]. W mysim modelu neurodegeneracji spowodowanej utratą 

fuzji mitochondrialnej poprzez celowe usunięcie Mfn2 wykazano, że komórki Purkinjego w 

móżdżku tych myszy mają nieprawidłowo rozmieszczone mitochondria, zmienioną 

ultrastrukturę i obniżoną aktywność łańcucha oddechowego [Chen i wsp. 2007]. Podobnie 

delecja Mfn1 i Mfn2 w mięśniach szkieletowych powoduje poważną dysfunkcję 

mitochondriów, kompensacyjną proliferację mitochondriów i atrofię mięśni. Defektom tym 

towarzyszy kumulacja mutacji punktowych i delecji w genomie mitochondrialnym oraz 

zubożenie mtDNA [Chen i wsp. 2010]. Obserwacje te potwierdzają znaczenie fuzji 

mitochondriów dla utrzymania intensywnej fosforylacji oksydacyjnej w tkankach o wysokiej 

aktywności metabolicznej [Nakatogawa i wsp. 2009, Rambold i wsp. 2011, Gomes i wsp. 

2011]. 

2.4.2 Bioenergetyczna rola fizji mitochondriów 

Podział mitochondriów pełni wiele różnych funkcji, które obejmują podział i 

dziedziczenie organelli podczas podziału komórek, uwolnienie cytochromu c i innych białek 

apoptotycznych, tworzenie mitochondrialnych jednostek dla transportu wzdłuż cytoszkieletu 

[Westermann 2010]. Chociaż te funkcje nie są bezpośrednio związane z bioenergetyką, to 

uważa się że rozszczepienie mitochondriów może służyć również do eliminacji uszkodzonych 

organelli z sieci mitochondrialnej, aby umożliwić ich usunięcie przez autofagię. Ta aktywność 

prawdopodobnie stanowi mechanizm kontroli i przyczynia się do utrzymania zdolności 

bioenergetycznej mitochondriów [Twig i wsp. 2008a, 2008b]. Obserwacja znakowanych 

fluorescencyjnie mitochondriów w hodowlach komórek ssaków ujawniła, że podział 

mitochondriów często generuje dwie nierówne organelle potomne, jedną o wysokim 

potencjale błonowym, a drugą o obniżonym potencjale błonowym. Wykazano także, że 

mitochondria o niskim potencjale błonowym mają obniżoną ekspresję białka fuzyjnego błony 

wewnętrznej Opa1, a zatem jest mniej prawdopodobne, że ulegną ponownej fuzji z siecią 
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mitochondrialną. Zamiast tego te dysfunkcyjne mitochondria są usuwane z komórki na drodze 

autofagii [Twig i wsp. 2008a, 2008b].  

Podsumowując wydaje się, że rozszczepienie mitochondriów, po którym następuje 

selektywna fuzja, zapewnia mechanizm segregacji uszkodzonych i dysfunkcyjnych 

mitochondriów oraz umożliwia ich degradację na drodze autofagii. Mechanizm ten 

przyczynia się do utrzymania zdrowej populacji mitochondriów i zachowania ich zdolności 

bioenergetycznej.  

2.4.3 Adaptacja dynamiki mitochondrialnej do warunków bioenergetycznych 

Wykazano dotychczas co najmniej trzy możliwe procesy molekularne, które mają 

wpływ na fuzję i fragmentację mitochondriów oraz dostosowanie tych procesów do stanu 

energetycznego komórki: (1) aktywność mechanizmu fuzji mitochondriów może 

bezpośrednio odpowiadać na stan energetyczny mitochondriów (2) kilka komórkowych 

szlaków sygnałowych moduluje aktywność białek fuzyjnych i fizyjnych (3) ekspresja 

kluczowych czynników dynamiki mitochondriów jest regulowana na poziomie transkrypcji.  

Stwierdzono dotychczas, że mutanty drożdży z upośledzeniem oddychania 

komórkowego mają typ dziki morfologii mitochondriów [Dimmer i wsp. 2002], co sugeruje, 

że fuzja mitochondriów jest w stanie utrzymać przynajmniej część aktywności, podczas gdy 

potencjał błony mitochondrialnej jest zmniejszony. Podobnie aktywnie zachodzącą fuzję 

mitochondriów w komórkach ssaków można zaobserwować przy braku funkcjonalnego 

łańcucha oddechowego lub po istotnym obniżeniu stężenia ATP w komórce [Legros i wsp. 

2002]. Jednak rozproszenie potencjału wewnętrznej błony mitochondrialnej eliminuje 

całkowicie fuzję mitochondriów u drożdży in vitro, a w komórkach ssaków fuzja jest silnie 

hamowana przez traktowanie protonoforami, które rozpraszają potencjał błony 

mitochondrialnej [Legros i wsp. 2002, Ishihara i wsp. 2003], co wskazuje, że proces ten 

wymaga utrzymania wysokiej wartości potencjału wewnętrznej błony mitochondrialnej. 

Ponieważ ekspresja izoform białka Mgm1 w drożdżach i jego homologu Opa1 u ssaków jest 

zależna od stanu bioenergetycznego mitochondriów [Herlan i wsp. 2004, Twig i wsp. 2008a, 

2008b] można przypuszczać, że białka te odgrywają kluczową rolę w adaptacji aktywności 

fuzji mitochondrialnej w odpowiedzi na zmiany potencjału błony mitochondrialnej.  

Wykazano także, że liczne szlaki sygnalizacji komórkowej regulują dynamikę 

mitochondriów u drożdży i w komórkach ssaków. Szlaki sygnalizacyjne pośredniczą w 

ubikwitylacji, fosforylacji, nitrozylacji lub proteolitycznym przetwarzaniu kluczowych 
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składników mechanizmu syntezy i rozszczepienia mitochondriów w odpowiedzi na cykl 

komórkowy, patologiczne zmiany w komórkach, indukcję śmierci komórki lub inne 

zewnątrzkomórkowe sygnały [Cerveny i wsp. 2007, Benard i wsp. 2007, Carlucci i wsp. 

2008, Benard i wsp. 2009, Palmer i wsp. 2011]. Wykazano, że białko Drp1 jest regulowane 

przez kinazę białkową zależną od cAMP (PKA) [Carlucci i wsp. 2008], która fosforyluje 

białko na konserwatywnej reszcie seryny [Dimmer i wsp. 2002, Meeusen i wsp. 2004, 

Ishihara i wsp. 2003]. Zaobserwowano także, że fuzja mitochondriów w okresie głodu zależy 

od fosforylacji Drp1 przez PKA [Gomes i wsp. 2011] i że fragmentacja mitochondriów pod 

wpływem hipoksji jest kontrolowana przez obniżenie zależnej od PKA fosforylacji Drp1 

[Cribbs i wsp. 2007, Chang i wsp. 2007]. Zatem precyzyjne dostrojenie aktywności Drp1 

przez PKA ma kluczowe znaczenie dla adaptacji dynamiki mitochondriów do metabolizmu 

komórek ssaków. Należy jednak zauważyć, że białko to może również podlegać innym 

złożonym modyfikacjom potranslacyjnym i regulacji transkrypcji przez kinazy białkowe, 

fosfatazy, ligazy SUMO, proteazy SUMO i ubikwitynę [Santel i wsp. 2008, Chang i wsp. 

2010, Kim i wsp. 2011].  

 

Podsumowując, fuzja i fragmentacja mitochondriów są procesami antagonistycznymi, dzięki 

którym zależnie od warunków zachodzi dostosowanie morfologii mitochondriów do 

bioenergetycznych wymagań komórki (Ryc. 1). Fuzja mitochondriów preferowana jest, gdy 

wymagana jest optymalna aktywność mitochondrialna, w związku z czym zachodzi często w  

komórkach prowadzących aktywnie procesy oddychania komórkowego. Fuzja matrix i błony 

wewnętrznej mitochondriów pozwala na najbardziej efektywną współpracę elementów 

łańcucha oddechowego. Co więcej, fuzja angażuje cały obszar, który w komórce zajmuje 

mitochondrium, aby zmaksymalizować syntezę ATP. Można przypuszczać, że nagłe 

zapotrzebowanie na energię metaboliczną powoduje hiperfuzję i tworzenie sieci 

mitochondriów, co może mieć miejsce przy ekspozycji komórek na stres oraz że fuzja 

optymalizuje funkcje mitochondriów w komórce warunkach głodu. Oprócz tego, że fuzja w 

komórkach narażonych na stres lub głód stanowi krótkoterminową adaptację do 

zmieniających się warunków środowiskowych, wpływa ona również korzystnie na 

utrzymanie bioenergetycznej wydolności w dłuższym czasie. W procesie starzenia fuzja 

umożliwia komplementarność produktów genowych i w ten sposób kompensuje 

nagromadzenie mutacji mitochondrialnych w komórkach heteroplazmatycznych. Ponadto, 

fuzja i tworzenie sieci mitochondriów przyczynia się do rozpraszania energii w dużych 

komórkach o szczególnie wysokim zapotrzebowaniu na energię. Z kolei pofragmentowane 
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mitochondria występują często w komórkach w znajdujących się stanie spoczynku i mogą 

stanowić "domyślny" stan morfologiczny, gdy nie jest wymagana wysoka aktywność 

oddechowa. Mechanizm fragmentacji mitochondriów przyczynia się do utrzymania 

aktywności bioenergetycznej, ponieważ pozwala na eliminację (na drodze autofagii) 

nieodwracalnie uszkodzonych mitochondriów. Aktywność kluczowych białek 

mitochondrialnych jest regulowana na wielu poziomach, w tym poprzez transkrypcję, 

modyfikacje potranslacyjne oraz w bezpośrednią odpowiedź na zapotrzebowanie 

energetyczne komórki.  

 

 

 

2.5. Metaboliczna regulacja dynamiki mitochondriów 

 

Jako miejsce zachodzenia wielu procesów biochemicznych, w tym fosforylacji 

oksydacyjnej, cyklu Krebsa, β-oksydacji kwasów tłuszczowych, gospodarki wapniowej Ca2+ i 

biosyntezy hemu - mitochondria odgrywają kluczową rolę w metabolizmie. Skutkiem tego, 

zaburzenie funkcji mitochondriów, a zwłaszcza w ich aktywności metabolicznej wiąże się z 

wieloma nieprawidłowościami, w tym chorobami metabolicznymi i neurodegeneracyjnymi, 

nowotworami, a także z procesem starzenia [Carelli i wsp. 2014, Lightowlers i wsp. 2015]. 

Mitochondria charakteryzuje duża dynamika istotna zarówno w fizjologii, jak i w 

stanach chorobowych [Labbé i wsp. 2014, Mishra i wsp. 2016]. Ponieważ równowaga między 

fuzją i fizją kontroluje morfologię mitochondriów, delecja genów fuzyjnych skutkuje jak 

wspomniano wcześniej fragmentacją sieci mitochondrialnej i znosi wymianę zawartości 

mitochondriów [Chen i wsp. 2003, Chen i wsp. 2005]. U ludzi mutacje Mfn2 powodują 

chorobę Charcota-Marie-Tootha typu 2A, obwodową neuropatię wpływającą na motoneurony 

ruchowe i czuciowe [Züchner i wsp. 2004]. Mutacje w Opa1 powodują w sposób dominujący 

zanik nerwu wzrokowego, ślepotę spowodowaną degeneracją komórek zwojowych siatkówki 

[Alexander i wsp. 2000, Delettre i wsp. 2000, Delettre i wsp. 2002]. 

Wiadomo, że proces fuzji jest ważny dla przebiegu i aktywności fosforylacji 

oksydacyjnej, szczególnie poprzez regulację ekspresji mtDNA. Wrażliwość komórek na 

obniżoną fuzję mitochondrialną może być zróżnicowana, jak to wykazano w mysich 

embrionalnych fibroblastach, które mogą tolerować brak ekspresji Mfn1 lub Mfn2 bez 

większych konsekwencji w metabolizmie energetycznym tych komórek. Natomiast dla 

neuronów Purkinjego w móżdżku usunięcie Mfn2 staje się letalne z powodu utraty 

aktywności łańcucha oddechowego [Chen i wsp. 2007]. Całkowita utrata fuzji 
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mitochondrialnej spowodowana usunięciem zarówno mitofuzyn lub Opa1 powoduje istotny 

spadek zawartości mtDNA i obniżenie potencjału wewnętrznej błony mitochondrialnej oraz 

hamowanie aktywności łańcucha oddechowego w hodowlach komórek i tkankach myszy 

[Chen i wsp. 2005, Chen i wsp. 2010]. 

Wykazano także, że białka związane z fuzją mitochondriów mają wpływ na 

metabolizm komórki. Stwierdzono, że białko Mfn2 wpływa na stężenie koenzymu Q 

[Mourier i wsp. 2015], a białko Opa1 utrzymuje strukturę grzebieni mitochondrialnych oraz 

ma kluczowe znaczenie dla tworzenia białkowych kompleksów łańcucha oddechowego 

[Cogliati i wsp. 2013]. 
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Rycina 2. Metabolizm i dynamika mitochondriów. Mitochondria odgrywają kluczową rolę w 

metabolizmie energetycznym komórki, uczestniczą w biosyntezie i katabolizmie wielu związków, w 

generowaniu i przekazywaniu sygnałów w komórce. Wykazują dużą dynamikę podlegając fuzji, rozszczepieniu, 

transportowi i mitofagi. Metabolizm i dynamika mitochondriów są silnie ze sobą związane i podlegają 

wzajemnej regulacji.  
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Stan energetyczny komórek jest związany z określoną morfologią mitochondriów. W 

hodowlach komórek drożdży w warunkach, które wymuszają zwiększoną aktywność 

fosforylacji oksydacyjnej obserwuje się tworzenie rozbudowanej sieci mitochondrialnej 

[Egner i wsp. 2002, Jakobs i wsp. 2003]. Analogiczne badanie przeprowadzone na ludzkich 

komórkach wykazało, że mitochondria wydłużają się podczas wzrostu w pożywce 

galaktozowej, co zmusza komórki do produkcji ATP na drodze fosforylacji oksydacyjnej 

[Rossignol i wsp. 2004]. Wydłużone mitochondria obserwowano również w innych stanach 

związanych ze zwiększoną produkcją ATP [Mitra i wsp. 2009, Tondera i wsp. 2009]. Te 

obserwacje sugerują, że wysoka aktywność fosforylacji oksydacyjnej koreluje z wydłużaniem 

mitochondriów, które są bardziej wydajne w wytwarzaniu energii i zdolne do dystrybucji 

energii na duże odległości [Skulachev 2001]. Wykazano, że nasilenie fosforylacji 

oksydacyjnej stymuluje także fuzję i rozbudowę sieci mitochondrialnej [Meeusen i wsp. 2004, 

Hoppins i wsp. 2011]. W izolowanych mitochondriach zaobserwowano ponadto, że dodanie 

substratów łańcucha oddechowego, które nasiliło fosforylację oksydacyjną prowadzi do 

stymulacji mitochondrialnej fuzji mitochondrialnej błony wewnętrznej [Mishra i wsp. 2014a]. 

Aktywność fosforylacji stymuluje białko Yme1L do proteolitycznego przetwarzania białka 

Opa1, prowadząc do aktywacji jego aktywności fuzyjnej. Opa1 ulega ekspresji jako 

długołańcuchowe białko zintegrowane z membraną, które następnie może zostać 

rozszczepione do rozpuszczalnej, krótkołańcuchowej formy przez dwie różne metaloproteazy 

- zależną od ATP proteazę Yme1L i zależną od potencjału błonowego proteazę Oma1. 

Wykazano, że ekspresja zarówno długo- jak i krótkołańcuchowych form białka Opa1 była 

skorelowana z mitochondriami zdolnymi do fuzji [Song i wsp. 2007]. Stwierdzono także, że 

w mitochondriach, w których doszło do fuzji zewnętrznej błony mitochondrialnej, 

proteolityczna obróbka białka Opa1 w miejscu rozszczepienia przez proteazę Yme1L lub 

Oma1 była wystarczająca do stymulacji fuzji błony wewnętrznej [Mishra i wsp. 2014a, 

Mishra i wsp. 2014b]. Obróbka Opa1 przez dwie proteazy umożliwia zróżnicowaną regulację 

fuzji błony wewnętrznej. Proteoliza przez Yme1L jest odpowiedzialna za zależną od 

fosforylacji oksydacyjnej stymulację fuzji błony wewnętrznej (Ryc. 2). W przeciwieństwie do 

tego, gdy potencjał błonowy jest rozproszony, długołańcuchowa izoforma białka Opa1 jest 

całkowicie rozszczepiana i inaktywowana [Ishihara i wsp. 2003, Ishihara i wsp. 2006] w 

wyniku aktywacji Oma1 [Ehses i wsp. 2009]. Wykazano, że różne czynniki wywołujące stres 

w komórkach mogą aktywować proteazę Oma1 w celu rozszczepienia białka Opa1 [Baker i 

wsp.  2014]. Mechanizm ten prawdopodobnie przyczynia się do fragmentacji mitochondriów 
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występującej w wielu formach upośledzenia funkcji mitochondriów [Duvezin-Caubet i wsp. 

2006].  

Wykazano, że długotrwałe obniżenie potencjału wewnętrznej błony mitochondrialnej 

inaktywuje białko Opa1, natomiast krótkotrwała depolaryzacja może częściowo aktywować 

Oma1 i przyczynić do fuzji mitochondriów [Santo-Domingo i wsp. 2013]. Należy zauważyć, 

że komórki pozbawione proteaz Yme1L i Oma1 zachowują bardzo słabą aktywność fuzji 

mitochondrialnej [Anand i wsp. 2014]. Jednakże niezbędne jest przeprowadzenie 

dodatkowych badań w celu wyjaśnienia jak regulowana jest fuzja błony wewnętrznej w tych 

warunkach. Dotychczas wskazuje się, ze warunki, które zwiększają produkcję 

mitochondrialnego ATP prowadzą do wzmożonej fuzji, podczas gdy czynniki metaboliczne, 

które wpływają na obniżenie potencjału mitochondriów powodują zahamowanie fuzji. Te 

czynniki regulacyjne wydają się odgrywać kluczową rolę w warunkach fizjologii jak i 

patologii.     

 Włókna mięśni szkieletowych prowadzące intensywne przemiany tlenowe wykazują 

nasiloną fuzję mitochondrialną, w ten sposób zachowując na wysokim poziomie populację 

mitochondriów o wysokim potencjale wewnętrznej błony mitochondrialnej [Mishra i wsp. 

2015]. W chorobach mitochondrialnych wykazano, że upośledzenie funkcji łańcucha 

oddechowego i fosforylacji oksydacyjnej wynikające z mutacji w mtDNA skutkuje wtórnymi 

defektami w mitochondrialnej fuzji błony wewnętrznej [Mishra i wsp. 2014a, Mishra i wsp. 

2014b]. Ten proces regulacyjny może pomóc w segregacji dysfunkcyjnych mitochondriów i 

zapobieganiu rozprzestrzenianiu się mutacji mtDNA do mitochondriów typu dzikiego. W 

przypadku mięśni szkieletowych połączenie fuzji z aktywnością fosforylacji oksydacyjnej 

może służyć ograniczeniu defektów mtDNA do małego obszaru włókna mięśniowego, co 

stwierdzono u osób starszych i niektórych pacjentów z miopatią mitochondrialną [Elson i 

wsp. 2002, Bua i wsp. 2006]. Ponadto niezdolność uszkodzonych mitochondriów do fuzji z 

resztą populacji mitochondriów zapewnia ich oddzielenie i ułatwia ich zniszczenie poprzez 

autofagię [Twig i wsp. 2008a, Twig i wsp. 2008b].  

Zaproponowano również inne mechanizmy metaboliczne regulujące fuzję 

mitochondrialną (Ryc. 3). Jedym z nich jest stres oksydacyjny, który może nasilać fuzję 

zarówno izolowanych mitochondriów, jak tych obecnych w komórkach. W warunkach stresu 

podwyższony poziom utlenionego glutationu sprzyja dimeryzacji cząsteczek mitofuzyny za 

pośrednictwem wiązań dwusiarczkowych, co jest pierwszym krokiem w procesie fuzji [Shutt 

i wsp. 2012]. Aktywność Mfn1 jest również regulowana przez fosforylację przez kinazę 
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białkową aktywowaną mitogenem (MAPK) łączącą szlak MAPK z fuzją mitochondrialną 

[Pyakurel i wsp. 2015]. Inne badania sugerują, że fuzję może kontrolować lokalne stężenie 

GTP. NM23-H4 jest kinazą disfosforanów nukleotydów zlokalizowaną w mitochondriach, 

która może generować GTP (z GDP) w obecności ATP. Co ciekawe, NM23-H4 może 

promować przyłączanie GTP do białka Opa1, a knockdown NM23-H4 prowadzi do 

upośledzenia fuzji, których skutki przypominają knockdown Opa1 [Boissan i wsp. 2014]. 

Przypuszczalnie ten mechanizm pozwala na powiązanie stężenia ATP w komórce z fuzją 

mitochondrialną poprzez łączenie Opa1 przez GTP.  

Podsumowując, wiele etapów procesu fuzji może być niezależnie ukierunkowanych za 

pośrednictwem różnych mechanizmów regulacyjnych, potencjalnie zapewniających wysoki 

poziom kontroli nad procesem fuzji mitochondrialnej.   

 

Rycina 3. Regulacja metaboliczna fuzji mitochondrialnej. Na proces fuzji mitochondriów składa 

się fuzja błony zewnętrznej, w której pośredniczą mitofuzyny, a następnie fuzja błony wewnętrznej, w której 

pośredniczy białko Opa1. Mechanizm regulacji obejmuje: (1) Stres oksydacyjny i wysoki poziom utlenionego 

glutationu (GSSG), które sprzyjają tworzeniu kompleksów trans mitofuzyn, wspomaganych przez wiązania 

dwusiarczkowe prowadząc do wiązania organelli i zwiększonej fuzji błony zewnętrznej. (2) Fuzja błony 

wewnętrznej jest stymulowana przez aktywność fosforylacji oksydacyjnej, która zwiększa proteolityczne 

przetwarzanie Opa1 (z formy długołańcuchowej do rozpuszczalnej formy krótkołańcuchowej), w którym 
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pośredniczy białko Yme1L. (3) Podwyższony poziom ATP jest potencjalnie powiązany z przyłączeniem GTP 

Opa1 poprzez kinazę nukleotydów difosforanowych NM23-H4. Przyłączenie GTP i hydroliza przez Opa1 są 

wymagane do fuzji wewnętrznej membrany. (4) Stresy metaboliczny, w tym utrata potencjału wewnętrznej 

błony mitochondrialnej aktywuje proteazę błony wewnętrznej Oma1 i skutkuje całkowitym proteolitycznym 

przetwarzaniem Opa1.  

 

2.5.1 Kontrola metaboliczna fragmentacji mitochondriów 

Jak wspomniano wcześniej fragmentacja mitochondriów wymaga aktywności białka 

Drp1, GTPazy, która jest rekrutowana do zewnętrznej błony mitochondrialnej poprzez białka 

receptorowe (Mff, Fis1, MiD49 i MiD50). W mitochondriach Drp1 gromadzi się wokół tubuli 

i obkurcza je w sposób zależny od GTP, aby pośredniczyć w cięciu. Oprócz wpływania na 

morfologię mitochondriów, fragmentacja mitochondriów służy ponadto ułatwieniu transportu 

mitochondriów, mitofagii i apoptozie. Badania kliniczne pozwoliły ustalić związek między 

mutacją Drp1 a śmiertelnym małogłowiem u noworodków [Waterham i wsp. 2007] i oporną 

na leczenie padaczką [Vanstone i wsp. 2015]. W innych badaniach wykazano związek 

mutacji w białku Mff z przypadkami opóźnienia rozwojowego z dysfunkcją nerwowo-

mięśniową [Shamseldin i wsp. 2012]. Najbardziej znany mechanizm regulacyjny fragmentacji 

mitochondriów obejmuje, jak wcześniej wspomniano, fosforylację białka Drp1. 

Zidentyfikowano wiele miejsc fosforylacji oraz kinaz biorących udział w tej regulacji, 

związanych ponadto ze szlakami sygnałowymi aktywowanymi przez czynniki metaboliczne. 

Ponadto fosforylacja może aktywować lub hamować Drp1, a tym samym nasilać tworzenie 

lub spowalniać fragmentację sieci mitochondrialnej.  

Badania nad fosforylacją Drp1 skupiły się na serynie 616 (S616) i S637 w oparciu o 

sekwencję izoformy 1 ludzkiego Drp1. Wykazano, że przyłączenie grupy fosforanowej do 

reszty seryny 637 przez kinazę białkową A (PKA) na S637 hamuje przyłączenie do 

mitochondriów, promując wydłużenie sieci mitochondrialnej w odpowiedzi na aktywację 

farmakologiczną (np. forskolinę), stymulację β-adrenergiczną lub intensywny wysiłek 

fizyczny (Ryc. 4) [Chang i wsp. 2007, Cribbs i wsp. 2007]. Fosforylacji na S637 

przeciwdziałają fosfatazy kalcyneuryna [Cribbs i wsp. 2007; Cereghetti i wsp. 2008] i PP2A / 

Bβ2 [Dickey i wsp. 2011]. Regulacja negatywna Drp1 przez fosforylację na S637 występuje 

również podczas zahamowania aktywności szlaku mTOR i w czasie niedostatecznego 

dostarczania azotu, co zwiększa poziomy cAMP i aktywuje PKA [Gomes i wsp. 2011, 

Rambold i wsp. 2011]. W warunkach głodu, nawet jeśli dochodzi do aktywowania autofagii, 

hamowana jest również aktywność białka Drp1, co skutkuje nasileniem fuzji 
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mitochondrialnej, promuje mitochondrialną produkcję ATP i chroni mitochondria przez 

degradacją. Rozszczepieniu natomiast sprzyja defosforylacja Drp1 na serynie 637 poprzez 

zależną od Ca2+ kalcyneurynę, co wspomaga aktywację Drp1 i rekrutację do powierzchni 

mitochondriów (Fig. 4), [Cribbs i wsp. 2007, Cereghetti i wsp. 2008]. Zaobserwowano, że 

zastosowanie substancji rozprzęgających potencjał wewnętrznej błony mitochondrialnej 

powoduje silną i szybką fragmentację sieci mitochondrialnej stymulując białko Oma1 do 

rozszczepiania Opa1, a tym samym powodując inaktywację fuzji mitochondrialnej.  

 

Rycina 4. Regulacja metaboliczna fizji mitochondriów.  

Głównym regulatorem fragmentacji mitochondriów jest białko Drp1, które ulega rekrutacji z puli cytozolowej na 

powierzchnię mitochondriów. Do rekrutacji Drp1 i rozpoczęcia fragmentacji konieczne jest również białko 

receptorowe na zewnętrznej błonie mitochondrialnej (na rycinie pokazane zostały tylko dwa białka receptorowe 

Mff i MiD51). Cztery możliwe szlaki regulacyjne zaznaczono na schemacie (1) Skutkiem działania 

intensywnego wysiłku fizycznego i głodzenia (brak azotu) następuje aktywacja PKA, po której następuje 

fosforylacja Drp1 na Ser637, która hamuje fragmentację mitochondriów z powodu zatrzymania Drp1 w 

cytozolu. (2) Defosforylacja S637 możne być wywołana kalcyneuryną, która jest aktywowana przez 

metaboliczne rozprzęgnięcie mitochondriów, co prowadzi do rekrutacji Drp1 i szybkiej aktywacji 

rozszczepienia. (3) Ekspozycja na zimno i onkogenny RasG12V aktywuje fragmentację poprzez fosforylację 

Ser616 odpowiednio przez PKA lub MAPK. (4) Obniżenie ilości energii może potencjalnie aktywować 

rozszczepienie poprzez podniesienie poziomów ADP i AMP. Wiązanie ADP z receptorem MiD51 jest niezbędne 

do rekrutacji Drp1 i fragmentacji. Wykrycie AMP przez AMPK powoduje fosforylację Mff i aktywację 

fragmentacji.  
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Kalcyneuryna zatem przekazuje sygnały metaboliczne związane ze zmianami stężenia 

wapnia na zmiany w morfologii mitochondriów. Zaburzenie aktywności mitochondriów w 

zakresie buforowania wapnia może zwiększyć cytozolowe poziomy wapnia i potencjalnie 

wywołać fragmentację mitochondriów za pośrednictwem kalcyneuryny. Ponadto wykazano, 

że myszy pozbawione kalcyneury w mięśniach szkieletowych wykazują obecność 

wydłużonych mitochondriów, zwiększoną aktywność łańcucha oddechowego, odporność na 

otyłość na diecie wysokotłuszczowej i zmniejszoną wydolność do wysiłku fizycznego 

[Pfluger i wsp. 2015]. 

W brązowej tkance tłuszczowej, w której zachodzi termogeneza bezdrżeniowa 

obserwowano aktywację Drp1 i fragmentację mitochondriów. Stymulacja zimnem powoduje 

w tych komórkach utlenianie kwasów tłuszczowych w niesprzężonych mitochondriach w celu 

zwiększenia produkcji ciepła, a nie syntezy ATP. Ekspozycja na zimno powoduje 

uruchomienie sygnału pochodzącego od adrenaliny, aktywację PKA i fosforylację Drp1 w 

S616, która aktywuje fragmentację mitochondriów (Ryc. 4), [Wikstrom i wsp. 2014]. 

Fragmentacja mitochondriów zwiększa ich wrażliwość na kwasy tłuszczowe (w nieznanym 

dotąd mechanizmie) wspomagając w ten sposób wytwarzanie ciepła. Zatem mechanizmy 

wzmacniające fragmentację mitochondriów mogą zmniejszać wydajność fosforylacji 

oksydacyjnej i mogą być przydatne w okresach nadmiaru składników odżywczych w 

komórce, aby je intensywniej metabolizować [Wikstrom i wsp. 2014].  

Fosforylacja Drp1 na S616 może być również zaangażowana w działanie 

kancerogenne przez onkogenne Ras (Ryc. 3), [Kashatus i wsp. 2015]. Regulacja w górę 

szlaku MAPK przez Ras indukuje bowiem fosforylację Drp1 w S616, w której pośredniczy 

Erk1, co skutkuje nasileniem fragmentacji mitochondriów. Hamowanie funkcji Drp1 osłabia 

aktywność onkogenną Ras w hodowlach komórek i ksenoprzeszczepów nowotworowych. 

Dotychczas nie ustalono jednak, jaką rolę w metabolizmie komórek nowotworowych 

odgrywa mitochondrialna dynamika. Regulacja fragmentacji mitochondriów może również 

zachodzić na poziomie białek receptorowych Drp1. W hodowlach komórek, takim celem 

wydaje się być Mff, ponieważ utrata Mff prowadzi do gwałtownego wydłużenia 

mitochondriów [Otera i wsp. 2010, Losón i wsp. 2013]. Ostatnie badania pokazują, że Mff 

jest substratem fosforylacji dla kinazy AMP (AMPK). Fosforylacja aktywuje Mff i 

fragmentację mitochondriów, wyjaśniając w jaki sposób AMPK łączy niedobór energii z ich 

fragmentacją (Ryc. 4). Można przypuszczać, że podobną rolę w regulacji metabolizmu może 

odgrywać białko MiD51 [Losón i wsp. 2014]. Domena cytozolowa tego receptora jest 
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wrażliwa na enzymatycznie nieczynny fragment nukleotydylotransferazy, który zawiera 

miejsce wiązania dinukleotydów ADP i GDP o wysokim powinowactwie. Wykazano, że 

związanie dinukleotydów jest wymagane do działania receptora, służąc jako czujnik 

poziomów ADP. Zatem MiD51 potencjalnie wiąże warunki metaboliczne z fragmentacją 

mitochondriów (Ryc. 4). Dla receptora MiD49 nie stwierdzono tego sposobu regulacji, 

ponieważ nie wiąże nukleotydów pomimo obecności podobnej domeny i miejsca wiążącego 

[Losón i wsp. 2014]. Nie wiadomo także, czy MiD49 wiąże inne klasy ligandów, które mogą 

regulować jego aktywność. 

2.5.2 Kontrola metaboliczna mitofagii 

Ogólna masa mitochondriów w komórce jest prawdopodobnie regulowana poprzez 

równowagę między biogenezą a degradacją. Kiedy mitochondria występują w nadmiarze, 

starzeją się lub ulegają uszkodzeniu, ich pozbywanie się z komórki zachodzi głównie w 

wyniku autofagii, w przypadku mitochondriów określanym jako mitofagia. Usunięcie 

mitochondriów może być przypadkowe lub selektywne. Podczas autofagii masowej 

degradacja mitochondriów jest częścią uogólnionego programu autofagii, aktywowanego 

przez stan metaboliczny komórki. W innych przypadkach mitofagia jest procesem, który 

selektywnie degraduje tylko wadliwe mitochondria, utrzymując w ten sposób ogólny stan 

populacji mitochondrialnej.  

Najlepiej zbadany szlak mitofagii obejmuje geny Pink1 i Parkin odpowiedzialne za 

niektóre przypadki rodzinnej choroby Parkinsona. Pink1, kinaza zlokalizowana w 

mitochondriach, jest normalnie importowana i degradowana w mitochondriach. Ponieważ 

import białek zależy od potencjału błony mitochondrialnej, depolaryzacja prowadzi do 

akumulacji Pink1 na błonie zewnętrznej [Narendra i wsp. 2010]. Nagromadzone białko Pink1 

fosforyluje liczne białka, w tym ubikwitynę, w celu rekrutacji i aktywacji Parkiny, ligazy E3 

[Okatsu i wsp. 2015]. Aktywowane białko Parkin powoduje powszechną ubikwitynację 

mitochondrialnych białek błony zewnętrznej, których degradacja przez proteasom 26S [Sarraf 

i wsp. 2013] jest wymagana do kierowania mitochondrium do błon autofagicznych. Ponieważ 

Parkin jest selektywnie wzbogacany w dysfunkcyjnych mitochondriach, zdrowe organelle są 

chronione przed autofagiczną degradacją. Pink1 i Parkin są również zaangażowane w inny 

szlak kontroli jakości mitochondriów, różny od autofagii, w którym pęcherzyki pączkują z 

mitochondriów i są przemieszczane do późnego endosomu i lizosomu [Sugiura i wsp. 2014]. 
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Mitofagia może być aktywowana pod wpływem niektórych stresorów komórkowych. 

W przypadku stresu energetycznego aktywacja AMPK powoduje fosforylację białek ULK1 i 

ULK2, kinaz białkowych ssaków, które są homologami genu autofagii ATG1 [Egan i wsp. 

2011]. ULK1 i ULK2 sprzyjają autofagii, w tym degradacji mitochondriów. AMPK hamuje 

również aktywację szlaku mTORC, który normalnie hamuje funkcję białek ULK. Te 

wzajemnie powiązane mechanizmy łączą mitofagię ze stanem energetycznym komórki. 

Stany niedotlenienia mogą również wywołać mitofagię poprzez odrębny mechanizm. 

Aktywacja fosfatazy mitochondrialnej PGAM5 powoduje defosforylację mitochondrialnego 

receptora autofagii, FUNDC1. Defosforylacja sprzyja interakcji FUNDC1 z ATG8 (znanym 

również jako LC3), stymulując tworzenie się błony autofagicznej [Chen i wsp. 2014]. Nie jest 

jasne, jak niedotlenienie aktywuje PGAM5 i czy ten mechanizm jest selektywny dla 

poszczególnych mitochondriów. Wykazano także, że warunki metaboliczne, które sprzyjają 

nasileniu aktywności mitochondriów, mogą również sprzyjać mitofagii [Melser i wsp. 2013]. 

Wskazywany jest również mechanizm, w którym zaangażowane jest małe białko 

GTPaza Rheb oddziałujące z mitochondrialnym receptorem autofagii Nix. Zakotwiczenie 

Rheb do zewnętrznej błony mitochondrialnej w warunkach intensywnych przemian 

oksydacyjnych w komórce sprzyja rekrutacji białka LC3, wzmacniając w ten sposób 

mitofagię. Sygnały molekularne, które rekrutują Rheb, są dotychczas niejasne. Promowanie 

mitofagii w warunkach oksydacyjnych wydaje się kontrastować z wcześniejszymi modelami 

mitofagii, w których dysfunkcyjne organelle są usuwane. Jednak zwiększona aktywność 

łańcucha oddechowego może sprzyjać uszkodzeniu mitochondriów (np. poprzez zwiększoną 

produkcję ROS) i jest możliwe, że Rheb reaguje specyficznie na te uszkodzone mitochondria. 

Alternatywnie, ten mechanizm może być zastosowany w celu zwiększenia rotacji populacji 

mitochondriów w warunkach zwiększonego zapotrzebowania funkcjonalnego. W obu 

przypadkach zwiększona mitofagia sprzyja ogólnej wydajności energetycznej całej puli 

komórkowej mitochondriów [Chen i wsp. 2014]. 

2.6. Biogeneza mitochondriów  

Homeostaza mitochondriów może być zachowana dzięki koordynacji między dwoma 

przeciwstawnymi procesami: wytwarzaniem nowych mitochondriów przez biogenezę i 

usuwaniem uszkodzonych mitochondriów przez mitofagię. Proces biogenezy mitochondriów 

zachodzi głównie w zdrowych komórkach, jednakże wykazano także że proliferacja i 

migracja komórek nowotworowych może być skorelowana z biogenezą mitochondriów 
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[LeBleu i wsp. 2014]. Proces biogenezy wymaga współpracy między genomem 

mitochondrialnym i jądrowym,  jest wieloetapowy i angażuje: 

1) Transkrypcję i translację mitochondrialnego DNA. Transkrypcja mitochondrialnego DNA 

jest aktywowana przez rodzinę białek PGC-1 (PGC-1α, PGC-1β i PGC-1), z którego PGC-1α 

(białko koaktywatora 1α receptora γ aktywowanego przez proliferatory peroksysomów (ang. 

peroxisome proliferator-activated receptor-γ coactivator) uważany jest za główny regulator 

biogenezy mitochondrialnej. 

Szlak jest inicjowany przez aktywację PGC-1α (przez fosforylację lub deacetylację), po której 

następuje stymulacja szeregu jądrowych czynników transkrypcyjnych, tj. ang. nuclear 

respiratory factor 1 (NRF-1), ang. nuclear respiratory factor 2 (NRF-2) i ang. estrogen 

related receptor-α (ERR-α), a w końcu poprzez wzrost ekspresji ang. mitochondrial 

transcription factor (TFAM), końcowego efektora transkrypcji i replikacji mitochondrialnego 

DNA [Cameron i wsp. 2016, Cameron i wsp. 2017, Dos Santos i wsp. 2018]. 

Następnie translacja genów kodowanych przez mDNA na białka odbywa się za pomocą 

specyficznych czynników translacji (kodowanych przez jądrowy DNA), takich jak ang. 

initiation factor 2 and 3 (mtIF2 i mtIF3), ang. elongation factors Tu, Ts i G1 (mtEFTu, 

mtEFTs i mtEFG1), ang. translational release factor1-like (mtRF1L) i ang. recycling factors 

(mtRRF1 i mtRRF2). 

Ponadto poziomy białek mitochondrialnych są regulowane przez aktywator translacji 

oksydazy cytochromu c1 (TACO1), który wiąże mitochondrialne mRNA [Yokokawa i wsp. 

2018]. 

2) Syntezę, import i łączenie białek mitochondrialnych kodowanych przez jądrowe DNA.  

Białka mitochondrialne pochodzą z prebiałek syntetyzowanych w cytozolu i dostarczanych z 

sygnałem kierującym na końcu aminowym umożliwiającym rozszczepienie. Translokaza 

TIM23 kieruje sygnał prebiałek w kierunku macierzy mitochondrialnej, gdzie białka 

gromadzą się i są sortowane w kierunku macierzy lub wewnętrznej błony mitochondrialnej. 

Energię potrzebną do kierowania tą ścieżką importu zapewnia ATP wytworzone w 

mitochondrialnej fosforylacji oksydacyjnej [Demishtein-Zohary i wsp. 2017]. 

Dotychczas wykazano udział kilku szlaków sygnałowych w biogenezie mitochondriów: 
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1) szlak AMPK/ PGC-1α z udziałem C1q/białko związane z czynnikiem martwicy 

nowotworu-3) (ang. tumour necrosis factor-related protein-3/C1q) aby promować biogenezę 

w kardiomiocytach [Zhang i wsp. 2017] i w komórkach HepG2 [Deng i wsp. 2019].  

Ponadto, AMPK fosforyluje i aktywuje acetylotransferazę histonową 1 (HAT1), tworząc 

luźną strukturę chromatyna-DNA, która promuje transkrypcję; AMPK fosforyluje także 

czynnik epigenetyczny DNA metylotransferazy 1 (DNMT1), który ogranicza dostęp 

czynników transkrypcyjnych do promotora [Marin i wsp. 2017].  

2) indukcja PGC-1α wraz z jego dalszymi genami docelowymi NRF1 and TFAM. Taką 

kaskadę sygnalizacyjną zidentyfikowano dla komórek trzustki MIN6 β-cells, po 

potraktowaniu humaniną [Qin i wsp. 2018] i 3T3-L1 pre-adipocytów po potraktowaniu 

salicylanem [Yan i wsp. 2017]. Aktywacja szlaku sygnałowego PGC-1α może być również 

pośredniczona poprzez białko wiążące z elementem odpowiedzi na cAMP (CREB) ang. 

cAMP response element-binding protein (CREB); który wiąże się ze szczególną sekwencją w 

DNA (z elementem odpowiedzi na cAMP) i następnie zwiększa/obniża transkrypcję genów. 

W komórkach endotelialnych szlak CREB/ PGC-1α promuje mitochondrialną biogenezę 

przez aktywację G protein-coupled receptor (TGR5) [Zhao i wsp. 2018] . 

3) szlak Gβγ-Akt-eNOS-sGC - stymulacja białka G (komponenty Gβγ) i Akt-eNOS-sGC 

(ang. soluble guanylate cyclase) przez agonistów receptorów β2 adrenergicznych, jak 

formoterol, pozwala na regenerację w ostrych i podostrych chorobach degeneracyjnych 

[Cameron i wsp. 2017] i carvedilol stosowany w chorobach serca [Yao i wsp. 2016].  

4) oś Akt/ transcription factor FoxO3a pod wpływem pochodzącego z diety β-hydroksy-β-

metylomaślan (HMB) [Duan i wsp. 2019].  

5) sirtuina (ang. silent information regulator-1) (SIRT1) - aktywuje pośredniczoną przez 

PGC-1α transkrypcję genów mitochondrialnych i jądrowych kodujących białka dla 

mitochondrialnej fosforylacji oksydacyjnej i produkcji energii. SIRT3 stymuluje białka 

istotne dla  fosforylacji oksydacyjnej, cyklu kwasów trójkarboksylowych, oksydacji kwasów 

tłuszczowych i pośrednio także PGC-1α i AMPK [Duan i wsp. 2019], (Ryc.5).  
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Rycina 5. Biogeneza mitochondriów.  
 

Aktywacja PGC-1α pełni nadrzędną rolę w zwiększeniu ekspresji białek mitochondrialnych. (AMPK) Kinaza 

aktywowana AMP ang. adenosine monophosphate activated protein kinase; (ERR) Receptor związany z 

estrogenem, ang. estrogen-related receptor; (NRF) jądrowy czynnik oddechowy, ang. nuclear respiratory 

factor; (PGC-1α) koaktywator 1α receptora γ aktywowany przez proliferatory peroksysomów, ang. peroxisome 

proliferator-activated receptor-γ coactivator-1α; (SIRT-1) ang. silent information regulator-1; (TFAM) czynnik 

transkrypcyjny α, ang. transcription factor α; (TIM 23) translokaza TIM23, ang. translocase TIM23. 

 

2.7 Rola dynamiki mitochondrialnej w komórkach mięśni 

 

Nieliczne badania kardiomiocytów pochodzących od pacjentów z niewydolnością 

serca dostarczyły pewnych dowodów na zwiększoną fragmentację mitochondriów, która była 

skorelowana ze zmniejszoną ekspresją białka Opa1 [Chen i wsp. 2009]. Niektóre badania 



34 
 

sugerują również, że zaburzenia dynamiki mitochondriów w mięśniach szkieletowych mogą 

przyczyniać się do insulinooporności [Jheng i wsp. 2012, Quirós i wsp. 2012]. 

Przypuszcza się, że nadmiar kalorii sprzyja fragmentacji mitochondriów poprzez nie poznany 

dotychczas mechanizm. Wykazano, że jeśli stan nadmiernej podaży kalorii przedłuża się, 

nasila to nadprodukcję ROS i upośledza sygnalizację insulinową. Co więcej, ten patologiczny 

stan może się pogłębić w wyniku mutacji lub zmienionej ekspresji białek, co będzie osłabiać 

lub sprzyjać fragmentacji mitochondriów. Wykazano, że insulinooporność jest związana z 

dysfunkcją mitochondriów, charakteryzującą się zmniejszoną biogenezą mitochondriów i 

zmniejszoną odpowiedzią bioenergetyczną na stymulację insuliną. Mechanizmy obejmują 

represję transkrypcji genów mitochondrialnych, lipotoksyczność i bezpośrednie skutki jakie 

wywołuje insulinooporność [Pagel-Langenickel 2010]. Nie wiadomo jednak dotychczas, czy 

dysfunkcja mitochondriów mięśni szkieletowych jest przyczyną, czy konsekwencją 

insulinooporności. Wydaje się prawdopodobnym, że dysfunkcja mitochondriów może 

prowadzić do nadprodukcji ROS, niepełnego utleniania kwasów tłuszczowych i zmniejszenia 

wydatku energetycznego, co może nasilać insulinooporność [Pagel-Langenickel 2010]. 

Wykazano, że w mięśniach szkieletowych dysfunkcja mitochondriów może wystąpić 

również bez insulinooporności, co więcej,  wykazano także oporność na insulinę przy braku 

dysfunkcji mitochondriów. Przeprowadzono dotychczas niewiele badań dotyczących zmian 

ekspresji białek związanych z dynamiką mitochondriów na modelach zwierzęcych i ludziach 

z otyłością i insulinoopornością. Większość badań koncentrowała się na białku Mfn2 i 

ujawniła obniżone poziomy mRNA i białka Mfn2 w mięśniach szkieletowych ang. zucker 

fatty rats oraz u ludzi z cukrzycą typu 2. Stwierdzono, że obniżony poziom Mfn2 korelował z 

insulinoopornością mięśni szkieletowych, a za represję transkrypcji białka Mfn2 

odpowiedzialny może być obniżony poziom PGC-1α, [Pulliam i wsp. 2013, Zorzano 2010a, 

Zorzano 2010b].   

Na podstawie badań z zastosowaniem różnych mysich modeli z ukierunkowanymi 

mutacjami białek regulatorowych dynamiki mitochondriów w mięśniu sercowym lub 

szkieletowym, wykazano, że zakłócenie fuzji lub fragmentacji mitochondriów zaburza 

homeostazę mitochondrialną i komórkową [Dorn i wsp. 2013]. W sercu zaburzenie fuzji 

mitochondrialnej przez wyłączenie genów (knockout) mitofuzyn Mfn 1 i Mfn 2 prowadzi do 

przebudowy mięśnia sercowego i wczesnej śmierci, podczas gdy utrata Drp1 prowadzi do 

rozwinięcia niewydolności serca [Song i wsp. 2017]. Co ciekawe, gdy zarówno fuzja jak i 

fragmentacja mitochondriów zostały zahamowane w sercu, zwierzęta przeżywały dłużej niż te 
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z upośledzeniem jednego z procesów, jednakże przejawiały fenotyp przyspieszonego 

starzenia mięśnia sercowego związanego z zaburzeniem funkcji mitochondriów [Song i wsp. 

2017]. 

Wykazano, że wyciszenie genu Mfn 2 w mięśniach szkieletowych, w mięśniu 

sercowym i wątrobie istotnie zaburza homeostazę metaboliczną i skutkuje insulinoopornością, 

przy nieistotnym wpływie na masę ciała. Zaobserwowano również istotne zmiany w ekspresji 

białek łańcucha oddechowego i szybkości fosforylacji oksydacyjnej, jednakże synteza ATP 

była prawidłowa pomimo zwiększonego stężenia ROS [Song i wsp. 2017]. Zatem utrata 

białka Mfn2 w mięśniach szkieletowych może nasilać stres oksydacyjny silniej niż wpływać 

na upośledzenie statusu energetycznego mitochondriów. Badania in vitro sugerują również, że 

przeładowanie lipidami nasila fragmentację mitochondriów, w której pośredniczy białko 

Drp1, częściowo w odpowiedzi na stres oksydacyjny, co dodatkowo nasila insulinooporność 

[Song i wsp. 2017]. Wykazano, że ekspresja proteazy ang. presenilin associated rhomboid 

like (PARL) jest obniżona u otyłych zwierząt i ludzi z cukrzycą typu 2. Chociaż początkowo 

odkryto ją jako proteazę Opa1, to obecnie wiadomo, że PARL reguluje strukturę i funkcje 

mitochondriów w złożony sposób, w tym jest regulatorem transkrypcji wpływającym na 

ekspresję genów Opa1 i Mfn2. Zaobserwowano, że wyciszanie PARL za pośrednictwem 

siRNA w mięśniach szkieletowych myszy lub w hodowlach ludzkich miotubuli hamowało 

ekspresję Opa1 i Mfn2, zmniejszało integralność grzebieni mitochondrialnych i wywoływało 

stres oksydacyjny, insulinooporność i akumulację lipidów [Civitarese i wsp. 2010].   

Obniżoną ekspresję białek PARL, Opa1 i Mfn2 opisano u ludzi z insulinoopornością 

(osoby starsze, pacjenci z cukrzycą typu 2) i u otyłych naczelnych [Liesa i wsp. 2009]. 

Wykazano ponadto, że niedobór PARL w linii germinalnej prowadzi do przedwczesnej 

śmierci z powodu kacheksji [Cipolat i wsp. 2006]. Biorąc pod uwagę wielokierunkowość 

działania białka PARL przydatność modeli komórkowych i zwierzęcych o obniżonej ekspresji 

lub z wyciszonym genem do oceny udziału Opa1 w regulację odpowiedzi na insulinę w 

bioenergetyce mitochondriów jest ograniczona. Wykazano jednakże, że delecja białka Oma1, 

proteazy Opa1, ujawnia złożony fenotyp metaboliczny charakteryzujący się otyłością, 

hiperleptynemią i stłuszczeniem wątroby po karmieniu wysokotłuszczowym, ale bez 

rozwinięcia insulinooporności [Quirós i wsp. 2012]. Wyniki tych badań podkreślają złożone 

interakcje między dynamiką mitochondriów, homeostazą metaboliczną i insulinoopornością, 

ale nadal nie dają odpowiedzi na pytanie o rolę białka Opa1 w metabolizmie tkanki 

mięśniowej. Dotychczas wykazano, że insulina nasila metabolizm mitochondriów w mięśniu 
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sercowym i szkieletowym, skutkiem zwiększenia fuzji mitochondrialnej i podwyższoną 

ekspresją Opa1 zarówno w badaniach in vivo i in vitro [Cipolat i wsp. 2006, Parra i wsp. 

2014]. Wyciszenie Opa1 w hodowlach komórek mięśniowych wpłynęło na zahamowanie 

zdolności insuliny do zwiększenia metabolizmu mitochondriów [Cipolat i wsp. 2006, Parra i 

wsp. 2014]. Obecnie nie wiadomo, czy wzrost metabolizmu mitochondriów, w którym 

pośredniczy Opa1, jest bezpośrednią konsekwencją zwiększonej fuzji mitochondrialnej, 

zwiększonej gęstości grzebieni mitochondrialnych, czy obu tych zjawisk [Cipolat i wsp. 2006, 

Parra i wsp. 2014]. Badania mitochondriów ze zmniejszoną ekspresją Opa1 w mięśniach 

szkieletowych ujawniło upośledzoną morfologię grzebieni mitochondrialnych i obniżoną 

bioenergetykę mitochondrialną. Jednak myszy z indukowanym obniżeniem ekspresji Opa1 

(smOpa1-/-) w mięśniach szkieletowych nie wykazywały oporności na insulinę [Pereira i 

wsp. 2017]. Myszy nie rozwinęły też związanej z wiekiem otyłości ani insulinooporności. 

Zastosowanie diety wysokotłuszczowej u tych myszy nie spowodowało rozwinięcia się u nich 

otyłości ani cukrzycy, ponadto wykazano istotną redukcję masy tłuszczowej, która 

odpowiadała za brak otyłości. Indukowanie niedoboru Opa1 w mięśniach szkieletowych u 

myszy po karmieniu wysokotłuszczowym, wywoływało natomiast wywoływało otyłość i 

cukrzycę typu 2. Obniżenie ekspresji Opa1 w mięśniach szkieletowych myszy otyłych i 

myszy z cukrzycą doprowadziło do istotnego zmniejszenia otyłości i cukrzycy [Pereira i wsp. 

2017]. Obserwacje te doprowadziły do hipotezy, że mięśnie szkieletowe z niedoborem Opa1 

wydzielały czynnik wpływający na ogólnoustrojową homeostazę metaboliczną, czynnik 

wzrostu fibroblastów 21 (FGF21), którego stężenie w mięśniach badanych myszy było 

zwiększone. W warunkach fizjologicznych FGF21 jest białkiem pochodzącym z wątroby, 

który może być również uwalniany z tkanki tłuszczowej. U ssaków wykazuje wielostronne 

działanie, które obejmuje zwiększenie wydatku energetycznego, poprawę homeostazy 

glukozy, redukcję lipidów i zmniejszenie preferencji smakowej dla cukru [Markan i wsp. 

2016]. 

Aby zrozumieć mechanizm łączący niedobór Opa1 w mięśniach szkieletowych z 

indukcją ekspresji genu FGF21 badacze wykorzystali myszy, u których geny FGF21 i Opa1 

zostały jednocześnie wyciszone w mięśniach szkieletowych [Pereira i wsp. 2017]. 

Zmniejszona ekspresja Opa1 w mięśniach szkieletowych myszy doprowadziła do aktywacji 

odpowiedzi ang. ER stress pathway. Aktywacja tego szlaku, służy przede wszystkim do 

maksymalizacji zdolności retikulum endoplazmatycznego do utrzymania fałdowania białek w 

warunkach zwiększonej syntezy białek. Aktywacja tego szlaku prowadzi do wytworzenia 
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regulatorów transkrypcji, takich jak XBP1 i ATF4, które mogą wiązać promotor genu FGF21. 

Niedawne badania u ludzi z miopatią mitochondrialną ujawniły podwyższone poziomy 

FGF21 we krwi. Zatem pogląd, że mięśnie szkieletowe można wskazać jako potencjalne 

endogenne źródło FGF21, jest prawdopodobny, ale musi zostać poparty dalszymi badaniami 

[Lehtonen i wsp. 2016].  

Aby ocenić konsekwencje zwiększonego zużycia kwasów tłuszczowych w mięśniu 

sercowym na dynamikę mitochondriów, zbadano myszy z nadekspresją syntetazy acylo-CoA, 

(co powodowało dwukrotnie większe zużycie kwasów) [Tsushima i wsp. 2018]. 

Obserwowany wzrost wychwytu kwasów tłuszczowych przez mięsień sercowy wywoływał 

zmiany w sieci mitochondrialnej. U młodych myszy mitochondria mają niewielką średnicę, w 

trakcie rozwoju następuje stopniowy wzrost szerokości mitochondriów, który jest związany z 

hamowaniem Drp1 (o czym świadczy zwiększona fosforylacja białka Drp1 w Ser 637). Z 

kolei u myszy z nadekspresją syntetazy acylo-CoA nie zaobserwowano takiej zmiany w 

morfologii mitochondriów, natomiast stwierdzono obniżoną fosforylację białka Drp1 na Ser 

637. Obniżenie fosforylacji Drp1 jest związane ze zwiększoną aktywnością białka, która 

nasila fragmentację mitochondriów i zmniejsza ich fuzję. Obniżenie aktywność Drp1 w 

modelu przeciążenia lipidami, spowodowało, że fragmentacja sieci mitochondrialnej była 

osłabiona. Białko kotwiczące mitochondrialnej kinazy białkowej A (PKA) - białko 121 

(AKAP121) jest białkiem szkieletowym, które ułatwia interakcję PKA z substratami, takimi 

jak Drp1. U myszy wykazano niższą ekspresję AKAP121 i nasilenie jego degradacji w 

proteasomach. Oprócz potranslacyjnych modyfikacji Drp1, przeciążenie lipidami zaburzyło 

również proteolityczne rozszczepienie Opa1, prowadząc do zwiększenia ekspresji 

nieaktywnej izoformy [Tsushima i wsp. 2018]. Badania te ujawniają, że nadmiar lipidów 

modyfikuje szlaki sygnałowe, które regulują dynamikę mitochondriów w sercu. 

Wykazano, że zmiany dynamiki mitochondriów mięśniowych mogą być wywołane 

przez modyfikacje białek sygnałowych wywołane stresem oksydacyjnym i nadprodukcją 

ROS. U myszy z nadekspresją syntetazy acylo-CoA i nadekspresją mitochondrialnej formy 

dysmutazy ponadtlenkowej (SOD 2), fragmentacja sieci mitochondrialnej była zmniejszona 

[Tsushima i wsp. 2018]. Wyniki tych badań wskazują, że wielkość mitochondriów w mięśniu 

sercowym jest dynamicznie regulowana przez stan redox co podkreśla pogląd, że 

mitochondria to dynamiczne organelle, które dostosowują swój rozmiar i kształt nawet w 

dojrzałych, ale metabolicznie aktywnych tkankach, takich jak mięsień sercowy. 
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Podsumowując, mitochondria to dynamiczne organelle, które zmieniają swoją 

morfologię w odpowiedzi na bodźce środowiskowe. Istnieje ścisły związek między 

fizjologicznymi zmianami w wielkości sieci mitochondrialnej a funkcją metaboliczną 

mitochondriów. Zmiany w strukturze i funkcji mitochondriów modulują komunikację między 

organellami, prowadząc do modyfikacji szlaków sygnałowych w komórkach mięśniowych, co 

ma istotne konsekwencje dla ogólnoustrojowej homeostazy metabolicznej. Dlatego 

mitochondria w tkankach metabolicznie aktywnych, takich jak mięśnie, nie powinny już być 

postrzegane jako statyczne organelle, które jedynie wytwarzają ATP, ale raczej jako 

dynamiczne struktury, których forma i kształt determinuje ich funkcję.   

2.8. Uniwersalne znaczenie metabolizmu puryn  

Nukleotydy purynowe biorą udział we wszystkich procesach metabolicznych 

zachodzących w komórkach: (1) ATP jest nośnikiem energii, łączy procesy w których energia 

jest zużywana, z procesami w których jest wytwarzana (2) są prekursorami kwasów 

nukleinowych (3) regulatorami kluczowych procesów metabolicznych (4) substratami w 

biosyntezie cząsteczek sygnałowych jak - cykliczne nukleotydy (5) neuroprzekaźnikami w 

układzie nerwowym - jak adenozyna i ATP (6) prekursorami koenzymów - jak FAD, CoA, 

NAD, NADP (7) efektorami allosterycznymi - jak stężenie ATP/AMP, kontrolujące wiele 

szlaków metabolicznych (8) aktywnymi związkami pośrednimi w wielu biosyntezach - jak S-

adenozynometionina [Burnstock 2020].  

2.9. Nukleotydy adenylanynowe a metabolizm energetyczny komórek 

Najważniejszym wskaźnikiem umożliwiającym analizę stanu energetycznego 

komórek jest ładunek energetyczny adenylanów (AEC) ang. Adenylate Energy Charge. 

Energia puli adenylanów definiowana jest jako AEC = (ATP+0,5 ADP)/(ATP+ADP+AMP). 

Wartości jakie może przyjmować AEC mieszczą się w zakresie od 0 (kiedy całą pulę 

nukleotydów stanowi AMP) do 1, wówczas wszystkie nukleotydy adenylowe występują w 

formie ATP. W warunkach homeostazy organizmu AEC podlega ścisłej kontroli i ma wartość  

0,8-0,9. AEC zbliżony do 1 świadczy o wysokim potencjale energii metabolicznej. Wartości 

0,55-0,75 mogą wskazywać na negatywne działanie czynnika stresowego, indukującego 

wydatkowanie energii w kierunku mechanizmów obronnych, a wartości poniżej 0,5 

towarzyszą śmierci komórki [Burnstock 2020].   
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3. HIPOTEZY BADAWCZE i CEL PRACY  

Ekspozycja na niskie temperatury może być rozpatrywana jako czynnik stresogenny, 

który, jak sugerują doniesienia naukowe, w przypadku powtarzającego się działania może 

prowadzić do reakcji adaptacyjnych. Można zatem przypuszczać, że zimno stosowane 

ogolnoustrojowo, po uwzględnieniu przeciwwskazań, indywidualnego dostosowania 

temperatury, czasu trwania, formy ekspozycji oraz płci może być czynnikiem pozytywnie 

modyfikującym proces starzenia się mięśni, porzez usprawnienie mechanizmów związanych z 

biogenezą mitochondriw i syntezą ATP.  

Biorąc powyższe pod uwagę postawiono hipotezę o możliwości pozytywnego wpływu 

wysiłku fizycznego w zimnej wodzie na biogenezę mitochondriów i metabolizm 

energetyczny mięśni starzejących się szczurów.  

Celem pracy była (1) ocena wpływu aktywności fizycznej w zimnej wodzie na parametry 

stanu energetycznego, zawartość związków purynowych i biogenezę mitochondriów w 

mięśniach starzejących się szczurów (2) ocena zmian stężenia związków 

wysokoenergetycznych i zmian ekspresji białek regulujących dynamikę mitochondriów w 

mięśniach jako wskaźników wpływu wysiłku fizycznego w zimnej wodzie i ich przydatności 

w monitorowaniu zmian adaptacyjnych. 

Cele szczegółowe obejmowały: oznaczenie stężenia ATP (adenozyno-5’-trifosforanu); ADP 

(adenozyno-5’-difosforanu); AMP (adenozyno-5’-monoforanu); Ado (adenozyny); wartości 

potencjału energetycznego adenylanów (AEC); wartości puli nukleotydów adenylowych 

(TAN) oraz ekspresji mRNA i białka koaktywatora 1α receptora γ aktywowanego przez 

proliferatory peroksysomów (PGC-1α); ekspresji mRNA mitofuzyny 1 (Mfn1); mitofuzyny 2 

(Mfn2); ekspresji mRNA Opa1; ekspresji mRNA Drp1 w mięśniach szkieletowych 

starzejących się szczurów poddanych treningowi fizycznemu w zimnej wodzie.  
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4. MATERIAŁ I METODY BADAŃ  

 Badania zostały przeprowadzone za zgodą Lokalnej Komisji Etycznej ds. 

Doświadczeń na Zwierzętach w Szczecinie (Uchwała nr: 4/2014). Zwierzęta były hodowane 

w zwierzętarni Pomorskiego Uniwersytetu Medycznego w Szczecinie (PUM). Badania 

prowadzono w Katedrze i Zakładzie Diagnostyki Funkcjonalnej i Medycyny Fizykalnej 

Pomorskiego Uniwersytetu Medycznego w Szczecinie w latach 2013 – 2023, w oparciu o 

kontunuację wcześniejszego projektu pt: "Zmiany adaptacyjne w organizmie szczurów 

eksponowanych na niskie temperatury", finansowanego ze środków Funduszu Stymulacji 

Nauki PUM (FSN-318-09/13). Do celów realizacji niniejszej pracy doktorskiej udostępniono 

materiał biologiczny w postaci tkanki mięśniowej pobranej w trakcie realizacji w.w. projektu 

i zabezpieczonego do czasu wykonywania analiz.    

 

4.1. Model badań 

 Badania przeprowadzono na 64 osobnikach szczurów obu płci stada niekrewniaczego  

Wistar (32 samców i 32 samic) będących w chwili rozpoczęcia doświadczenia w wieku 15 

miesięcy. Zwierzęta przed rozpoczęciem badań zostały poddane miesięcznej kwarantannie w 

zwierzetarni PUM. Przez cały okres trwania kwarantanny oraz w czasie prowadzonych 

doświadczeń szczury były żywione paszą standardową LSM (granulowana mieszanka dla 

myszy i szczurów) oraz otrzymywały wodę wodociągową do picia ad libitum. 

 Szczury losowo przydzielono do grup badawczych: 

Grupy kontrolne (n = 16 osobników); zwierzęta przebywające w warunkach sedenteryjnych 

 Grupa kontrolna samce (n = 8) 

 Grupa kontrolna samice (n = 8) 

Grupy badane 5oC (n = 24 osobniki); zwierzęta poddane aktywności fizycznej w zimnej 

wodzie o temperaturze 5 ± 2°C 

 Grupa 5oC samce (n = 12) 

 Grupa 5oC samice (n = 12) 

Grupy badane 36oC (n = 24 osobniki); zwierzęta poddane aktywności fizycznej w wodzie o 

temperaturze komfortu cieplnego (36 ± 2°C) 

 Grupa 36oC samce (n = 12) 

            Grupa 36oC samice (n = 12) 

Wszystkie zwierząta przebywały w zwierzętarni w specjalistycznych plastikowych klatkach o 

ażurowej pokrywie, mając do dyspozycji ściółkę z zestalonego miału drewnianego. W 
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zwierzetarni panowały stałe warunki temperaturowe (23 ± 2°C), stała wilgotność powietrza 

(ok. 40%) oraz 12-godzinny cykl dnia i nocy. Zwierzeta przebywały po cztery osobniki 

jednakowej płci w pojedynczej klatce, mając swobodny dostęp do suchej karmy i wody.  

 

4.2. Procedura doświadczalna 

 Czas trwania doświadczenia, zwiazany z codzienną aktywnością fizyczną zwierząt w 

wodzie wynosił 9 tygodni. Przed rozpoczęciem serii przewidzianych w badaniach imersji w 

wodzie, każdy osobnik z grup badanych był umieszczany na 2 minuty w pustym szklanym 

zbiorniku (o wymiarach: długość 100 cm, szerokość 50 cm, głębokość 50 cm). Takie 

postępowanie miało na celu przyzwyczajenie szczurów do kontaktu z prowadzącym 

doświadczenie i warunków otoczenia doświadczalnego. Czynność tę powtarzano przez 7 dni 

poprzedzających rozpoczęcie doświadczenia.   

Podczas pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszej imersji w wodzie  wynosił 

2 minuty (pierwszego dnia) i był wydłużany każdego następnego dnia o 0,5 minuty, aż do 

osiągnięcia czasu aktywnośći fizycznej w wodzie wynoszącej 4 minuty (w piątym dniu 

pierwszego tygodnia). Czas pojedynczego treningu wyznaczono na podstawie wyników 

innych badaczy, które dowodzą, że w wodzie o temperaturze 4-5ºC szczury aktywnie pływają 

maksymalnie do 4 minut, a następnie biernie dryfują [Teległów 2012]. Na podstawie danych 

literaturowych wiadomo rownież, że szczury pływające w temperaturze komfortu cieplnego 

mogą pozostawać aktywne znacznie dłużej [Teległów 2012].  

Z uwagi na potrzebę ujednolicenia zakresu aktywności fizycznej dla wszystkich zwierząt z 

grup badanych, niezależnie od temperatury środowiska wodnego, zastosowano 4 minutowe 

codzienne sesje pływackie dla każdej z grup. W ten sposób czynnikiem zmiennym 

oddziałującym na zwierzęta pozostała wyłącznie temperatura wodny w której pływały 

zwierzęta.  

 W konsekwencji od poczatku drugiego do końca ósmego tygodnia czas sesji  

pływackich zwierząt wynosił 4 minuty dziennie. Treningi prowadzono codziennie przez 5 dni 

w tygodniu (z wyjątkiem sobót i niedziel) w godzinach porannych, każdorazowo kończących 

się do godziny 12,00. W zbiorniku pływał jednocześnie zawsze tylko jeden osobnik. Każdy 

szczur po zakończeniu ćwiczeń pływackich był starannie osuszony przy pomocy papierowego 

ręcznika oraz przez kilka minut pozostawał zawinięty w suchej ligninie, w osobnej klatce, aby 

zapobiec ewentualnemu wyziębieniu. Następnie szczury były umieszczane w swoich 
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macierzystych klatkach. Szczury z grup kontrolnych były również codziennie oswajane z 

dotykiem oraz umieszczane w pustym szklanym suchym zbiorniku na czas 4 minut.    

W trakcie trwania badań zanotowano śmierć jedego osobnika z grupy kontrolnej oraz 3 

zwierząt z grup badanych z przyczyn nie związanych bezpośrednio z doświadczeniem. 

Rycina 6 przedstawia schemat przeprowadzonych procedur. 

 

Rycina 6. Schematyczne przedstawienie procedur badawczych zastosowanych w 

eksperymencie.  

  

Po zakończeniu badań, czterdzieści osiem godzin po ostatniej sesji pływackiej 

przeprowadzono sekcje zwierząt w anestezji chlorowodorkiem ketaminy, podanym 

domięśniowo w dawce 10 mg/kg masy ciała.  

 

4.3. Przygotowanie materiału do badań  
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Tkankę mięśni szkieletowych uda szczurów pobrano w trakcie wykonywania sekcji 

zwierząt i natychmiast umieszczano w ciekłym azocie. Próby następnie przechowano w 

temperaturze -80oC do czasu wykonania dalszych oznaczeń stężenia ATP, ADP, AMP, Ado  

oraz ekspresji białka PGC-1, ekspresji mRNA PGC-1, Mfn1, Mfn2, Opa1, Drp1. 

 

4.4. Oznaczanie stężenia ATP, ADP, AMP, Ado metodą wysokosprawnej chromatografii 

cieczowej (HPLC) 

 

Analizę stężenia ATP, ADP, AMP, Ado w mięśniach przeprowadzono metodą 

wysokosprawnej chromatografii cieczowej (ang. high performance liquid chromatography - 

HPLC) [Smolenski i wsp. 1990]. Zamrożoną w ciekłym azocie tkankę mięśniową 

umieszczono w termoboksie (-21 °C). Następnie mały fragment tkanki przeniesiono do 

metalowego homogenizatora, który został wcześniej schłodzony w pojemniku z płynnym 

azotem i zalano się 2-3 krotnie ciekłym azotem. Pobraną tkankę zhomogenizowano poprzez 

kilkukrotne uderzenie młotkiem (4-5 razy) w metalowy trzpień homogenizatora (również 

wcześniej schłodzony w pojemniku z ciekłym azotem). Sproszkowaną i zamrożoną tkankę 

mięśniową (ok. 1 mg białka) schłodzoną w ciekłym azocie łyżeczką przeniesiono do 

probówki Eppendorf zawierającej 500 µl 1,3 M kwasu nadchlorowego (wcześniej 

schłodzonego do temp. 4oC). Po krótkim wymieszaniu (vortex) przeprowadzono dalszą 

homogenizację za pomocą homogenizatora nożowego przez około 15 sekund. Homogenat 

został następnie odwirowany (16000G przez 10 min, w 4 oC). Supernatant (600 µl) 

zobojętniono przez dodanie około 60-90 L 3 M roztworu ortofosforanu potasu (pH 6,0-7,0). 

Zneutralizowany supernatant odwirowano (16000G przez 10 min, w 4 oC), otrzymany 

przesącz był przechowywany w -80 °C do dalszej analizy. W przygotowanych według 

powyższej procedury próbach oznaczono stężenie pochodnych purynowych. Analizę 

przeprowadzono przy użyciu systemu chromatograficznego Hewlett Packard Series 1100. Do 

analizy HPLC zostały użyte odczynniki: acetonitryl - (gradient grade) firmy Merck, KCl, 

KH2PO4, K2HPO4 (micro select) firmy Fluka. Wzorce analizowanych puryn pochodziły z 

firmy Sigma, wodę uzyskano z systemu Milli- Q (Millipore). System chromatograficzny 

Hewlett Packard Series 1100 składał się z poczwórnej pompy gradientowej z mieszalnikiem 

niskociśnieniowym, detektora UV VWD (Variable Wavelength Detector), ręcznego zaworu 

dozującego Rheodyne 7725i z pętlą o objętości 20 l, próżniowego układu odgazowania 

buforów, przedziału termostatowania kolumny HP G 1316A. Oznaczenia zostały wykonane 
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na kolumnie 100 mm  4,6 mm, wypełnionej przez producenta (Hewlett Packard) materiałem 

Hypersil BDS-C 18, o średnicy ziaren 3 m. Dane chromatograficzne zostały przygotowane 

za pomocą oprogramowania HP Chemstation (Hewlett Packard). Do chromatografii 

zastosowano: (Bufor A) stanowił 150 mM bufor fosforanowy KH2PO4 / K2HPO4 zawierający 

150 mM KCl o pH 6. (Bufor B) stanowił 15% roztwór acetonitrylu w buforze A. Przed 

użyciem bufory zostały przefiltrowane (zastosowano filtry nylonowe o porach średnicy 0,22 

m oraz system filtracyjny firmy Supelco). Niskociśnieniowy mieszalnik gradientowy 

kontrolował skład faz ruchomych. Zawartość buforu B była zmieniana w czasie: 0 min - 0 % 

B; 0,1 min - 2% B; 3,5 min - 7% B; 6,75 min - 35% B; 7,20 min - 50% B; 7,65 min - 100% B; 

8,55 min - 100% B; 8,65 min - 0% B. Dla cyklu 12,8 min. między kolejnym podaniem prób 

do zaworu dozującego czas reekwilibracji wynosił 4,9 min. Prędkość przepływu 

rozpuszczalników przez kolumnę wynosiła: 0,666 ml/min. Kolumna była termostatowana w 

temperaturze 20,5 oC. Utrzymanie stałych warunków poprzez termostatowanie przedziału 

kolumny chromatograficznej gwaratowało, że czasy retencji oznaczanych związków 

zmieniały się w bardzo w wąskim zakresie  0,05 min. Długość fali detektora wynosiła: 254 

nm.  

 

4.5 Analiza ekspresji genów PGC1A, Mfn1, Mfn2, Opa1, Drp1 metodą łańcuchowej 

reakcji polimerazy z obrazowaniem w czasie rzeczywistym (qRT PCR) 

 

Ilościowej oceny ekspresji genów PGC1A, Mfn1, Mfn2, Opa1, Drp1 kodujących 

odpowiednio białka: mitofuzynę 1 (Mfn1), mitofuzynę 2 (Mfn2), białko ang. optic atrophy 1 

(Opa1), białko związane z dynaminą 1 (ang. dynamin-related protein 1) w mięśniach dokonano 

metodą łańcuchowej reakcji polimerazy z obrazowaniem w czasie rzeczywistym (ang. 

quantitative real-time polymerase chain reaction qRT PCR). Z tkanek przechowywanych w 

temperaturze -80 °C wyizolowano RNA z wykorzystaniem komercyjnego zestawu RNeasy Mini 

Kit (Qiagen, Niemcy). Ilość i jakość wyizolowanego RNA zbadano za pomocą spektrofotometru 

NanoDrop ND-1000 (NanoDrop Technologies, USA). Matryca została przepisana na cDNA z 

wykorzystaniem 1μg RNA w 20μl całkowitej objętości próbki z użyciem Omniscript RT Kit 

(Qiagen, Germany) według instrukcji producenta. qRT-PCR został przeprowadzony przy użyciu 

urządzenia 7500 Fast Real-Time PCR System (Applied Biosystems, USA) oraz odczynnika 

Power SYBR Green PCR Master Mix (Applied Biosystems, USA), który jest roztworem buforu 

zawierającym polimerazę DNA AmpliTaq Gold, mieszaninę deoksynukleotydów, barwnik SYBR 

Green oraz barwnik referencyjny ROX (normalizacja sygnału fluorescencji). Monitorowanie 
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przyrostu produktu reakcji PCR w czasie rzeczywistym przeprowadzono dzięki pomiarowi 

fluorescencji, który jest proporcjonalny do stężenia produktu w mieszaninie. Każda próbkę 

przeanalizowano dwukrotnie, a wyniki stanowiły średnią z dwóch pomiarów. W skład mieszaniny 

reakcyjnej wchodziły: 12,5 μl odczynnika Power SYBR Green PCR Master Mix, startery forward 

i reverse dla badanego genu w końcowym stężeniu 0,5 μM oraz 50 ng cDNA. Całkowita objętość 

mieszaniny reakcyjnej wynosiła 25 μl. W reakcji zastosowane zostały warunki: 95 °C (15 s), 40 

cykli w 95 °C (15 s) i 60 °C (1 min). Poziom ekspresji genu białka PGC w każdej próbce został 

porównywany z kontrolą endogenną. Specyficzność reakcji została oceniona przy użyciu analizy 

krzywych topnienia, które potwierdziły amplifikację tylko jednego produktu reakcji PCR. W 

badaniach wykorzystano startery dla badanych genów:  

nazwa: rMfn1_F 

sekwencja: ATGGCAGAAACGGTATCTCCA 

nazwa: rMfn1_R 

sekwencja: GCCCTCAGTAACAAACTCCAGT 

nazwa: rMfn2_F 

sekwencja: AGAACTGGACCCAGTTACTA 

nazwa: rMfn2_R 

sekwencja: CACCTCGCTGATTCCCCTGA 

nazwa: rOpa1_F 

sekwencja: CCGTGTGAGCAGAAGAACAC 

nazwa: rOpa1_R 

sekwencja: AGCCTCAAGGCCAACTATGT 

nazwa: rDrp1_F 

sekwencja: CAGGAACTGTTACGGTTCCCTAA 

nazwa: rDrp1_R 

nazwa: Ppargc1a_F 

sekwencja: TATGGAGTGACATAGAGTGTGCT 

nazwa: Ppargc1a_R 

sekwencja: GTCACTACACCACTTCAATCC 

 

Kontrolę stanowił gen referencyjny – GAPDH. Ekspresja względna genu PGC1A wyznaczona 

została metodą komparatywną ΔΔCt, według wzoru R = 2-ΔΔCt, gdzie ΔCt dla kalibratora = (Ct 

kalibratora badanego genu) - (Ct genu referencyjnego), ΔCt dla nieznanej próby = (Ct badanego 

genu) - (Ct genu referencyjnego), a ΔΔCt = (ΔCt próbki badanego genu) - (ΔCt kalibratora 

badanego genu), gdzie Ct oznacza cykl progowy. 

4.6. Analiza ekspresji białka PGC-1α metodą Western blot 

 

Analizę ekspresji białka PGC-1α - kluczowego enzymu zaangażowanego w biogenezę 

mitochondriów wykonano metodą Western blot. 
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Przygotowanie materiału do badań 

Z wyizolowanej tkanki mięśniowej sporządzano 2,5% homogenat w buforze 2xSB – Sample 

Buffer. Uzyskane homogenaty umieszczano na 5 min w termobloku w temperaturze 95°C, a 

następnie po schłodzeniu, próbki nakładano na żel lub przechowywano w −20 °C. 

Do przygotowania Sample Buffer wykorzystano: bufor 625 mM Tris-HCl pH = 6,8; 20% 

glicerol, 2% dodecylo-siarczan sodu (SDS), ditiotreitoil (DTT) 100 mM, błękit bromofenolu 0,2 

mM.   

Elektroforeza białek na żelu poliakrylamidowym 

Proces elektroforezy opiera się na wędrówce molekuł w żelu poliakrylamidowym zgodnie 

z wytworzonym zewnętrznym polem elektrycznym. Poliakrylamid jest obojętnym chemicznie 

podłożem o porowatej strukturze. Powstaje on przez polimeryzację akrylamidu i bisakrylamidu. 

Wytworzenie pola elektrycznego skutkuje wędrówką ujemnie naładowanych cząsteczek w 

kierunku anody: łatwiej wnikając w kanaliki żelu cząsteczki o niskiej masie wędrują dalej, 

natomiast cząsteczki o wyższej masie wędrują w żelu wolniej. W zależności od stężenia żelu 

szybkość penetracji cząsteczek jest różna, stąd stosuje się 2 żele: zagęszczający 4% – górny, 

wyrównywujący nakładane próbki oraz dolny, którego stężenie zależne jest wielkości badanego 

białka. Preinkubacja z SDS oraz ditiotreitolem powoduje denaturację białka, a następnie 

wędrówka cząstek w żelu skutkuje ich rozdziałem według wielkości. Detergent anionowy – SDS 

wiąże się z łańcuchem białka w stosunku 2 reszty aminokwasowe na 1 cząsteczkę. Niezależnie od 

początkowego ładunku białka, cząsteczka posiada znaczny ładunek ujemny, który jest 

proporcjonalny do swojej masy cząsteczkowej. Do przeprowadzenia elektroforezy sporządzono 

żele poliakrylamidowe. Bufor do elektroforezy TGS sporządzono, rozcieńczając 10 razy bufor 

o pH = 8,3 zawierający: tris – 30 g; glicynę – 144 g; SDS – 6 g; wodę destylowaną do objętości 

100 mL. Bufor umożliwia utrzymanie właściwych warunków siły jonowej i pH do przebiegu 

elektroforezy. Tabela 1. Skład żeli poliakrylamidowych. 

Odczynniki Żel górny 4% Żel dolny 10% 

H2O 6,1 mL 8 mL 

1,5 M Tris-HCl – 5 mL 

0,5 M Tris-HCl 2,5 mL – 

10% SDS (dodecylo-siarczan sodu) 100 μL 200 μL 

akryloamid /bisakryloamid  1,3 mL 6,7 mL 

10% APS (nadsiarczan amonu) 50 μL 100 μL 

TEMED (N,N,N′,N′- tetrametyloetylenodiamina) 10 μL 10 μL 
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Wykonanie elektroforezy 

Przygotowano żele o grubości 1,5 mm: zagęszczający - 4% oraz rozdzielający- 10% (Tab. 1). 

Czynniki sieciujące akrylamid - nadsiarczan amonu (APS) i N,N,N′,N′-tetrametyloetylenodiaminę 

(TEMED) - wykonano bezpośrednio przed ich zmieszaniem i nałożono ok. 8 mL do komory 

między szybkami aparatu do elektroforezy. Następnie na warstwę żelu naniesiono kilka mL wody, 

wyrównywującej żel i zapobiegającej jego wysychaniu w oczekiwaniu na jego polimeryzację. Po 

spolimeryzowaniu żelu odprowadzono warstwę wody. Do przestrzeni, która powstała został 

nałożony żel zagęszczający. Bezpośrednio przed nałożeniem dodano odczynniki APS i TEMED. 

Po nałożeniu grzebienia czekano, aż żel spolimeryzuje. Następnie, delikatnie usuwając grzebień 

żele umieszczano w aparacie do elektroforezy. Przestrzenie pomiędzy żelami uzupełniono 

buforem do elektroforezy TGS, w ten sposób, aby przykrywał powierzchnię żelu. W następnej 

kolejności do dołków naniesiono próbki. Do aparatu początkowo podłączono napięcie 100 V, 

kiedy próbki osiągnęły granicę żeli napięcie zwiększono do 120 V. Rozdział elektroforetyczny 

białek trwał ok. 1,5 h. 

Transfer białek na membranę 

Białka z żeli zostały przeniesione na membranę nitrocelulozową za pomocą metody 

elektrolitu. Po podłączeniu napięcia białka przemieściły się w kierunku do anody, na membranę. 

Przeprowadzenie transferu 

Po zakończonym procesie elektroforezy żele zostały wyjęte z komór, usunięto warstwy 

górne i umieszczono w komorze do transferu. Utworzono „kanapkę”, umieszczając w kasecie 

kolejno: dwie gąbki, papier, żel, membranę 7x10 cm, papier, dwie gąbki. Sporządzoną „kanapkę” 

umieszczono następnie w aparacie do elektroforezy, w ten sposób, aby membrana była położona 

bliżej anody niż żel. W aparacie został również umieszczony pojemnik z lodem i mieszadło 

magnetyczne (utrzymujące właściwą temperaturę i rozmieszczenie jonów). Aparat został 

uzupełniony buforem do transferu (bufor C z 20% metanolem). Transfer był przeprowadzony pod 

napięciem 50 V przez 120 min. Efekt przenoszenia białek na błony oceniono przeprowadzając ich 

barwienie czerwienią Ponceau S. Bufor do transferu został utworzony poprzez rozcieńczenie 10 

razy buforu C, który zawierał: NaHCO3 – 8,4 g; Na2CO3 – 3,18 g oraz dodając 200 mL metanolu 

na 1 litr H2O. 

Detekcja białek na membranie 

W celu blokowania membrany przeprowadzono inkubację membrany w roztworach: mleka 

lub surowiczej albuminy wołowej (BSA) w 0,1% soli fizjologicznej buforowanej Tris z Tween 20 
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(TBS-T), celem zablokowania niespecyficznych wiązań z przeciwciałami. Membranę 

inkubowano z przeciwciałem I-rzędowym – swoistym dla badanego białka. Następnie 

przeprowadzono inkubację membrany z przeciwciałem II-rzędowym wiążącym przeciwciało I-

rzędowe. Przeciwciała były skompleksowane z enzymem peroksydazą chrzanową. W dalszym 

postępowaniu przeprowadzono detekcję badanych białek metodą chemiluminescencji (z 

zastosowaniem chemiluminescence luminol reagent – ECL), przeprowadzono naświetlanie kliszy 

światłoczułej, wywołanie sygnału, analizę densytometryczną ekspresji badanych białek z użyciem 

oprogramowania TotalLab v 1.11. W tabeli 2 przedstawiono warunki analizy Western blot 

ustalone dla użytych przeciwciał. 

Tabela 2. Warunki immunodetekcji zastosowane do analizy ekspresji białek metodą Western blot 

Procedura Białko PGC-1  

Blokowanie 5% mleko w 0,1% TBS-T 60’ temp. pokojowa 

Płukanie – 

Inkubacja 

z I-rzędowym przeciwciałem 

(I Ab) 

I Ab 

(Abcam, Cambridge, UK, ab 188102) 

1:1000 

w 5% mleko w 0,1% TBS-T, 12 h, 4oC 

Płukanie 3x5’ 0,1% TBS-T 

Inkubacja  

z II-rzędowym przeciwciałem 

(II Ab) 

Anti-rabbit 

1:4000 

w 5% mleku w 0,1% TBS-T, 1 h, temp. pokojowa 

Płukanie 

3x5’ 

0,1% TBS-T 

1x5’ TBS 

ECL 5 min 

Naświetlanie 2 s 
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4.7 Analiza statystyczna 

Uzyskane w doświadczeniach wyniki badań poddano analizie statystycznej, przy użyciu 

programów Excel oraz Statistica v 10. Przeprowadzono test Shapiro–Wilka celem zbadania czy 

rozkłady wartości wyników analizowanych zmiennych odbiegał od rozkładu normalnego. 

Następnie obliczono wartości średnie, odchylenia standardowe, mediany, minimum, maximum, 

kwartyle. W celu wykazania istotności różnic zastosowano test U Manna–Whitney'a. Za poziom 

istotności statystycznej przyjęto wartość p ≤ 0,05.  
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5. WYNIKI 

5.1 Stężenie adenozyno trifosforanu (ATP) w mięśniach szczurów  

Stężenie ATP w mięśniach szkieletowych zwierząt istotnie różniło się między 

grupami. Stężenie ATP w mięśniach samców szczurów pływających w zimnej wodzie (grupa 

5oC) było istotnie wyższe zarówno w porównaniu do stężenia ATP w mięśniach samców z 

grupy kontrolnej (o ok. 64%, p≤0.001), jak i do tych, które poddane były treningowi w 

wodzie ciepłej (o ok. 30%, p≤0.001). W mięśniach samców pływających w ciepłej wodzie 

(grupa 36oC) zanotowano również wyższe stężenia ATP (o 14%) w stosunku do grupy 

kontrolnej (p≤0.001), (Ryc.7). 

U samic pływających w zimnej wodzie również stwierdzono wyższe steżenie ATP w 

mięśniach (o ok. 33%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. U samic trenujących w 

wodzie ciepłej stężenie ATP w mięśniach było również wyższe (o ok. 15%, p≤0.001) w 

porównaniu do zwierząt grupy kontrolnej. Stężenie ATP w mięśniach samic szczurów, które 

pływały w zimnej wodzie w porównaniu do tych, które odbywały trening w wodzie ciepłej 

było także istotnie wyższe (o ok. 16%, p≤0.001), (Ryc.8). 

 

Rycina 7. Stężenie adenozyno trifosforanu (ATP) w mięśniach samców szczurów z grupy 

kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 
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kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 
 

 

Rycina 8. Stężenie adenozyno trifosforanu (ATP) w mięśniach samic szczurów z grupy 

kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

Na uwagę zasługuje także fakt zróżnicowania międzypłciowego w grupach poddanych 

sesjom pływackim, czego nie obserwuje się w grupach kontrolnych. Odnotowano wyższe 

wartości stężeń ATP u samców względem samic z obu grup badanych (p≤0.001 (grupy 5oC i 

p≤0.002 (grupy 36oC)).   

 

5.2 Stężenie adenozyno difosforanu ADP w mięśniach szczurów  

Stężenie ADP w mięśniach samców szczurów pływających w zimnej wodzie było 

istotnie wyższe zarówno w porównaniu do stężenia w mięśniach samców z grupy kontrolnej 

(o ok. 21%, p≤0.001) jak i tych,  które pływały w wodzie o temp. 36oC (o ok. 12%, p=0.003). 

W mięśniach samców pływających w ciepłej wodzie zanotowano również wyższe stężenia 
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ADP (o ok. 6%, p=0.157) w porównaniu do kontroli, jednakże obserwowana różnica nie była 

statystycznie istotna. (Ryc. 9).  

Steżenie ADP w mięśniach samic trenujących w zimnej wodzie było istotnie wyższe 

(o ok. 54%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. U samic z grupy 36oC stężenie ADP 

w mięśniach było również wyższe (o ok. 30%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. 

Stężenie ADP w mięśniach samic szczurów, które pływały w wodzie o temperaturze 

komfortu cieplnego w porównaniu do tych, które odbywały trening w wodzie zimnej było 

również istotnie niższe  (o ok. 16%, p≤0.001), (Ryc. 10). 

 

 

Rycina 9. Stężenie adenozyno difosforanu (ADP) w mięśniach samców szczurów z grupy 

kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 
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Rycina 10. Stężenie adenozyno difosforanu (ADP) w mięśniach samic szczurów z grupy 

kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

5.3 Stężenie adenozyno monofosforanu (AMP) w mięśniach szczurów  

Stężenie AMP w mięśniach samców szczurów, które trenowały w zimnej wodzie było 

istotnie niższe (o ok. 50%, p= p≤0.001) w porównaniu do zawartości tego zwiazku w 

mięśniach samców z grupy kontrolnej. Podobnie w mięśniach samców trenujących w ciepłej 

wodzie zanotowano istotnie niższe stężenie AMP (o ok. 42%, p≤0.001) w stosunku do 

stężenia badanego związku w mięśniach zwierząt z grupy kontrolnej. Stężenie AMP w 

mięśniach samców, które pływały w wodzie ciepłej było istotnie wyższe niż w mięsniach 

samców trenujących w zimnej wodzie (o ok. 19%, p=0.0018), (Ryc.11). 

U samic trenujących w zimnej wodzie również stwierdzono niższe steżenie AMP w 

mięśniach (o ok. 48%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. U samic trenujących w 

wodzie ciepłej stężenie AMP w mięśniach było również niższe (o ok. 34%, p≤0.001) w 

porównaniu do samic grupy kontrolnej. Stężenie AMP w mięśniach samic, które pływały w 
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ciepłej wodzie w porównaniu do tych, które odbywały trening w wodzie zimnej było również 

istotnie wyższe (o ok. 28%, p≤0.001), (Ryc.12). 

 

Rycina 11. Stężenie adenozyno monofosforanu (AMP) w mięśniach samców szczurów z 

grupy kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 
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Rycina 12. Stężenie adenozyno monofosforanu (AMP) w mięśniach samic szczurów z 

grupy kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

5.4 Stężenie adenozyny (Ado) w mięśniach szczurów  

Stężenie Ado w mięśniach samców szczurów w grupie 5oC było istotnie wyższe (o ok. 

48%, p≤0.001) w porównaniu do stężenia w mięśniach samców z grupy kontrolnej. W 

mięśniach samców pływających w ciepłej wodzie zanotowano również wyższe stężenie ADP 

(o ok. 25%, p=0.002) w porównaniu do kontroli. W mięśniach samców, które pływały w 

wodzie ciepłej stwierdzono istotnie niższe stężenie ADP w porównaniu do jego zawartości w 

mięśniach samców trenujących w zimnej wodzie (o ok. 15%, p=0.005), (Ryc.13).  

U mięśniach samic trenujących z grupy 5oC stwierdzono wyższe steżenie Ado w 

mięśniach (o ok. 55%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. U samic trenujących w 

wodzie ciepłej stężenie Ado w mięśniach było również wyższe (o ok. 10%, p≤0.003) w 

porównaniu do samic z grupy kontrolnej. Stężenie Ado w mięśniach samic, które pływały w 

ciepłej wodzie w porównaniu do tych, które odbywały trening w wodzie zimnej było istotnie 

niższe (o ok. 29%, p≤0.001), (Ryc.14). 
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Rycina 13. Stężenie adenozyny (Ado) w mięśniach samców szczurów z grupy kontrolnej  

i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

 
 

Rycina 14. Stężenie adenozyny (Ado) w mięśniach samic szczurów z grupy kontrolnej i 

grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

5.5 Całkowita pula nukleotydów adenylanowych (TAN) w mięśniach szczurów  

Całkowita pula nukleotydów (TAN) w mięśniach samców szczurów pływających w 

zimnej wodzie była istotnie wyższe (o ok. 35%, p≤0.001) w porównaniu do puli TAN w 

mięśniach samców z grupy kontrolnej. W mięśniach samców pływających w ciepłej wodzie 

zanotowano również  wyższe stężenia TAN (o ok. 4.6%, p=0.009) w porównaniu do kontroli. 
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U samców trenujących w ciepłej wodzie stwierdzono istotnie niższe stężenie TAN w 

mięśniach w porównaniu do jego zawartości w mięśniach samców trenujących w zimnej 

wodzie (o ok. 23%, p≤0.001), (Ryc.15).  

U samic trenujących w zimnej wodzie stwierdzono wyższe steżenie TAN w mięśniach 

(o ok. 28%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. U samic trenujących w wodzie 

ciepłej stężenie puli nukleotydów w mięśniach było również wyższe (o ok. 13%, p≤0.001) w 

porównaniu do samic grupy kontrolnej. Stężenie TAN w mięśniach samic, które pływały w 

ciepłej wodzie w porównaniu do tych, które odbywały trening w wodzie zimnej było istotnie 

niższe (o ok. 12%, p≤0.001), (Ryc.16). 

 

Rycina 15. Pula nukleotydów adeninowych (TAN) w mięśniach samców szczurów z 

grupy kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 
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Rycina 16. Pula nukleotydów adeninowych (TAN) w mięśniach samic szczurów z grupy 

kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

5.6 Wartość ładunku energetycznego adenylanów (AEC) w mięśniach szczurów  

Wartość AEC w mięśniach samców szczurów z grupy 5oC była istotnie wyższa (o ok. 

14%, p≤0.001) w porównaniu do stężenia w mięśniach samców z grupy kontrolnej. W 

mięśniach samców pływających w ciepłej wodzie zanotowano również wyższą wartość AEC 

(o ok. 7%, p≤0.001) w porównaniu do kontroli. Wartość AEC była istotnie niższa w 

mięśniach samców trenujących w ciepłej wodzie w porównaniu do wartości w mięśniach  

samców trenujących w zimnej wodzie (o ok. 5.5%, p≤0.001), (Ryc.17).  

W mięśniach samic trenujących w zimnej wodzie stwierdzono wyższą wartość AEC  

(o ok. 6%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. U samic trenujących w warunkach 

komfortu cieplnego wartość AEC w mięśniach była również wyższa (o ok. 4%, p≤0.001) w 

porównaniu do samic grupy kontrolnej. Wartość AEC w mięśniach samic, które pływały w 

ciepłej wodzie w porównaniu do tych, które odbywały trening w wodzie zimnej była 

statystycznie istotnie niższa (o ok. 2%, p≤0.001), (Ryc.18). 
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Rycina 17. Wartość ładunku energetycznego adenylanów (AEC) w mięśniach samców 

szczurów z grupy kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 
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Rycina 18. Wartość ładunku energetycznego adenylanów (AEC) w mięśniach samic 

szczurów z grupy kontrolnej i grup badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

5.7. Ekspresja PGC-1α w mięśniach szczurów  

Ekspresja białka i mRNA PGC-1 w mięśniach samców szczurów pływających w 

zimnej wodzie była istotnie wyższa (odpowiednio o ok. 34%, p≤0.001 oraz 20%, p≤0.001) w 

porównaniu do ekspresji w mięśniach samców z grupy kontrolnej. Takiej zależności nie 

stwierdzono w grupie samców trenujących w ciepłej wodzie vs kontrola. U samców 

trenujących w zimnej wodzie stwierdzono także istotnie wyższą ekspresję białka i genu PGC-

1 w mięśniach w porównaniu do jego ekspresji w mięśniach samców trenujących w ciepłej 

wodzie (o ok. 16%, p≤0.001 oraz 13%, p≤0.001), (Ryc.19). U samic trenujących w zimnej 

wodzie stwierdzono również wyższą ekspresję białka i mRNA PGC-1 w mięśniach (o ok. 

23%, p≤0.001 oraz 20%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. Ekspresja białka i 

mRNA PGC-1 w mięśniach samic, które pływały w  zimnej wodzie w porównaniu do tych, 

które odbywały trening w wodzie ciepłej była również istotnie wyższa (o ok. 10%, p≤0.001 

oraz 14%, p≤0.001). Takiej zależności nie stwierdzono w grupie samic trenujących w ciepłej 

wodzie vs kontrola (Ryc. 20). 

 

 

Kontrola       grupa 5°C       grupa 36°C       

 

 

 

← PGC 1  (140 kDa) 

 

← -aktyna 
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A. 

 

B. 

Rycina 19. Ekspresja PGC-1α w mięśniach samców szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

(A) Reprezentatywna analiza Western blot i analiza densytometryczna białka PGC-1α 

znormalizowanego wobec β-aktyny w mięśniach samców szczurów (B) Analiza 

denzytometryczna poziomu mRNA PGC-1α, znormalizowana względem genu referencyjnego 

GAPDH.  

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (36oC group) przez 9 

tygodni. Podczas pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego 

wynosił 2 minuty (pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia  

czasu treningu wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki 

przedstawiono jako średnie i odchylenia standardowe. Data represent the means ± SD for 6 

independent experiments. ** p<0.001 poziom istotności statystycznej wobec grupy kontrolnej 



62 
 

(test U Manna-Whitneya). ## p < 0.001 poziom istotności statystycznej wobec grupy 5oC (test 

U Manna-Whitneya). 
 

kontrola        grupa 5°C       grupa 36°C        

 

 

  

A. 

 

B. 

Rycina 20. Ekspresja PGC-1α w mięśniach samic szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

← PGC 1  (140 kDa) 

 

← -aktyna 
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(A) Reprezentatywna analiza Western blot i analiza densytometryczna białka PGC-1α 

znormalizowanego wobec β-aktyny w mięśniach samców szczurów (B) Analiza 

denzytometryczna poziomu mRNA PGC-1α, znormalizowana względem genu referencyjnego 

GAPDH.  

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (36oC group) przez 9 

tygodni. Podczas pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego 

wynosił 2 minuty (pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia 

czasu treningu wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki 

przedstawiono jako średnie i odchylenia standardowe. Data represent the means ± SD for 6 

independent experiments. ** p<0.001 poziom istotności statystycznej wobec grupy kontrolnej 

(test U Manna-Whitneya). ## p < 0.001 poziom istotności statystycznej wobec grupy 5oC (test 

U Manna-Whitneya). 

 

5.8. Ekspresja Mfn1 w mięśniach szczurów  

 

Ekspresja mRNA Mfn1 w mięśniach samców szczurów pływających w zimnej wodzie 

była istotnie wyższa (odpowiednio o ok. 40%, p≤0.007) w porównaniu do jego ekspresji w 

mięśniach samców z grupy kontrolnej. W mięśniach samców pływających w ciepłej wodzie 

zanotowano również wyższą ekspresję mRNA Mfn1 (o ok. 22%, p≤0.007) w porównaniu do 

kontroli. U samców trenujących w zimnej wodzie ekspresja genu Mfn1 w mięśniach była 

istotnie wyższa w porównaniu do jego ekspresji w mięśniach samców trenujących w ciepłej 

wodzie (o ok. 15%, p≤0.02), (Ryc. 21).  

U samic trenujących w zimnej wodzie stwierdzono również wyższą ekspresję genu 

Mfn1 w mięśniach (o ok. 75%, p≤0.0002) w porównaniu do grupy kontrolnej. Ekspresja 

mRNA Mfn1 w mięśniach samic, pływajacych w zimnej wodzie w porównaniu do tych, które 

odbywały trening w wodzie ciepłej była również istotnie wyższa (o ok. 66%, p≤0.001), (Ryc. 

21). 
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Rycina 21. Ekspresja Mfn1 w mięśniach samców szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

 

Rycina 22. Ekspresja Mfn1 w mięśniach samic szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 
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tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p < 0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

5.9. Ekspresja Mfn2 w mięśniach szczurów  

 

Ekspresja mRNA Mfn2 w mięśniach samców szczurów pływających w zimnej wodzie 

była istotnie wyższa (odpowiednio o ok. 29%, p≤0.02) w porównaniu do jego ekspresji w 

mięśniach samców z grupy kontrolnej. Takiej zależności nie stwierdzono w grupie samców 

trenujących w ciepłej wodzie vs kontrola (Ryc. 24).  

U samic trenujących w zimnej wodzie stwierdzono również wyższą ekspresję genu 

Mfn2 w mięśniach (o ok. 93%, p≤0.002) w porównaniu do grupy kontrolnej. Ekspresja 

mRNA Mfn2 w mięśniach samic, pływajacych w zimnej wodzie w porównaniu do tych, które 

odbywały trening w w warunkach kontrolnych była istotnie wyższa (o ok. 40%, p≤0.02). 

Podobnie jak ekspresja mRNA Mfn2 w mięśniach samic, które pływały w zimnej wodzie w 

porównaniu do tych, które trenowały w wodzie ciepłej (o ok. 38%, p≤0.008), (Ryc. 24). 

 

 

Rycina 23. Ekspresja Mfn2 w mięśniach samców szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 
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Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p < 0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

 

Rycina 24. Ekspresja Mfn2 w mięśniach samic szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

5.10. Ekspresja Opa1 w mięśniach szczurów 

 

Ekspresja mRNA Opa1 w mięśniach samców szczurów pływających w zimnej wodzie było 

istotnie wyższa (o ok. 68%, p≤0.02) w porównaniu do ekspresji genu w mięśniach samców z 

grupy kontrolnej, (Ryc. 25). 
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W mięśniach samic trenujących w zimnej wodzie stwierdzono również wyższą 

ekspresję genu Opa1 w mięśniach (o ok. 100%, p≤0.001) w porównaniu do grupy kontrolnej. 

Ekspresja genu w mięśniach samic, które pływały w zimnej wodzie była również istotnie 

wyższa (o ok 90%, p≤0.001) w porównaniu do tych, które odbywały trening w wodzie 

ciepłej, (Ryc. 26). 

 

 

Rycina 25. Ekspresja Opa1 w mięśniach samców szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p < 0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 
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Rycina 26. Ekspresja Opa1 w mięśniach samic szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

5.11. Ekspresja Drp1 w mięśniach szczurów 

Ekspresja mRNA Drp1 w mięśniach samców szczurów pływających w zimnej wodzie była 

istotnie wyższa (o ok. 103%, p≤0.02) w porównaniu do ekspresji genu w mięśniach samców z 

grupy kontrolnej. Również ekspresja genu w mięśniach szczurów trenujących w zimnej 

wodzie była istotnie wyższa (o ok. 77%, 0.048) niż w mięśniach samców trenujących w 

wodzie ciepłej (Ryc. 27).  

W mięśniach samic trenujących w zimnej wodzie stwierdzono również wyższą 

ekspresję genu Opa1 w mięśniach (o ok. 49%, p≤0.007) w porównaniu do grupy kontrolnej. 

W mięśniach samic, które pływały w zimnej wodzie trenowały ekspresja genu była także 

istotnie wyższa (o ok 35%, p≤0.007) w porównaniu do tych, które odbywały trening w 

wodzie ciepłej, (Ryc. 28). 
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Rycina 27. Ekspresja Drp1 w mięśniach samców szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 

tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

 

Rycina 28. Ekspresja Drp1 w mięśniach samic szczurów z grupy kontrolnej i grup 

badanych. 

Szczury były poddawane treningowi pływackiemu w zimnej wodzie, w temperaturze 5oC 

(grupa 5oC) lub w temperaturze komfortu cieplnego w temp. 36oC (grupa 36oC) przez 9 
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tygodni. Zwierzęta grupy kontrolnej przebywały w warunkach sedenteryjnych. Podczas 

pierwszego tygodnia badań czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty 

(pierwszego dnia) i był wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia czasu treningu 

wynoszącego 4 minuty (w piątym dniu pierwszego tygodnia). Wyniki przedstawiono jako 

średnie i odchylenia standardowe. ** p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec grupy 

kontrolnej (test U Manna-Whitneya). ## p<0,005 poziom istotności statystycznej wobec 

grupy 5oC (test U Manna-Whitneya). 

 

Podsumowanie 

1. Pływanie w wodzie o temperaturze komfortu cieplnego wpłynęło na poprawę metabolizmu 

energetycznego mięśni starzejących się szczurów poprzez zwiększenie tempa metabolizmu 

(wyrażone jako zwiększenie stężenia ATP, ADP, TAN, AEC) oraz nasilenie fuzji 

mitochondrialnej (wyrażone jako zwiększenie ekspresji mRNA białek regulujących Mfn1, 

Mfn2).  

2. Pływanie w zimnej wodzie wpłynęło na poprawę metabolizmu energetycznego mięśni 

starzejących się szczurów poprzez zwiększenie tempa metabolizmu energetycznego mięśni 

(wyrażone jako zwiększenie stężenia ATP, ADP, TAN, AEC) oraz nasilenie biogenezy i 

dynamiki mitochondriów (wyrażone jako zwiększenie ekspresji mRNA białek czynników 

regulujących fuzję Mfn1, Mfn2, Opa1 oraz fizję mitochondriów Drp1).   

3. Stężenie związków wysokoenergetycznych i ekspresja białek regulujących dynamikę 

mitochondriów w mięśniach mogą być przydatnym wskaźnikiem w monitorowaniu zmian 

adaptacyjnych zachodzących w starzejących się mięśniach pod wpływem wysiłku fizycznego 

w zimnej wodzie. 

4. Można przypuszczać, że fuzja jest niezbędna do optymalizacji funkcji mitochondriów, aby 

umożliwić komórkom mięśniowym sprostanie zwiększonemu zapotrzebowaniu na energię 

podczas wysiłku fizycznego w zimnej wodzie. Stanowi krótkoterminową adaptację do 

zmieniających się warunków środowiskowych oraz wpływa korzystnie na utrzymanie 

bioenergetycznej wydolności mięśni w dłuższym czasie. 
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5. DYSKUSJA 

Przeprowadzone badania nad wpływem codziennej aktywnośći pływackiej szczurów  

w wodzie zimnej (o temp. 5oC) i w wodzie o temperaturze komfortu cieplnego (36oC) przez 

okres 8 tygodni na parametry stanu energetycznego, zawartość związków purynowych,  

biogenezę i dynamikę mitochondriów w mięśniach szkieletowych starzejących się szczurów, 

wykazały istotny wpływ aktywności fizycznej w środowisku wodnym na status energetyczny 

i czynniki regulacyjne biogenezy mitochondriów w tkance mięśniowej. Oddziaływanie to 

wyrażało się wyższym stężeniem ATP, ADP, Ado, niższym stężeniem AMP, zwiększoną 

wartością AEC i TAN z jednocześnie zwiększoną ekspresją mRNA i białka PGC-1α, 

zwiększoną ekspresją mRNA Mfn1, Mfn2, Opa1 oraz Drp1. Co należy podkreślić, względem 

stawianych hipotez, działanie to było istotnie silniejsze w przypadku aktywności w 

środowisku zimnej wody w porównaniu do aktywności w wodzie o temperaturze komfortu 

cieplnego.  

Obserwowany kierunek wpływu powtarzanych sesji pływackich w zimnej wodzie na 

wskaźniki stanu energetycznego, stężenie związków purynowych, biogenezę i dynamikę 

mitochondriów był niezależny od płci zwierząt, skutkował bowiem podwyższeniem wartości 

wszystkich badanych zmiennych (z wyjątkiem obniżenia stężenia AMP). Natomiast w 

warunkach treningu pływackiego w wodzie o temperaturze komfortu cieplnego odpowiedź 

była zależna od płci zwierząt. U samców trening pływacki skutkował wzrostem stężenia ATP, 

Ado, obniżeniem stężenia AMP, bez wpływu na stężenie ADP oraz wzrostem wartości AEC i 

TAN. U samic spowodował wzrost stężenia ATP, ADP, Ado, obniżenie stężenia AMP oraz 

wzrost wartości AEC i TAN.  W mięśniach samców i samic pływających w ciepłej wodzie 

nie stwierdzono natomiast zmian w ekspresji mRNA i białek związanych z biogenezą 

mitochondriów, z wyjątkiem wzrostu ekspresji mRNA białek fuzji zewnętrznej błony 

mitochondrialnej Mfn1 u samców i Mfn2 u samic. Można zatem stwierdzić, że addytywne 

oddziaływanie codziennej aktywności w zimnej wodzie wywarło wpływ zarówno na 

zwiększenie tempa metabolizmu energetycznego w mięśniach badanych zwierząt jak i na 

nasilenie biogenezy i dynamiki mitochondriów (na procesy związane z ich fuzją i 

fragmentacją). Codzienna aktywność zwierząt w ciepłej wodzie również skutkowała  

zwiększeniem tempa metabolizmu energetycznego mięśni, ale jednocześnie nie spowodowała 

znaczących zmian w dynamice mitochondriów.   

 

Pływanie w zimnej wodzie 
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W dotychczasowej literaturze brak jest danych dotyczacych wpływu treningu 

pływackiego w zimnej wodzie na metabolizm energetyczny, biogenezę i dynamikę 

mitochondriów w starzejących się mięśniach szkieletowych, dlatego trudno jest odnieść 

otrzymane przez nas wyniki do wyników innych autorów. Natomiast pływanie w zimnej 

wodzie, znane również jako pływanie zimowe lub pływanie w lodowatej wodzie opisujące 

pływanie na świeżym powietrzu (w jeziorze, rzece, morzu, odkrytym basenie) głównie zimą 

w zimniejszych i polarnych regionach jest znane od dawna [IWSA 2021]. W niektórych 

krajach północnych, takich jak Finlandia, Rosja, Norwegia, Szwecja, Dania, Estonia, Litwa, 

Czechy, Łotwa i Polska pływanie w zimnej wodzie jest popularne i regularnie praktykowane 

w chłodniejszych porach roku [Knechtle i wsp. 2020]. W ostatnich latach pływanie w 

lodowatej wodzie (w wodzie o temperaturze poniżej 5°C) przekształciło się w sport 

całoroczny, w którym wielu pływaków regularnie rywalizuje w zawodach lokalnych i 

międzynarodowych [IISA 2021]. Jednocześnie należy wziąć pod uwagę, że sportowe 

pływanie w zimnej wodzie różni się od zanurzenia w zimnej wodzie często praktykowanego 

przez osoby nie będące sportowcami. Trening sportowy obejmuje intensywny wysiłek 

fizyczny przez dłuższy czas (kilkanaście minut, a nawet kilka godzin), podczas gdy amatorzy 

pozostają zanurzeni w wodzie przez kilka minut bez nadmiernej aktywności fizycznej 

[Knechtle i wsp. 2020, Knechtle i wsp. 2021]. 

Wyniki licznych badań wskazują, że pływanie w zimnej wodzie może przynieść wiele 

korzyści zdrowotnych [Gibas-Dorna i wsp. 2016a], w tym wpływać na obniżenie ciśnienia 

tętniczego krwi [Zenner i wsp. 1980, Kralova i wsp. 2015, Brož i wsp. 2017, Manolis i wsp. 

2019, Huttunen i wsp. 2000], równowagę hormonalną [Kauppinen i wsp. 1989, Huttunen i 

wsp. 2001, Gundle i wsp. 2020], skutkować wzrostem wrażliwości tkanek na insulinę 

[Kauppinen i wsp. 1989, Hermanussen i wsp. 1995, Gibas-Dorna i wsp. 2016a, Gibas-Dorna i 

wsp. 2016a], zmniejszeniem częstości występowania i łagodzeniem przebiegu infekcji 

górnych dróg oddechowych  [Kormanovski i wsp. 2010, Eccles i wsp. 2015, Collier i wsp. 

2021], korzystnie wpływać na metabolizm lipidów [Kauppinen i wsp. 1989, Dulac i wsp. 

1987, Kralova i wsp. 2015, Checinska-Maciejewska i wsp. 2017], poprawę parametrów 

hematologicznych [Wcisło i wsp. 2014, Teległów i wsp. 2015], stymulować układ 

odpornościowy [Jansky i wsp. 1996, Lubkowska i wsp. 2013, Mila-Kierzenkowska i wsp. 

2012, Brazaitis i wsp. 2014], łagodzić zaburzenia nastroju [Van Tulleken i wsp. 2018] i 

poprawiać ogólne samopoczucie [Huttunen i wsp. 2004].  

W kilku badaniach opisano pozytywny wpływ pływania w zimnej wodzie na układ 

sercowo-naczyniowy i czynniki ryzyka chorób serca jak profil lipidowy [Kralova i wsp. 2015, 
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Gibas-Dorna i wsp. 2016a, Gibas-Dorna i wsp. 2016b, Checinska-Maciejewska i wsp. 2017], 

ciśnienie tętnicze krwi [Huttunen i wsp. 2000] oraz stężenie katecholamin, insuliny, hormonu 

tyreotropowego (TSH), hormonu adrenokortykotropowego (ACTH) i kortyzolu 

[Hermanussen 1995, Dulac i wsp. 1987, Knechtle i wsp. 2020, Knechtle i wsp. 2021]. 

Wykazano, że pływanie zimą, jako forma treningu wytrzymałościowego, może poprawiać 

przystosowanie się do stresu. W badaniach z udziałem kobiet i mężczyzn w wieku od 48 do 

68 lat uprawiających pływanie zimowe w naturalnych zbiornikach wodnych zaobserwowano 

spadek stężenia triacylogliceroli i niższe stężenie homocysteiny we krwi [Checinska-

Maciejewska i wsp. 2017]. Wykazano również, że pływanie w zimnej wodzie może mieć 

pozytywny wpływ na stężenie insuliny we krwi [Gibas-Dorna i wsp. 2016a, Checinska-

Maciejewska i wsp. 2017]. Gibas-Dorna i wsp. przeprowadzili trwające pół roku badania w 

grupie osób uprawiających pływanie w zimnej wodzie pod kątem składu ciała i wrażliwości 

tkanek na insulinę. Autorzy pracy zaobserwowali korzystny wpływ pływania w zimnej 

wodzie na zmniejszenie wydzielania insuliny oraz zwiększenie wrażliwości tkanek na 

insulinę w grupie kobiet i w grupie mężczyzn z niższym procentem tkanki tłuszczowej 

[Gibas-Dorna i wsp. 2016a]. Korzystny wpływ niskiej temperatury wody na obniżenie 

stężenia ACTH i kortyzolu we krwi stwierdzono w badaniach osób zanurzających się w 

wodzie o temp. 0–2°C przez 20 s trzy razy w tygodniu przez 3 miesiące zimowe [Leppäluoto 

i wsp. 2008]. Stwierdzono ponadto, że pływanie w zimnej wodzie, ze względu na wzrost 

stężenia katecholamin we krwi, może być skuteczne w leczeniu depresji, ponieważ aktywuje 

współczulny układ nerwowy oraz zwiększa stężenie noradrenaliny i β-endorfin [Shevchuk 

2008, Van Tulleken i wsp. 2018]. Natomiast Huttunen i wsp. stwierdzili, że regularne 

trzymiesięczne zimowe pływanie skutkowało spadkiem stężenia katecholamin we krwi 

mierzonych bezpośrednio po zanurzeniu. Autorzy  pracy stwierdzali, że adaptacja poprzez 

nawykowe narażenie na chłód zimowego pływania może osłabiać odpowiedź fizjologiczną i 

poprzez ten mechanizm obniżać stężenie katecholamin [Huttunen i wsp. 2001]. Wykazano 

również, że pływanie w zimnej wodzie może wpływać pozytywnie na ogólną poprawę 

samopoczucia [Huttunen i wsp. 2004, Lindeman i wsp. 2002, Bottley 2019]. Regularne 

pływanie zimą prowadziło także do poprawy ogólnego samopoczucia pływaków, którzy 

cierpieli na reumatyzm, fibromialgię lub astmę [Huttunen i wsp.  2004].  

Wyniki dotychczasowych badań potwierdzają, że u osób uprawiających pływanie w 

zimnej wodzie częstość występowania infekcji dróg oddechowych jest o 40% niższa i mają 

one łagodniejszy przebieg w porównaniu do osób nieaktywnych [Brenke 1990, Siems i wsp. 
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1999]. Ponadto wykazano, że pływanie w zimnej wodzie wywiera korzystny wpływ na 

parametry immunologiczne krwi [Lombardi i wsp. 2011, Lubkowska i wsp. 2013]. Poprawa 

odpowiedzi immunologicznej organizmu może być spowodowana uwalnianiem hormonów 

stresu w odpowiedzi na ekspozycję na zimno [Johnson i wsp. 1977, Kauppinen i wsp. 1989]. 

Stwierdzono, że krótkotrwały stres fizjologiczny, jakim jest narażenie na zimno, aktywuje 

układ odpornościowy [Dhabhar i wsp. 2014]. Badanie wpływu pływania w zimnej wodzie na 

liczbę leukocytów i stężenie immunoglobulin przyniosło jednakże sprzeczne wyniki. 

Prawdopodobną przyczyną rozbieżności wyników mogą być różne protokoły badań, do 

których włączani byli uczestnicy np. tylko zanurzający się w lodowatej wodzie [Dugué i wsp. 

2000], uprawiający statyczne pływanie (pozostawanie w zimnej wodzie bez ruchu przez 

dłuższy czas) [Janský i wsp. 1996] oraz pływacy dystansowi, których trening może trwać 

nawet przez 6-8 godzin (dynamiczne pływanie w zimnej wodzie) [Kormanovski i wsp. 2010]. 

W innych badaniach sprawdzano reakcje układu odpornościowego na pływanie w zimnej 

wodzie u uczestników początkowo tylko zanurzających się w zimnej wodzie, a następnie 

powtarzających pływanie w zimnej wodzie trzy razy w tygodniu przez sześć tygodni. Badani 

regularnie pływali zimą, co najmniej raz w tygodniu, przez 2 do 10 minut, w wodzie o 

temperaturze 6,8°C (w październiku) do 2,0°C (w styczniu) w południowym Bałtyku. 

Zaobserwowano, że regularne pływanie w zimnej wodzie wpłynęło na zwiększenie liczby 

leukocytów we krwi badanych, bez zmiany w stężeniu immunoglobulin [Janský i wsp. 1996]. 

Badano również reakcję na okresowe zanurzanie w zimnej wodzie o temperaturze 14°C i 

zaobserwowano, że uczestnicy badania wykazali różną szybkość wychłodzenia organizmu, a 

osoby, które wychładzały się wolniej, miały zwiększoną liczbę leukocytów we krwi po 

zakończeniu badań [Brazaitis i wsp. 2014]. Stąd wydaje się, że odpowiedź immunologiczna 

organizmu na statyczne pływanie w zimnej wodzie zależy w dużym stopniu od protokołu 

badania i osobniczej zmienności uczestników oraz może odpowiadać sile i czasowi trwania 

stresu. Janský i wsp. nie stwierdzili wzrostu liczby granulocytów obojętnochłonnych po 60 

minutach przebywania badanych w wodzie o temperaturze 14°C [Janský i wsp. 1996], 

podczas gdy inni badacze wykazali wzrost ich liczby o 55% po łącznie 120 min przebywania 

w zimnej wodzie o temperaturze 14°C z okresowym dogrzewaniem [Brazaitis i wsp. 2014]. 

W badaniu przeprowadzonym w grupie pływaków bezpośrednio przed i po zimowym 

pływaniu na 150 m w temperaturze 6°C wykazano, że liczba granulocytów, neutrofili, 

limfocytów i monocytów we krwi uczestników znacznie wzrosła [Lombardini i wsp. 2011]. 

W badaniach Lubkowska i wsp. również wykazano wzrost odsetka monocytów i 

granulocytów we krwi zdrowych mężczyzn, którzy przez pięć zimowych miesięcy regularnie 
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pływali w zimnej wodzie. Autorzy pracy stwierdzili, że uzyskane wyniki badań mogą 

wskazywać na pozytywne zmiany adaptacyjne w układzie antyoksydacyjnym organizmu 

zachodzące u badanych mężczyzn [Lubkowska i wsp. 2013]. W inych badaniach 

przeprowadzonych z udziałem wytrenowanych pływaków trenujących w zimnej wodzie 

stwierdzono wyższe stężenie leukocytów niż u uczestników nie zaadoptowanych do tych 

warunków oraz uczestników zanurzających się na krótko w lodowatej wodzie. Wyniki tych 

badań miały jednakże istotne ograniczenia ponieważ uczestnicy korzystali bezpośrednio po 

pływaniu z sauny, stąd też nie można oddzielić skutków tych dwóch zakresów temperatur 

[Dugué i wsp. 2000]. Kormanovski i wsp. [2010] przebadali 15 doświadczonych pływaków 

długodystansowych w okresie sześciu miesięcy. Siedmiu pływaków z grupy badanej 

ukończyło trzy pływania długodystansowe, pierwsze przez 6 h (w miesiącu 1) i dwa pozostałe 

po 8 h (w miesiącach 3 i 6), podczas gdy pozostali uczestnicy nie pływali. Stwierdzono 

różnice w liczbie leukocytów i stężeniu immunoglobulin we krwi między grupą pływaków 

długodystansowych a grupą kontrolną, zarówno po zakończonych badaniach, jak i w okresach 

między pływaniami długodystansowymi. Duże obciążenie treningowe spowodowało 

nieistotne obniżenie liczby leukocytów u pływaków długodystansowych w fazie 

bezstresowej, ale obciążenie treningiem pływackim wywołało zauważalny wzrost ich liczby. 

Pływacy długodystansowi w badaniu Kormanovski i wsp. 2010 nie wykazali znaczących 

zmian w liczbie neutrofili po 1 godzinie, ale po 2 godzinach ich liczba wzrosła o ~50%, a po 

8 godzinach czterokrotnie. Pływacy nie zaaklimatyzowani w badaniu Lombardiego i wsp. 

[2011] wykazali najszybszą odpowiedź z 38% wzrostem liczby neutrofili po wyścigu na 

ponad 150 m. W obu cytowanych badaniach różny był poziom adaptacji uczestników do 

zimnej wody, pływacy w badaniu Kormanovski i wsp. [2010] byli bardzo dobrze wyszkoleni, 

podczas gdy biorący udział w badanich Lombardi i wsp. [2011] nie podlegali adaptacji do 

warunków. 

 Dotychczas przeprowadzono kilka badań, w których wskaźnikiem funkcji 

immunologicznych organizmu była częstość występowania infekcji górnych dróg 

oddechowych u pływaków w zimnej wodzie. W badaniach przeprowadzonych przez Brenke 

przebadano 85 pływaków lodowych, którzy regularnie uczestniczyli w pływaniu w zimnej 

wodzie (trening i zawody), z których 40% stwierdziło, że doświadczyli mniej, bardziej 

łagodnych i krócej trwających infekcji górnych dróg oddechowych niż zanim zaczęli 

regularnie pływać w lodzie [Brenke 1990].  
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Pomimo doniesień o korzyściach płynących z pływania w zimnej wodzie, istnieje 

również wiele dowodów o ich potencjalnych zagrożeniach. W badaniu Collier i wsp. 2021 

odnotowali dodatnią korelację między występowaniem i nasileniem infekcji górnych dróg 

oddechowych, a zdarzeniami związanymi z narażeniem na zimną wodę. Podczas gdy 

krótkotrwała ekspozycja w zimnej wodzie może poprawić aktywność układu 

odpornościowego, powtarzana ekspozycja bez wystarczającej regeneracji i adaptacji może w 

rzeczywistości prowadzić do osłabienia funkcji odpornościowej. Częste pływanie lub 

długotrwałe zanurzenie w zimnej wodzie z uporczywymi dreszczami podczas i po pływaniu 

można zaliczyć do tej drugiej kategorii chronicznego stresu fizjologicznego [Dhabhar 2014]. 

W badaniu Loria i wsp. [2014] stwierdzili, że regularnie pływający zimą ochotnicy 

wykazywali nieprawidłowe dzienne wahania stężenia kortyzolu. Ponadto Dhabhar [2014] 

stwierdził, że ten przedłużający się stres spowodowany przewlekłą ekspozycją na zimno może 

przyczyniać się do rozregulowania normalnego dobowego cyklu kortyzolu, przyczyniając się 

do potencjalnego tłumienia odpowiedzi immunologicznych. Ponadto, możliwym czynnikiem 

zwiększającym prawdopodobieństwo infekcji górnych dróg oddechowych może być 

oddychanie zimnym powietrzem i chłodzenie powierzchni ciała, co może prowadzić do 

skurczu oskrzeli i wzmożonego skurczu naczyń nosowych [Eccles i wsp. 2015]. Jest to 

szczególnie istotne, biorąc pod uwagę, że trening pływania w dużej mierze obejmuje 

przerywane rytmy oddechowe, przyczyniając się do przejściowych stanów niedotlenienia 

[Trincat i wsp. 2017]. Ponadto wykazano, że trening wysiłkowy powyżej 80% VO2max 

przyczynia się do apoptozy limfocytów i zmniejszenia liczby krążących białych krwinek 

[Wang i wsp. 2005]. W połączeniu z zaburzonym dobowym rytmem kortyzolu, większym 

zużyciem tlenu i zwiększoną intensywnością treningu, możliwe jest, że nadmierna ekspozycja 

na zimno prowadzi do utrzymującego się stresu fizjologicznego, a to może prowadzić do 

immunosupresji. Wśród wymienionych potencjalnych korzyści lub zagrożeń należy również 

uwzględnić indywidualne różnice w odpowiedzi fizjologicznej organizmu na stres jakim jest 

niska temperatura. Jednakże pływający w lodowatej wodzie, poprzez systematyczne narażenie 

na środowisko zimnej wody, są w stanie osiągnąć różne stopnie adaptacji do zimna. Tym 

samym jako forma ćwiczeń wytrzymałościowych pływanie w zimnej wodzie może zwiększyć 

tolerancję na czynniki stresowe [Siems i wsp. 1994]. Wykazano, że u pływaków zimowych 

intensywna, krótkotrwała ekspozycja całego ciała na zimno wywoływała stres oksydacyjny. 

Przedwysiłkowa aktywność enzymów kluczowych dla ochrony antyoksydacyjnej - dysmutazy 

ponadtlenkowej i katalazy była wyższa w grupie pływaków niż w grupie kontrolnej [Siems i 

wsp. 1994]. Wyniki niektórych badań wskazują, że pływanie w zimnej wodzie praktykowane 
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przez osoby o dobrym ogólnym stanie zdrowia w trybie regularnym, stopniowanym 

(dostosowanym do pory roku) i spersonalizowanym, mogą przynosić korzyści zdrowotne 

[Kolettis i wsp. 2003, Manolis i wsp. 2019]. Z drugiej strony istnieje nawet ryzyko zgonu w 

przypadku nieodpowiednich zachowań z powodu początkowej neurogennej reakcji na szok 

termiczny, z powodu postępującego spadku wydajności pływania lub postępującej hipotermii 

[Kolettis i wsp. 2003]. 

Zastosowany w prezentowanej pracy model badawczy został wcześniej wykorzystany 

w pracy Lubkowska i wsp. [2019]. Autorzy badań wykazali wpływ treningu pływackiego w 

zimnej wodzie i temperaturze komfortu cieplnego na zmianę masy ciała badanych szczurów 

w zależności od płci. U samców szczurów pod wpływem wysiłku fizycznego w wodzie o 

niskiej temperaturze wykazano spadek masy ciała w porównaniu do wartości sprzed 

rozpoczęcia badań, co jak sugerują autorzy, wiązało się ze zwiększonym wydatkiem 

energetycznym na procesy związane z termoregulacją. U samic pływających w zimnej wodzie 

zaobserwowano spadek masy ciała jedynie przez pierwsze dwa tygodnie trwania 

eksperymentu, a następnie jej wzrost aż do zakończenia treningów, z końcową masą ciała 

zwierząt porównywalną do wyjściowej. Natomiast w przypadku treningu pływackiego w 

temperaturze komfortu cieplnego, zaobserwowano zmniejszenie masy ciała u samców i 

samic, które wynikało wyłącznie z wysiłku fizycznego. Ponieważ prezentowane badania są 

kontynuacją badań w/w autorów i zostały wykonane na dostępnych tkankach pochodzących 

od szczurów z cytowanego eksperymentu, mogą one dostarczyć cennych danych do analizy 

wpływu treningu pływackiego w zimnej wodzie na metabolizm energetyczny mięśni, 

szczególnie w kontekście starzenia. Krótkotrwała ekspozycja na niskie temperatury jest 

stosowana jako zabieg przeciwdziałający starzeniu się. Wpływ zimna na organizm jako 

czynnika profilaktyki wymaga jednak prowadzenia bardziej szczegółowych badań, 

szczególnie u osób starszych. Dotychczas wykazano, że podczas ekspozycji na zimno 

dochodzi do znaczącego obniżenia temperatury powierzchni ciała, warstwy podskórnej oraz 

mięśni, co powoduje, poprzez reakcję  współczulną, wazokonstrykcję naczyń krwionośnych 

zmniejszając obrzęk i stan zapalny. Działanie to ogranicza uszkodzenia tkanek i wpływa 

korzystnie na regenerację w szczególności mięśni i nerwów [Konarzewski i wsp. 1994]. 

Długotrwała ekspozycja organizmu na zimno skutkuje wzrostem produkcji ciepła poprzez 

termogenezę drżeniową i bezdrżeniową oraz zwiększa tolerancję na zimno. U ssaków 

termogeneza drżeniowa, we wczesnej odpowiedzi na niskie temperatury, osiągana jest 

poprzez zwiększenie aktywności mięśni szkieletowych [Konarzewski i wsp. 1994]. 
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Wytwarzanie ciepła przez mięśnie zwiększa tempo przemiany materii i zużycie tlenu w 

aktywnie metabolicznych tkankach.  

Wyniki badań Dudzinskiej i Lubkowskiej [2021] nad wpływem jednorazowej 

ekspozycji na zimno stosowane ogólnoustrojowo, na na przemiany energetyczne i metabolizm 

nukleotydów purynowych w erytrocytach, potwierdziły, że pojedynczy zabieg w temperaturze  

-130°C prowadzi do zmian związanych z przemianami energetycznymi w obrębie krwinek 

czerwonych. Zmiany te są korzystne z punktu widzenia bioenergetyki komórki, wiążą się 

bowiem z następowym wzrostem wewnątrzerytrocytarnego stężenia ATP oraz AEC krwinek. 

Ponadto, odpowiedź metaboliczna puryn na temperatury kriogeniczne wiąże się również ze 

spadkiem stężenia produktów katabolizmu puryn, tj. inozyny i hipoksantyny we krwi. 

Oznaczać to może, że wzrost stężenia ATP w krwinkach czerwonych obok spadku stężenia 

inozyny  i hipoksantyny w osoczu daje mocne podstawy do postawienia hipotezy o wzroście 

zasobów energetycznych również w innych komórkach. 

W przeprowadzonych badaniach własnych powtarzana przez okres 8 tygodni, 

codzienna aktywnośc pływacka zwierząt w zimnej wodzie spowodowała również zwiększenie 

produkcji ATP, poprawiła parametry stanu energetycznego i korzystnie wpłynęła na 

dynamikę mitochondriów w mięśniach szkieletowych starzejących się szczurów. Stąd też 

można przypuszczać, że powtarzająca się ekspozycja na zimno może być czynnikiem 

prowadzącym do wystąpienia zmian o charakterze adaptacyjnym, wpływających na stan 

ogólny organizmu oraz opóźniającym starzenie się. Wyniki badań Hoffman-Goetz i wsp. 

1986, sugerują, że wysiłek fizyczny w warunkach narażenia na zimno może zwiększyć 

tolerancję na zimno u starzejących się myszy, jednak nie wiadomo czy to działanie może 

wpłynąć na opóźnienie starzenia się. Stwierdzono natomiast, że wysiłek fizyczny zwiększa 

wrażliwość tkanek na insulinę oraz wspomaga termogenezę w brunatnej tkance tłuszczowej u 

starzejących się szczurów [Mondon i wsp. 1990]. Dlatego też można przypuszczać, że 

zwiększona insulinooporność może zaburzać termogenezę, natomiast wysiłek fizyczny 

zmniejszając oporność organizmu na insulinę może poprawić jego tolerancję na zimno 

[Mercer i wsp. 1984]. Arnold i wsp. 1987 wysunęli hipotezę, że wytwarzanie większej ilości 

energii w postaci ciepła poprzez zwiększenie tempa metabolizmu u szczurów poddanych 

wysiłkowi fizycznemu w zimnym środowisku jest wystarczające, aby skompensować wpływ 

stresogennego czynnika jakim jest zimno, bez uruchamiania procesu termogenezy 

bezdrżeniowej w brunatnej tkance tłuszczowej. Obserwowany w prezentowanych badaniach 

wzrost stężenia ATP, poprawa parametrów energetycznych (wartości AEC, TAN) i nasilona 
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biogeneza mitochondriów w mięśniach szkieletowych starzejących się szczurów poddanych 

treningowi pływackiemu w zimnej wodzie mogą wspierać ten pogląd.    

Biogeneza mitochondriów i metabolizm energetyczny 

Wysiłek fizyczny wywołuje wzrost obrotu energii mięśniowej i zapotrzebowania na 

tlen stanowiąc wyzwanie dla homeostazy organizmu [Hawley i wsp. 2014]. Zdolność mięśni 

szkieletowych do przystosowania się do powtarzających się okresów aktywności, które 

zwiększają wydolność fizyczną, określana jest jako tolerancję wysiłkową. Rozważając 

wysiłki wytrzymałościowe (np. długotrwałe ćwiczenia trwające powyżej 10 minut i 

wykonywane przy 60% -90% maksymalnego poboru tlenu [VO2max]) celem takich ćwiczeń 

jest wywołanie szeregu fizjologicznych i metabolicznych zmian adaptacyjnych, które 

umożliwiają zwiększenie tempa produkcji energii na szlakach oksydacyjnych, utrzymanie 

ściślejszej kontroli metabolicznej (tj. dopasowanie produkcji ATP do jego hydrolizy, 

minimalizowanie zaburzeń homeostazy komórkowej i ograniczenie skutków tych zaburzen, 

poprawa wydajności i efektywności pracy mechanicznej mięśni, czy zwiększenia oporności 

na zmęczenie[Hawley i wsp. 2002]. Mechanizmy, za pomocą których aktywne mięśnie 

wykrywają zaburzenia homeostatyczne, a następnie przekładają je na poprawę funkcji, były 

przedmiotem intensywnych badań od wielu dekad. Obecnie uznaje się, że na początku 

wysiłku ma miejsce szereg zaburzeń komórkowych, w tym m.in. zwiększenie stężenia 

cytoplazmatycznego Ca2+, AMP i zwiększenie stosunku ADP/ATP, zmniejszony poziom 

fosforanu kreatyny i glikogenu, zwiększone stężenie kwasów tłuszczowych, zwiększone 

stężenie ROS i NOS, kwasica, zwiększony stosunek NAD/ NADH [Hawley i wsp. 2014]. 

W aspekcie homeostazy metabolicznej stymulowany jest szereg czynników 

regulacyjnych, które utrzymują tempo syntezy ATP poprzez aktywację enzymów 

kontrolujących kluczowe etapy katabolizmu węglowodanów i lipidów. Wciąż otwarte 

pozostaje pytanie w jaki sposób gwałtowne zakłócenie sygnałów komórkowych, które 

utrzymują dopływ energii, stymuluje również długoterminowe procesy adaptacyjne, które 

poprawiają pracę mięśni. Kluczowym elementem poprawy sprawności mięśni w odpowiedzi 

na trening wysiłkowy jest biogeneza mitochondriów, złożony proces, który wymaga 

koordynacji wielu mechanizmów, w tym uruchomienia transkrypcji genów, syntezy lipidów i 

białek oraz skoordynowanego „składania” kompleksów białkowych w funkcjonalny łańcuch 

oddechowy [Hood 2001]. Te złożone procesy skutkują zwiększeniem całkowitej ilości 

mitochondriów w obrebie mięśni i zwiększeniem sieci mitochondrialnej, co poprawia 

zdolność komórki do dopasowania produkcji i hydrolizy ATP, minimalizując w ten sposób 
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zaburzenia  komórkowej homeostazy, które wystąpiły w początkowej fazie wysiłku 

mięśniowego. Już w roku 1967 Holloszy postawił hipotezę o istotnej korelacji między 

zdolnością mięśnia do wykonywania długotrwałego submaksymalnego wysiłku i aktywnością 

enzymów oddechowych oraz że obserwowane różnice w sprawności mięśni mogą być 

wynikiem procesu adaptacyjnego. Aby przetestować tę hipotezę, szczury poddano 

intensywnemu treningowi biegania na bieżni i wykazano, że doprowadziło to do wzrostu 

aktywności enzymów mitochondrialnych mięśni szkieletowych [Holloszy 1967]. 

Mitochondria mięśniowe pochodzące od zwierząt wytrenowanych wykazywały wyższy 

poziom kontroli oddechowej i ściśle sprzężoną fosforylację oksydacyjną w porównaniu do 

mitochondriów pochodzących od zwierząt niewytrenowanych. Wzrost zdolności transportu 

elektronów był powiązany z jednoczesnym wzrostem zdolności do produkcji ATP i był 

odpowiedzialny za wydłużenie czasu aktywności biegowej u wytrenowanych zwierząt. 

Kluczową cechą w protokole treningu fizycznego było zastosowanie intensywnego wysiłku o 

charakterze interwałowym, opartym na założeniu, że każdy cykl ćwiczeń musi przekroczyć 

minimalny „bodziec progowy”, aby wywołać metaboliczne i morfologiczne zmiany adaptacje 

w mięśniach. Reżim treningowy, którego pionierem był Holloszy, może być postrzegany jako 

prekursor obecnych protokołów treningu „sprint-intensity interval training”, obecnie 

powszechnie akceptowanych jako silny bodziec do fizjologicznej przebudowy mięśni [Parra i 

wsp.  2000; Rodas i wsp. 2000; Perry i wsp. 2007; MacInnis i wsp. 2017]. Prace Holloszy 

[1967, 1976] wykazały, że mięśnie szkieletowe wykazują zdolność do zmiany zarówno 

rodzaju jak i ilości białka w odpowiedzi na zaburzenia homeostazy komórkowej wywołane 

przez ich aktywność. Wyniki tych badań dały także początek badaniom na zwierzętach 

pokazujących, że wzrost aktywności enzymów mitochondrialnych w mięśniach po kilku 

tygodniach treningu wysiłkowego był związany z większą liczbą i rozmiarem mitochondriów 

oraz z gęstszym upakowaniem grzebieni mitochondrialnych [Gollnick i wsp. 1969]. 

Kluczowe stało się odkrycie faktu, że zwiększonej aktywności enzymów mitochondrialnych 

po treningu nie towarzyszył wzrost aktywności cytozolowych enzymów kinazy kreatynowej i 

kinazy adenylanowej, co uwiarygodniło hipotezę o zwiększeniu syntezy ATP na drodze 

fosforylacji oksydacyjnej w wytrenowanych mięśniach [Oscai i wsp. 1971]. Późniejsze 

badania potwierdziły trafność tej hipotezy. Długotrwały trening fizyczny [Varnauskas i wsp. 

1970] i porównanie wytrenowanych i niewytrenowanych mężczyzn ujawniły wyższą 

maksymalną aktywność enzymów mitochondrialnych w próbkach pobranych z mięśnia 

czworogłowego uda [Booth i wsp. 1974] i większą liczbę mitochondriów zobrazowanych w 

oparciu o techniki mikroskopii elektronowej [Hoppeler i wsp. 1973]. W dalszych badaniach 
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wykazano, że trening wytrzymałościowy zwiększał zawartość mitochondriów, aktywność 

enzymów mitochondrialnych i VO2max, ale te parametry były niższe u osób starszych 

[Kiessling i wsp. 1974]. Obserwacje te po raz pierwszy sugerowały, że „plastyczność” 

mięśnia może być zmniejszona wraz ze starzeniem się organizmu. Odkrycia te przyczyniły się 

do stwierdzenia, że wydolność tlenowa jest ograniczona nie tylko przez czynniki warunkujące 

pokrycie zapotrzebowania na tlen (tj. czynniki krążeniowo-oddechowe), ale także przez liczbę 

mitochondriów mięśni szkieletowych, zgodnie z funkcją pracującego mięśnia jako 

końcowego odbiorcy tlenu podczas produkcji ATP. 

Kontynuowanie badań na gryzoniach pozwoliło na opracowanie modelu badań 

pokazującego związek między ilością mitochondriów a kontrolą metaboliczną w mięśniach 

szkieletowych podczas wysiłku fizycznego. Model ten zakładał, że większa liczba 

mitochondriów poprawia wrażliwość oksydacyjną na ADP, przy czym szybkość tlenowej 

produkcji ATP, niezbędna do wspomagania skurczu mięśni, wymagałaby mniejszego wzrostu 

ADP na początku wysiłku spowodowanego większą liczbą mitochondriów [Holloszy i wsp. 

1984]. W badaniach ludzkich mięśni szkieletowych stwierdzono także, że zwiększone zużycie 

tlenu na początku intensywnego wysiłku może zostać obniżone przez trening wysiłkowy, 

obniżając stężenie inhibitorów fosforylacji oksydacyjnej, co skutkowałoby mniejszą 

stymulacją glikolizy i większym udziałem energii pochodzącej z utleniania kwasów 

tłuszczowych [Gollnick i wsp. 1982]. Ta hipoteza została zweryfikowana w badaniach, w 

których porównano mięśnie szkieletowe wytrenowanych i niewytrenowanych szczurów i 

wykazano, że indukowany treningiem wzrost maksymalnej aktywności oksydazy cytochromu 

c (świadczącej o zwiększonej ilości mitochondriów) był związany z mniejszym wzrostem 

stężenia ADP podczas ostrego skurczu mięśni, mniejszym stężeniem fosfokreatyny i 

obniżeniem przemian ATP do AMP i IMP, a także zmniejszeniem tempa glikolizy [Dudley i 

wsp. 1987]. W wielu innych badaniach wykazano związek między poprawą zdolności 

oksydacyjnej mitochondriów a intensywnością treningu pomimo złożoności odpowiedzi 

wywołanej treningiem wysiłkowym, w dużej mierze wynikającej z protokołów treningowych 

o różnej intensywności i czasie trwania oraz różnych typach badanych mięśni [Dudley i wsp. 

1982]. Wyniki tych badań zainicjowały podjęcie kolejnych, nad sygnałami komórkowymi 

generowanymi podczas wysiłku fizycznego i skutkiem ich działania w postaci indukowanej 

treningiem większej ilości mitochondriów. Dopiero pod koniec lat osiemdziesiątych XX 

wieku wykazano, że wysiłek fizyczny stymuluje ekspresję genów jądrowych, które kodują 

białka mitochondrialne, ale szlaki sygnalizacyjne i regulatory ekspresji genów pozostawały 
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wciąż nieznane. Jednym z pierwszych badań przeprowadzonych w celu wskazania 

molekularnych mechanizmów zwiększenia ilości białek mitochondrialnych skutkiem 

skurczów mięśni, było badanie Williams i wsp. [1986], którzy stwierdzili wyższą ekspresję 

mRNA cytochromu b, a także zwiększoną aktywność syntazy cytrynianowej i stężenia 

mitochondrialnego DNA (jako markerów ilości mitochondriów) po przewlekłej elektrycznej 

stymulacji mięśnia piszczelowego przedniego królika [Wiliams i wsp. 1986]. W późniejszych 

badaniach wykazano, że różne rodziny białek mitochondrialnych są regulowane przez 

czynniki transkrypcyjne, wśród których kluczową rolę odgrywa PGC-1α regulujące 

skoordynowaną ekspresję białek mitochondrialnych i współdziałający z receptorem PPARγ w 

regulacji ekspresji wielu różnych genów [Scarpulla 2002, Lin i wsp. 2005, Scarpulla 2006]. 

Dotychczas opisano dwa strukturalne homologii PGC-1α: PGC-1β i PGC (PGC-1 – Related 

Coactivator), które tworzą rodzinę białek PGC-1 [Villena i wsp.  2015]. Do indukcji białka PGC-

1α dochodzi głównie w momencie zwiększonego zapotrzebowania tlenowego tkanki m.in. przy 

zwiększonym wysiłku fizycznym w mięśniach szkieletowych [Tiraby i wsp. 2003] i ekspozycji 

na zimno w brunatnej tkance tłuszczowej [Sadana i wsp. 2007].  

Również w prezentowanych badaniach własnych wykazano, że ekspresja białka i mRNA 

PGC-1 w mięśniach samców i samic szczurów pływających w zimnej wodzie była istotnie 

wyższa w porównaniu do grupy kontrolnej. W grupie samców i samic pływających w warunkach 

komfortu cieplnego stwierdzono także tendencje wzrostu ekspresji mRNA i białka PGC-1, 

jednakże zmiana ta był statystycznie nieistotna. W badaniach innych autorów także wykazano, że 

już pojedyncza sesja ćwiczeń wytrzymałościowych wywołuje wzrost ekspresji mRNA i białka 

PGC-1α zarówno u gryzoni [Meirhaeghe i wsp. 2003, Koves i wsp. 2005] jak i w mięśniach 

szkieletowych człowieka [Watt i wsp. 2004, Mortensen i wsp. 2007, Edgett i wsp. 2013]. Egan i 

wsp.  2010 zaobserwowali wzrost ekspresji mRNA PGC-1α w mięśniach szkieletowych u osób 

wcześniej nietrenujących, które zostały poddane krótkim treningom o wysokiej intensywności w 

porównaniu do dłuższych treningów, ale o niskiej intensywności. Również w badaniach Edgett i 

wsp. [2013] zaobserwowano wzrost ekspresji mRNA PGC-1α w mięśniach oraz zwiększoną 

fosforylację kinazy białkowej aktywowanej przez AMP (AMPK), kinazy białkowej zależnej od 

Ca2+ / kalmoduliny (CaMK) II i kinazy białkowej aktywowanej mitogenem p38 (p38 MAPK) 

[Akimoto i wsp. 2005]. Wykazano, że również trening wytrzymałościowy zwiększał ekspresję 

mRNA i białka PGC-1α w mięśniach szkieletowych gryzoni i człowieka [Kuhl i wsp. 2006, 

Perry i wsp. 2007, 2010, Granata i wsp. 2016]. Tym samym wykazano, że jednym z 

czynników indukujących PGC-1α w komórkach mięśni szkieletowych jest aktywność 

fizyczna oraz jednocześnie, że ma on wpływ na metabolizm mięśniowy podczas wysiłku 

about:blank
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poprzez zwiększenie magazynu mięśniowego glikogenu oraz regulację jego wykorzystania 

podczas pracy mięśni. Stwierdzono także, że związane jest to ściśle z przyspieszeniem 

dokomórkowego transportu glukozy i mleczanu przez zmianę aktywności białek 

transportowych GLUT4 i MCT1 (transporter monokarboksylanów 1) [Bonen i wsp. 2009]. W 

badaniach na szczurach udowodniono, że PGC-1α stymuluje ekspresję genu kinazy 

pirogronianowej 4 (PDK4), którego białkowy produkt hamuje aktywność kompleksu 

dehydrogenazy pirogronianowej uczestniczącej w reakcji przekształcania pirogronianu do 

acetylo-CoA [Song i wsp. 2010, Zhang i wsp. 2014a] oraz acylotransferazy karnitynowej I 

(CPT1), która bierze udział w oksydacji kwasów tłuszczowych [Attia i wsp. 2010]. PGC-1α 

może pełnić istotną rolę w przemianach energetycznych w mięśniach, przyczynia się bowiem 

do przyspieszenia procesu ich utleniania poprzez indukcję CPT1. Ponadto PGC-1α pełni rolę 

czynnika transkrypcyjnego dla regulatorowych enzymów glukoneogenezy: kinazy 

fosfoenolopirogronianowej oraz glukozo-6-fosfatazy. PGC-1α kontroluje proces 

glukoneogenezy także poprzez inhibicję kompleksu dehydrogenazy pirogronianowej, 

zapewniając tym samym odpowiedni poziom pirogronianu jako substratu do syntezy glukozy 

[Attia i wsp. 2010]. PGC-1α pełni kluczową rolę w procesach regulacji metabolizmu 

tlenowego, wpływając na biogenezę mitochondriów poprzez oddziaływanie m.in. na czynniki 

transkrypcyjne NRF-1 i NRF-2 (Nuclear Respiratoty Factor 1/2). PGC-1α wiąże się z NRF-1 

i transaktywuje jego geny docelowe. Powstałe białka biorą udział w oddychaniu 

mitochondrialnym [Huss i wsp. 2004]. Wykazano również, że ekspozycja na niskie 

temperatury prowadzi do indukcji PGC-1α, które następnie stymuluje ekspresję 

mitochondrialnych białek rozprzęgających biorących udział w procesie adaptacji komórek do 

niskich temperatur oraz w termogenezie w miocytach [Ueda i wsp. 2005]. 

Wykazano dotychczas, że wzrost ekspresji białka PGC-1α w mięśniach podczas 

treningu fizycznego jest związany z faktem, że autoreguluje on swój własny promotor 

poprzez ang. Myocyte Enhancer Factor 2 (MEF2) [Handschin i wsp. 2003]. W warunkach 

zimna ekspresja PGC-1α jest także pobudzana przez wzrost stężenia cAMP [Daitoku i wsp. 

2003]. Skutkiem wzrostu stężenia noradrenaliny w tych warunkach dochodzi do aktywacji 

cyklazy adenylowej i w konsekwencji wzrostu stężenia cAMP. Cykliczny AMP poprzez 

aktywację kinazy białkowej A (PKA) aktywuje jeden z czynników transkrypcyjnych PGC-1α 

tj. białko CREB (cAMP Response Element-Binding). Promotor genu PGC-1α zawiera w 

swojej budowie obszar CRE (cAMP Response Element), z którym wiąże się CREB [Daitoku i 

wsp. 2003]. W ten sposób dochodzi do indukcji PGC-1α [Novotna i wsp. 2013].   
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Stwierdzono, że czynnikiem transkrypcyjnym odgrywającym istotną rolę w 

indukowanej wysiłkiem biogenezie mitochondriów w mięśniach szkieletowych może być  

również białko supresorowe nowotworu p53 (ang. Tumor Suppressor Protein p53). Białko to 

jest przypuszczalnie aktywowane przez AMPK i / lub p38 MAPK. Wykazano, że myszy z 

nokautem p53 wykazywały zmniejszoną wytrzymałość w porównaniu z myszami typu 

dzikiego, zmniejszoną ilość mitochondriów, zmniejszoną ekspresję PGC-1α oraz brak 

transkryptów mRNA związanych z biogenezą mitochondriów po wysiłku [Saleem i wsp. 

2014].   

Wykazano, że również AMPK indukuje biogenezę mitochondriów poprzez 

bezpośrednią fosforylację i aktywację PGC-1α [Winder i wsp. 2000]. AMPK jest członkiem 

rodziny kinaz białkowych, która działa jako metaboliczny „wskaźnik paliwa” w mięśniach 

szkieletowych, składający się z podjednostek regulatorowych , β, , które istnieją w wielu 

izoformach i są wymagane do pełnej aktywności enzymatycznej. Wykazano, że AMPK 

została zaktywowana w odpowiedzi na wywołane wysiłkiem podwyższenie poziomu AMP 

[Winder i wsp. 2000] oraz że aktywacja AMPK była zależna od intensywności wysiłku 

[Wadley i wsp. 2006]. Dowodów na potwierdzenie tej hipotezy dostarczyły badania 

pokazujące, że szybka i przejściowa aktywacja AMPK po intensywnych ćwiczeniach jest 

związana z gwałtownym wzrostem stężenia AMP w mięśniach [McConell i wsp. 2005]. Po 

okresie treningu obserwowano niższe stężenia AMP i słabszą aktywacja AMPK podczas 

ćwiczeń wykonywanych przy tej samej bezwzględnej (przedtreningowej) szybkości pracy 

mięśni, co może częściowo wyjaśniać, dlaczego biogeneza mitochondriów zwalnia i 

ostatecznie osiąga stan równowagi [McConell i wsp. 2005].  

W prezentowanych badaniach własnych zaobserwowano natomiast spadek stężenia 

AMP w mięśniach starzejących się szczurów poddanych treningowi w zimnej wodzie i 

pływających w wodzie o temp. komfortu cieplnego oraz wzrost ekspresji mRNA i białka 

PGC-1α w mięśniach szczurów trenujących w zimnej wodzie. Stężenie AMP było najniższe 

w warunkach pływania w zimnej wodzie, co może wskazywać na osiągnięcie stanu 

równowagi biogenezy mitochondrialnej w wyniku procesu adaptacji. Zwiększona ilość 

mitochondriów przekładać się może na wzrost stężenia ATP i wartości ładunku 

energetycznego (AEC) mięśni obserwowany w prezentowanych badaniach, szczególnie w 

warunkach treningu w zimnej wodzie.   
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Obserwowany w prezentowanych badaniach istotny wzrost ekspresji mRNA i białka 

PGC-1α w mięśniach szczurów trenujących w zimnej wodzie w odróżnieniu od nieistotnego 

wzrostu ekspresji w mięśniach szczurów trenujących w ciepłej wodzie wynikać może z faktu, 

że wzrost ilości mitochondriów wywołany wysiłkiem fizycznym jest wynikiem 

skumulowanych oddziaływań powtarzającego się, ale przejściowego wzrostu ekspresji 

mRNA kodującego białka mitochondrialne, którego ekspresja zwiększyła się w okresie 

odpoczynku, po kolejnych i addytywnych treningach wysiłkowych [Pilegaard i wsp. 2000]. 

Wyniki prezentowanych badań wskazują ponadto, że w treningu pływackim w zimnej 

wodzie, w przypadku szlaków związanych z biogenezą mitochondriów, możliwa jest 

kompensacyjna regulacja w górę wielu ścieżek sygnałowych indukowanych wysiłkiem i 

temperaturą, które mogą brać udział w biogenezie mitochondriów.  

Obserwowany w prezentowanych badanich wzrost ekspresji Mfn1, Mfn 2 oraz Opa1 i 

Drp1 świadczyć może o nasilonych procesach fuzji i fragmentacji, a tym samym o 

zwiększonej dynamice mitochondriów w mięśniach. Można przypuszczać, że zwiększone 

zapotrzebowanie na energię metaboliczną może wpływać na tworzenie sieci mitochondriów, 

co może mieć miejsce przy ekspozycji komórek na zimno oraz że proces ten optymalizuje ich 

funkcje w tych stresowych warunkach. Zwiększona dynamika mitochondriów stanowić może 

adaptację do zmieniających się warunków środowiskowych, wpływając  również korzystnie 

na utrzymanie bioenergetycznej wydolności w dłuższym czasie. W starzejących mięśniach 

proces ten może również wpłynąć na kompensację nagromadzenia mutacji mitochondrialnych 

i tym samym poprawiać stan metaboliczny mięśni oraz wpłynąć na zwiększenie syntezy ATP, 

co zaobserwowano w prezentowanych badanich.   
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7. WNIOSKI 

 

1. Wysiłek fizyczny w zimnej wodzie może wywierać pozytywny wpływ na metabolizm 

energetyczny, biogenezę i dynamikę (procesy łączenia i fragmentacji) mitochondriów 

starzejących się mięśni szczurów.  

2. Nasilenie dynamiki mitochondriów w warunkach wysiłku fizycznego w zimnej wodzie 

może poprawiać funkcje mitochondriów i optymalizować ich zdolności bioenergetyczne w 

starzejących się mięśniach szczura. 

3. Zmiany stężenia związków wysokoenergetycznych i ekspresji białek regulujących 

dynamikę mitochondriów w mięśniach mogą być przydatnym wskaźnikiem w monitorowaniu 

zmian adaptacyjnych zachodzących w starzejących się mięśniach pod wpływem wysiłku 

fizycznego w zimnej wodzie. 
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8. STRESZCZENIE 
 

Ekspozycja na niskie temperatury może być rozpatrywana jako czynnik stresogenny, 

który może prowadzić do reakcji adaptacyjnych. Można przypuszczać, że zimno może być 

czynnikiem pozytywnie modyfikującym proces starzenia się mięśni porzez usprawnienie 

mechanizmów związanych z biogenezą mitochondriw i syntezą ATP, po uwzględnieniu 

przeciwwskazań, indywidualnego dostosowania temperatury, czasu trwania, formy ekspozycji 

oraz płci. Biorąc powyższe pod w uwagę w niniejszej pracy postawiono hipotezę o 

możliwości pozytywnego wpływu wysiłku fizycznego w zimnej wodzie na biogenezę 

mitochondriów i metabolizm energetyczny mięśni starzejących się szczurów. Celem pracy 

była (1) ocena wpływu wysiłku fizycznego w zimnej wodzie na parametry stanu 

energetycznego, zawartość związków purynowych i biogenezę mitochondriów w mięśniach 

starzejących się szczurów (2) ocena zmian stężenia związków wysokoenergetycznych i zmian 

ekspresji białek regulujących dynamikę mitochondriów w mięśniach, jako wskaźników 

wpływu wysiłku fizycznego w zimnej wodzie i ich przydatności w monitorowaniu zmian 

adaptacyjnych. Cele szczegółowe obejmowały: oznaczenie stężenia ATP (adenozyno-5’-

trifosforanu); ADP (adenozyno-5’-difosforanu); AMP (adenozyno-5’-monoforanu); Ado 

(adenozyny); wartości potencjału energetycznego adenylanów (AEC); wartości puli 

nukleotydów adenylowych (TAN) oraz ekspresji mRNA i białka koaktywatora 1α receptora γ 

aktywowanego przez proliferatory peroksysomów (PGC-1α); ekspresji mRNA mitofuzyny 1 

(Mfn1); mitofuzyny 2 (Mfn2); ekspresji mRNA Opa1; ekspresji mRNA Drp1 w mięśniach 

szkieletowych starzejących się szczurów poddanych treningowi fizycznemu w zimnej wodzie. 

Badania przeprowadzono na 64 osobnikach starzejących się szczurów obu płci stada 

niekrewniaczego  Wistar (32 samców i 32 samic), będących w chwili rozpoczęcia 

doświadczenia w wieku 15 miesięcy. Badania zostały przeprowadzone za zgodą Lokalnej 

Komisji Etycznej ds. Doświadczeń na Zwierzętach w Szczecinie (Uchwała nr: 4/2014). 

Szczury losowo przydzielono do grup badawczych: Grupy kontrolne (n = 16 osobników): 

zwierzęta przebywające w warunkach sedenteryjnych - Grupa kontrolna samce (n = 8), Grupa 

kontrolna samice (n = 8); Grupy badane 5oC (n = 24 osobniki): zwierzęta wykonujące trening 

pływacki w zimnej wodzie o temperaturze 5oC ± 2°C - Grupa 5oC samce (n = 12), Grupa 5oC 

samice (n = 12); Grupy badane 36oC (n = 24 osobniki): zwierzęta poddane treningowi 

pływackiemu w wodzie o temperaturze komfortu cieplnego (36°C ± 2°C) - Grupa 36oC samce 

(n = 12), Grupa 36oC samice (n = 12). Zwierzęta w przeprowadzonym doświadczeniu były 
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poddawane treningowi pływackiemu przez 9 tygodni. Podczas pierwszego tygodnia badań 

czas trwania pierwszego treningu pływackiego wynosił 2 minuty (pierwszego dnia) i był 

wydłużany dziennie o 0,5 minuty, aż do osiągnięcia  czasu treningu wynoszącego 4 minuty 

(w piątym dniu pierwszego tygodnia). Od drugiego do ósmego tygodnia czas treningu 

pływackiego zwierząt wynosił 4 minuty dziennie. Treningi prowadzono codziennie przez 5 

dni w tygodniu. Po zakończeniu badań, czterdzieści osiem godzin po ostatnim treningu 

pływackim przeprowadzono sekcję zwierząt.  W tkance mięśni szkieletowych uda szczurów 

wykonano badania stężenia ATP, ADP, AMP, Ado (metodą wysokosprawnej chromatografii 

cieczowej HPLC), ekspresji białka PGC-1 (metodą Western bloot), ekspresji genów 

PGC1A, Mfn1, Mfn2, Opa1, Drp1 metodą łańcuchowej reakcji polimerazy z obrazowaniem w 

czasie rzeczywistym (qRT PCR). Przeprowadzone badania wykazały, że pływanie w wodzie 

o temperaturze komfortu cieplnego wpłynęło na poprawę metabolizmu energetycznego 

mięśni starzejących się szczurów poprzez zwiększenie tempa metabolizmu (wyrażone jako 

zwiększenie stężenia ATP, ADP, TAN, AEC) oraz nasilenie fuzji mitochondrialnej (wyrażone 

jako zwiększenie ekspresji mRNA białek regulujących Mfn1, Mfn2). Pływanie w zimnej 

wodzie wpłynęło na poprawę metabolizmu energetycznego mięśni starzejących się szczurów 

poprzez zwiększenie tempa metabolizmu energetycznego mięśni (wyrażone jako zwiększenie 

stężenia ATP, ADP, TAN, AEC) oraz nasilenie biogenezy i dynamiki mitochondriów 

(wyrażone jako zwiększenie ekspresji mRNA białek czynników regulujących fuzję Mfn1, 

Mfn2, Opa1 oraz fizję mitochondriów Drp1). Stężenie związków wysokoenergetycznych i 

ekspresja białek regulujących dynamikę mitochondriów w mięśniach mogą być przydatnym 

wskaźnikiem w monitorowaniu zmian adaptacyjnych zachodzących w starzejących się 

mięśniach pod wpływem wysiłku fizycznego w zimnej wodzie. Można przypuszczać, że fuzja 

jest niezbędna do optymalizacji funkcji mitochondriów, aby umożliwić komórkom 

mięśniowym sprostanie zwiększonemu zapotrzebowaniu na energię podczas wysiłku 

fizycznego w zimnej wodzie. Stanowi krótkoterminową adaptację do zmieniających się 

warunków środowiskowych oraz wpływa korzystnie na utrzymanie bioenergetycznej 

wydolności mięśni w dłuższym czasie. 

Przeprowadzone badania pozwoliły na sformułowanie następujących wniosków:  

1. Wysiłek fizyczny w zimnej wodzie może wywierać pozytywny wpływ na metabolizm 

energetyczny, biogenezę i dynamikę (procesy łączenia i fragmentacji) mitochondriów 

starzejących się mięśni szczurów.  
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2. Nasilenie dynamiki mitochondriów w warunkach wysiłku fizycznego w zimnej wodzie 

może poprawiać funkcje mitochondriów i optymalizować ich zdolności bioenergetyczne w 

starzejących się mięśniach szczura. 

3. Zmiany stężenia związków wysokoenergetycznych i ekspresji białek regulujących 

dynamikę mitochondriów w mięśniach mogą być przydatnym wskaźnikiem w monitorowaniu 

zmian adaptacyjnych zachodzących w starzejących się mięśniach pod wpływem wysiłku 

fizycznego w zimnej wodzie. 

 

9. SUMMARY 
 

Exposure to cold temperatures can be considered a stressor that can lead to adaptive 

responses. It can be hypothesized that cold is a factor that positively modifies muscle aging by 

improving mechanisms related to mitochondrial biogenesis and ATP synthesis, after taking 

into account the contraindications, individual adjustment to temperature, duration and form of 

exposure, and gender. Taking the above into account, the present study hypothesized the 

possibility of a positive effect of cold water exercise on mitochondrial biogenesis and muscle 

energy metabolism in aging rats. The purpose of this study were; (1) to evaluate the effects of 

cold water exercise on energy status, purine compounds, and mitochondrial biogenesis in the 

muscles of aging rats, (2) to assess changes in the concentration of high-energy compounds 

and changes in the expression of proteins that regulate mitochondrial dynamics in muscles, as 

indicators of the effects of cold water exercise and their usefulness in monitoring adaptive 

changes. Specific objectives included the determination of ATP (adenosine 5'-triphosphate); 

ADP (adenosine 5'-diphosphate); AMP (adenosine 5'-monophore); Ado (adenosine); 

adenylate energy potential (AEC) values; adenylyl nucleotide pool (TAN) values; and 

peroxisome proliferator-activated receptor γ (PGC-1α) mRNA and protein expression; mRNA 

expression of mitofusin 1 (Mfn1); mitofusin 2 (Mfn2); mRNA expression of Opa1; and 

mRNA expression of Drp1 in skeletal muscles of aging rats subjected to physical training in 

cold water. The study was conducted on 64 aging rats of both sexes of Wistar non-breeding 

stock (32 males and 32 females), 15 months old at the time of the experiment. The rats were 

randomly assigned to the following study groups: control (n = 16 individuals) sedentary 

animals - control males (n = 8), control females (n = 8); 5°C groups (n = 24 individuals) 

animals training swimming in cold water at 5°C ± 2°C : 5°C males (n = 12), 5°C females (n = 

12); 36°C groups (n = 24 individuals) animals training swimming in water at thermal comfort 
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temperature (36°C ± 2°C), 36°C males (n = 12), 36°C females (n = 12). The study was 

conducted with the approval of the Local Ethical Committee for Animal Experiments in 

Szczecin (Resolution No: 4/2014). The animals in the experiment were subjected to 

swimming training for 9 weeks. During the first week of the study, the duration of the first 

swimming training was 2 minutes (on the first day), increasing daily by 0.5 minutes up to 4 

minutes on the fifth day of the first week. From the second to the eighth week, the swimming 

training was 4 minutes per day, five days a week. At the end of the study, forty-eight hours 

after the last swim training, the animals were dissected. In the skeletal muscle tissue of the 

thighs of the rats, we determined the concentrations of ATP, ADP, AMP, Ado (by high-

performance liquid chromatography HPLC), PGC-1a protein expression (by Western blot), 

PGC1A, Mfn1, Mfn2, Opa1, and Drp1 gene expression using real-time polymerase chain 

reaction (qRT PCR). The study showed that swimming in water at a thermally comfortable 

temperature improved the energy metabolism of the aging rat muscles by increasing the 

metabolic rate (expressed as an increase in ATP, ADP, TAN, AEC) and enhancing 

mitochondrial fusion (expressed as an increase in mRNA expression of regulatory proteins 

Mfn1 and Mfn2). Cold water swimming improved muscle energy metabolism in aging rats by 

increasing the rate of muscle energy metabolism (expressed as an increase in ATP, ADP, 

TAN, AEC concentrations) and enhancing mitochondrial biogenesis and dynamics (expressed 

as an increase in the mRNA expression of proteins of fusion-regulating factors – Mfn1, Mfn2, 

and Opa1, and the factor regulating mitochondrial fission – Drp1). The concentration of high-

energy compounds and the expression of proteins regulating mitochondrial dynamics in the 

muscle may be a useful indicator in monitoring adaptive changes occurring in aging muscles 

under the influence of exercise in cold water. It can be speculated that fusion is necessary to 

optimize mitochondrial function to enable muscle cells to meet increased energy demands 

during cold-water exercise. It represents a short-term adaptation to changing environmental 

conditions and has a beneficial effect on maintaining the bioenergetic capacity of muscles in 

the long term. This research allowed us to formulate the following conclusions: (1) Exercise 

in cold water can exert positive effects on energy metabolism, biogenesis and dynamics 

(fusion and fragmentation processes) of mitochondria in aging rat muscles (2) Enhancement 

of mitochondrial dynamics under cold water exercise conditions can improve mitochondrial 

function and optimize the bioenergetic capacity of mitochondria in aging rat muscles (3) 

Changes in the concentration of high-energy compounds and the expression of proteins that 

regulate mitochondrial dynamics in the muscle may be a useful indicator in monitoring 

adaptive changes occurring in aging muscles under cold water exercise. 
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