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np. atomy siarki sulfanowej, która ze związ-
ków ją zawierających zostaje łatwo wydzie-
lona pod postacią H2S (Shibuya i współaut. 
2009). Przykładami układów zawierających 
atomy siarki sulfanowej są np.: tiosiarczan 
(zewnętrzna siarka), białkowe polisiarczki i 
nadsiarczki lub siarka elementarna przyłączo-
na do hydrofobowego miejsca w albuminie 
(Toohey 1989, Wróbel 2000, Kessler 2006, 
Nagasawa i współaut. 2007). Endogenne sul-
fhydrylowe związki odgrywają zasadniczą 

rolę w prawidłowym przebiegu wielu fizjo-
logicznych procesów w organizmie (Tanabe 
2008), takich jak: stabilizacja struktur biał-
kowych, uczestnictwo w procesach redoks 
(glutation, tioredoksyna), regulacja aktywno-
ści enzymów (Wróbel 2000, Ubuka 2002, 
Kessler 2006, Jurkowska i Wróbel 2008). 

Siarka jest składnikiem diety obecnym we 
wszystkich tkankach (Tanabe 2008), szczegól-
nie tych bogatych w białko, jak: erytrocyty, 
mięśnie, skóra, włosy. Siarka charakteryzuje 
się znaczną aktywnością chemiczną i biolo-
giczną (Kessler 2006). W tkankach zwierząt 
obecne są różne związki tego pierwiastka, 
np.: metionina, cysteina, glutation, siarczany 
oraz produkty ich przemian, takie jak: taury-
na, homocysteina czy gazowy siarkowodór 
(H2S) (Ubuka 2002, Tanabe 2008). Metionina 
i cysteina są aminokwasami siarkowymi, któ-
re występują głównie jako składniki pepty-
dów i białek (Toohey 1989). Głównym, koń-
cowym produktem metabolizmu cysteiny są 
siarczany, które występują w tkankach zwie-
rząt (Nagasawa i współaut. 2007) jako część 
składowa proteoglikanów i estrów siarczano-
wych. Atomy siarki w związkach obecnych 
w tkankach zwierzęcych występują na róż-
nych stopniach utlenienia, najczęściej przy-
bierają dwa skrajne stopnie utlenienia: 2- i 
6+ (Ryc. 1) (Thomas i Surdin-Kerjan 1997, 
Kessler 2006). Stan całkowicie utleniony 
albo całkowicie zredukowany charakteryzu-
je się największą stabilnością. Oprócz związ-
ków zawierających stabilne atomy siarki w 
organizmach występują jeszcze inne, labil-
ne atomy tego pierwiastka (Kessler 2006), 
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WSTĘP

Ryc. 1. Stopnie utlenienia atomów siarki w 
związkach występujących w układach biolo-
gicznych.

TRANSFERAZY SIARKOWE

Transferazy siarkowe, to enzymy szero-
ko rozpowszechnione w organizmach pro-

kariotycznych i eukariotycznych (Nagahara 
i współaut. 1995, Nagahara i Nishino 1996, 
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2008). Rodanaza i MPST 
są enzymami pokrewny-
mi ewolucyjnie (Pallini i 
współaut. 1991, Nagahara 
i współaut. 1995, Nagaha-
ra i Nishino 1996, Aita i 
współaut. 1997, Alphey i 
współaut. 2003), o czym 
świadczy wysoki procent 
homologii w sekwencji 
nukleotydowej kodującej 
gen dla MPST i rodana-
zy u człowieka (Ryc. 3). 
Identyczność sekwencji 
nukleotydów w cDNA i se-
kwencji aminokwasów po-
między ludzką MPST i ro-
danazą wynosi odpowied-
nio 67 % (Ryc. 3) i 59% 
(sekwencje nukleotydową 
i aminokwasową porówna-
no wykorzystując funkcję 
BLAST bazy danych NCBI; 
MPST: NM_021126.4, 
NP_066949.2 porównano 
z rodanazą: NM_003312.4, 
NP_003303.2). Uwagę 

zwraca duży stopień homologii sekwencji 
aminokwasowej MPST i rodanazy z tkanek 
zwierząt na różnych szczeblach rozwoju ewo-
lucyjnego (ok. 60%, białka konserwatywne). 
Na rycinie 4 przedstawiono podobieństwo 
sekwencji kodującej genu MPST u Homo sa-
piens i Xenopus laevis. Zwiększoną ekspresję 
transferaz siarkowych stwierdzono w warun-
kach szoku osmotycznego, niedoboru siarki 
lub w obecności nadtlenków (Adams i współ-
aut. 2002, Pinto i współaut. 2006, Sabelli i 
współaut. 2008, Krueger i współaut. 2010).

Williams i współaut. 2003, Agboola i współ-
aut. 2006), katalizujące przenoszenie atomów 
siarki i przemiany związków zawierających 
siarkę sulfanową (Westley i współaut. 1983, 
Tanabe 2008) oraz odgrywające zasadni-
czą rolę w beztlenowym (desulfuracyjnym) 
metabolizmie L-cysteiny (Ryc. 2) (Toohey 
1989, Wróbel 2000, Alphey i współaut. 
2003, Tanabe 2008). Do transferaz siarko-
wych zaliczamy: rodanazę (transferaza siar-
kowa tiosiarczanu, EC 2.8.1.1), transferazę 
siarkową 3-merkaptopirogronianu (MPST, EC 
2.8.1.2) i γ-cystationazę (CST, γ-liaza cystatio-
ninowa, EC 4.4.1.1) (Wróbel 2000, Tanabe 

Ryc. 2. Powstawanie i przemiany L-cysteiny (wg Jurkowska i 
współaut. 2011a).

RODANAZA 

Rodanaza odkryta została w wątrobie 
szczurzej w 1933 r. (Lang 1933). Sörbo w 
1953 r. jako pierwszy wyizolował i oczyścił 
rodanazę z wątroby wołu (Sörbo 1953, Horo-
witz i De Toma 1970). Kolejne lata upływały 
pod znakiem licznych badań in vitro skupia-
jących uwagę na występowaniu i aktywności 
rodanazy w organizmach zwierzęcych (Sörbo 
1953, 1957, 1960; Westley 1973, 1977). W 
1977 r. określono jej udział w tworzeniu cen-
trów żelazowo-siarkowych białek (Bonomi i 
współaut. 1977, Nagahara i współaut. 1995). 
W przeciągu dwóch kolejnych lat określona 

została struktura trzeciorzędowa tego enzymu 
(Ploegman i współaut. 1978). W 1983 r. zlo-
kalizowano miejsce aktywne rodanazy (Hol i 
współaut. 1983), a 3 lata później, w 1986 r., 
wyjaśniono mechanizm przenoszenia przez 
ten enzym zewnętrznej siarki tiosiarczanu 
(patrz Ryc. 1) na nukleofilowy akceptor — 
cyjanek (Horowitz i Criscimagna 1986). W 
1990 r. określono strukturę pierwszorzędową 
rodanazy z wątroby kurzej (Kohanski i Hein-
rikson 1990, Nagahara i współaut. 1995, Aita 
i współaut. 1997). Pierwszorzędową strukturę 
ludzkiej odmiany tego enzymu udało się okre-
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Po transkrypcji w jądrze, translacji w cy-
toplazmie, odszczepieniu N-końcowej heli-
sy, białko transportowane jest do macierzy 
mitochondrialnej (Boggaram i współaut. 
1985). W cytoplazmie rodanaza wołu wy-
kazuje monomeryczną strukturę białkową, 
a białko mitochondrialne ma dwie domeny 
strukturalne. Obie domeny mają nie tylko 
podobną wielkość, ale też strukturę prze-

ślić dopiero 10 lat później (Aita i współaut. 
1997). Dalsze badania zaowocowały odkry-
ciem na 22 chromosomie genu kodującego 
ludzką rodanazę (Hunt 1998). Wspomniany 
gen składa się z dwóch eksonów (E1: 595 bp 
i E2: 299 bp) oraz znajdującego się pomiędzy 
nimi intronu o wielkości 5,5 bp. Rozpiętość 
genu rodanazy szacuje się na 7,8 kbp (Hunt 
1998).

Ryc. 3. Porównanie sekwencji nukleotydowej ludzkiego genu kodującego MPST i rodanazy (se-
kwencje nukleotydową porównano wykorzystując funkcję BLAST bazy danych NCBI; MPST: 
NM_021126.4 porównano z rodanazą: NM_003312.4).
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5). Szczególną rolę dla funkcji katalitycz-
nej rodanazy mają następujące aminokwa-
sy: Arg-186, Cys-247 i Lys-249. Arg-186 oraz 
Lys-249, stanowią miejsce wiążące dla tio-
siarczanu, a Cys-247 jest resztą katalityczną 
w centrum aktywnym enzymu (Nagahara 
i współaut. 1995, 1999; Nandi i współaut. 
2000). Miejsce aktywne, zlokalizowane w 

strzenną stabilizowaną przez liczne wiąza-
nia hydrofobowe (Alphey i współaut. 2003). 
Taki model cząsteczki może sugerować pro-
ces duplikacji genu w czasie jego ewolucji 
(Ploegman i współaut. 1978, Hol i współ-
aut. 1983). Każda domena tworzona jest 
przez pięć płyt  β, otoczonych dodatkowo 
przez pięć α helikalnych fragmentów (Ryc. 

Ryc. 4. Porównanie sekwencji nukleotydowej ludzkiego genu kodującego MPST i genu z Xeno-
pus laevis (do porównania sekwencji nukleotydowych wykorzystano funkcję BLAST bazy danych 
NCBI; Homo sapiens: NM_021126.4 porównano z X. laevis: NM_001097073).
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Mitochondrialna rodanaza z wątroby 
wołu występuje w dwóch izoformach (Na-
gahara i współaut. 1995, Nandi i współaut. 
2000), które różnią się właściwościami ka-
talitycznymi (Nandi i współaut. 2000). Obie 
izoformy są zdolne do wykorzystywania zre-
dukowanej tioredoksyny jako akceptora siar-
ki, ale tylko forma z mniejszym całkowitym 
ładunkiem ujemnym katalizuje bezpośred-
nie utlenianie zredukowanej tioredoksyny w 
obecności reaktywnych form tlenu (Williams 
i współaut. 2003, Nandi i współaut. 2000). 
Przeprowadzone badania wykazują, że roda-
naza bierze czynny udział w procesach we-
wnątrzkomórkowej (wewnątrzmitochondrial-
nej) detoksykacji reaktywnych form tlenu 
(Nandi i współaut. 2000, Alphey i współaut. 
2003, Krueger i współaut. 2010).

Rodanaza katalizuje rozerwanie wiązania 
tiosiarczanowego w substracie i przenosi ato-
my siarki z anionowych donorów, takich jak: 
tiosiarczany (Sörbo 1953), układy nadsiarcz-
kowe (Sörbo 1960) i tiosulfoniany, na róż-
ne nukleofilowe akceptory: cyjanki (Sörbo 
1953), siarczyny (Sörbo 1957) czy glutation 
(równanie 1) (Singleton i Smith 1988, Naga-
hara i Nishino 1996, Nagahara i współaut. 
1998, Alphey i współaut. 2003, Kessler 2006, 
Nagasawa i współaut. 2007, Hänzelmann i 
współaut. 2009):

S2O3
2– + CN– → SO3

2– + SCN–	 (równanie 1)

W reakcji tej zewnętrzny atom siarki 
przenoszony jest z tiosiarczanu na Cys-247 w 
centrum aktywnym enzymu i powstaje pro-
dukt pośredni zawierający układ nadsiarcz-
kowy. W następnym etapie zachodzi addycja 
jonu CN-, która prowadzi do rozpadu struk-
tury zawierającej kowalencyjnie przyłączony 
do enzymu atom siarki i powstaje jon tiocy-
janianowy SCN– (Westley 1973, Nagasawa i 
współaut. 2007). Przyłączenie atomu siarki 
powoduje przesunięcia elektronowe w czą-
steczce, które prowadzą do modyfikacji ak-
tywnych reszt tiolowych (Hargrove i Wich-
man 1987, Nagahara 2011). Siarka sulfanowa 
transportowana za pośrednictwem rodanazy 
może być przenoszona na wiele enzymów, 
aktywując je lub inaktywując. Ten labilny, 
reaktywny atom siarki sulfanowej aktywuje 
m.in. syntetazę δ-aminolewulinianową (Yama-
nishi współaut. 1983), hamuje zaś enzymy 
wątroby szczurzej, takie jak np.: fosfofrukto-
kinazę, kinazę pirogronianową (Ogasawara 
i współaut. 1997), dehydrogenazę serynową 
(Kato i współaut. 1966), aminotransferazę 
tyrozynową (Hargrove 1988). 

przestrzeni międzydomenowej, jest utworzo-
ne głównie przez C-końcowe fragmenty do-
men (Alphey i współaut. 2003). 

Rodanaza zlokalizowana jest w komór-
kach ssaków głównie w mitochondriach, a 
w przypadku niższych kręgowców w cyto-
zolu (Dudek i współaut. 1980; Nagahara i 
współaut. 1995, 1998; Al-Qarawi i współaut. 
2001). Tkankami o największej aktywności 
tego enzymu w organizmach zwierzęcych są 
wątroba i nerki (Al-Qarawi i współaut. 2001, 
Jamshidzadek i współaut. 2001, Aminlari i 
współaut. 2002, Nagasawa i współaut. 2007). 
Co ciekawe, u przeżuwaczy w nabłonku róż-
nych części przewodu pokarmowego wysoka 
jest aktywność rodanazy, przewyższająca nie-
raz wartość aktywności tego enzymu w wą-
trobie. Na przykład, psy i koty mają bardzo 
wysoką aktywność rodanazy w warstwie ślu-
zówki jelita grubego, co wynika z konieczno-
ści detoksykacji cyjanków powstających pod-
czas procesu trawienia (Shahbazkia i współ-
aut. 2009).

Ryc. 5. Transferaza siarkowa tiosiarczan: cyja-
nek (EC 2.8.1.1.) (PDB ID: 2ORA; Gliubich i 
współaut. 1996) (poszczególne elementy struk-
tury wyszczególniono kolorami: czerwony — 
helisy α; żółty — arkusze β; zielony — łańcuchy 
polipeptydowe.
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współaut. 2006; Tanabe 2008). Rodanaza od-
grywa także ważną rolę w detoksykacji nie-
organicznego siarczku (Nagahara i współaut. 
1995, Ramasamy i współaut. 2006, Tanabe 
2008), jest odpowiedzialna za utrzymywanie 
poziomu siarki sulfanowej w organizmach 
(Westley 1980) oraz dostarcza siarki do two-
rzenia centrów żelazowo-siarkowych w biał-
kach (Bonomi i współaut. 1985, Nagahara i 
współaut. 1995, Williams i współaut. 2003, 
Agboola i współaut. 2006, Tanabe 2008). 
Jest ponadto enzymem uczestniczącym we 
wbudowywaniu atomów siarki do nukleoty-
dów podczas procesu potranskrypcyjnej mo-
dyfikacji tRNA (Palenchar i współaut. 2000), 
a u ssaków rodanaza wiąże się z 5S rRNA, 
uczestnicząc w transporcie tego rybosomal-
nego składnika do mitochondriów. W tym 
kompleksie rodanaza ma konformacje enzy-
matycznie nieaktywną (Smirnov i współaut. 
2010).

Warto zaznaczyć, że rodanaza wykazuje 
dwojaką aktywność; może ona działać jako 
reduktaza tiosiarczanowa (Villarejo i We-
stley 1963, Nandi i współaut. 2000) lub jako 
syntaza tiosiarczanowa przenosząc wodoro-
siarczkowe i tiosiarczanowe atomy siarki na 
aniony siarczanowe (IV). Rodanaza uczest-
nicząc w reakcji przenoszenia siarki tworzy 
układ nadsiarczku R-S-SH, a zachowując się 
analogicznie do oksydazy tioredoksyny two-
rzy strukturę R-O-SH (Toohey 1989, Nagaha-
ra 2011). Zredukowana tioredoksyna może 
zostać utleniona przez reaktywne formy tle-
nu w reakcji katalizowanej przez rodanazę 
(Sabelli i współaut. 2008, Krueger i współ-
aut. 2010, Nagahara 2011). 

Spośród wielu funkcji rodanazy najwcze-
śniej poznaną był udział tego enzymu w 
detoksykacji jonów cyjankowych w organi-
zmach żywych (Westley 1973, 1980; Naga-
hara i współaut. 1995; Alphey i współaut. 
2003; Williams i współaut. 2003; Ramasamy i 

TRANSFERAZA SIARKOWA 3-MERKAPTOPIROGRONIANU (MPST)

MPST (EC 2.8.1.2) została odkryta 20 lat 
później niż rodanaza, w 1953 r., również 
w wątrobie szczura (Meister 1953, Wood i 
Fielder 1953, Meister i współaut. 1954). Po-
czątkowo traktowano ją jako niezależny od 
rodanazy enzym przenoszący siarkę (Meister 
1953, Wood i Fielder 1953). Lata 1957-1980 
poświęcone były badaniom dotyczącym wy-
stępowania i aktywności MPST oraz jej roli 
w organizmach zwierzęcych (Westley 1980, 
Dudek i współaut. 1980). Pierwszorzędowa 
struktura ludzkiej MPST ustalona została w 
1991 r., 4 lata później wyizolowano i okre-
ślono strukturę pierwszorzędową MPST wą-
troby szczurzej, a w 1996 r. podano dokład-
ną masę cząsteczkową enzymu (Nagahara i 
Nishino 1996). Rok 1998 przyniósł informa-
cje dotyczące genu kodującego MPST (Hunt 
1998).

Ludzki gen MPST, podobnie jak gen ro-
danazy, znajduje się na chromosomie 22 
(dokładna lokalizacja: 22q11.2) i składa się 
z trzech eksonów (E1: 212 bp; E2: 619 bp; 
E3: 607 bp). Sekwencje kodujące dla MPST 
znajdują się na 2 i 3 eksonie i oddzielone są 
pomiędzy sobą intronem o wielkości 4,4 bp 
(według Banku Danych sekwencji; gen MPST: 
NT_011520.10, MPST mRNA: NM_021126.4). 
Charakterystyczne dla tego genu sekwencje 
bogate w guaninę i cytozynę zlokalizowane 

są w miejscu promotorowym (Nagahara i 
współaut. 2004, Billaut-Laden i współaut. 
2006). W procesie mutagenezy ukierunko-
wanej wykazano, że zamiana dwóch ami-
nokwasów w centrum aktywnym rodanazy 
wątroby wołowej (Arg i/lub Lys) z resztami 
aminokwasowymi MPST np. u Leishamnii 
major (Gly i/lub Ser), zmniejsza aktywność 
rodanazy, a zwiększa aktywność MPST, co 
pokazuje, że te dwie pozycje determinują 
specyficzność substratową enzymów (Naga-
hara i współaut. 1995, Nagahara i Nishino 
1996, Alphey i współaut. 2003, Williams i 
współaut. 2003). Bazując na tych odkryciach 
stwierdzono, że MPST i rodanaza są pokrew-
ne ewolucyjnie (Nagahara i współaut. 1995).

U zwierząt ekspresja MPST obserwo-
wana jest w nerkach, wątrobie, sercu, płu-
cach, śledzionie i mózgu (Ubuka i współaut. 
1985, Aminlari i współaut. 1989, Nagahara 
i współaut. 1998, Billaut-Laden i współaut. 
2006). Nerki, wątroba i serce zawierają dużą 
ilość mRNA dla MPST, podczas gdy w innych 
tkankach, szczególnie w mózgu, mRNA dla 
MPST jest mniej (Nagahara i współaut. 1999, 
Nagahara i współaut. 2004, Billaut-Laden i 
współaut. 2006). W komórkach MPST zlokali-
zowana jest zarówno w cytoplazmie, jak i mi-
tochondriach (Dudek i współaut. 1980, Oga-
sawara i współaut. 1994, Nagahara i współ-
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nieznacznie od sekwencji aminokwasów 
miejsca aktywnego enzymu otrzymanego z 
wątroby szczurzej. Miejsce aktywne MPST Le-
ishmanii major zlokalizowane jest pomiędzy 
N- i C-końcową domeną i utworzone zostało 
przez 7 odcinków łańcucha polipeptydowego 
(Alphey i współaut. 2003, Williams i współ-
aut. 2003). Miejsce aktywne MPST i rodanazy 
Leishamnii major jest dodatnio naładowane 
i przez to wykazuje zdolność do przyciągania 
oraz wiązania ujemnie naładowanych ligan-
dów (Williams i współaut. 2003, Nagahara 
2011). Arg-185 (Arg-186 w rodanazie) odpo-
wiedzialna jest za elektrostatyczne wiązanie 
ligandów, np. jonu siarczanu (IV) w cen-
trum aktywnym enzymu (Nagahara i współ-
aut. 1995, Alphey i współaut. 2003). Ser-255 
bierze prawdopodobnie udział w wiązaniu 
3-merkaptopirogronianu poprzez oddziaływa-
nie z grupą karbonylową (Alphey i współaut. 
2003). To oddziaływanie polaryzuje grupę 
karbonylową ułatwiając nukleofilowy atak na 
tiolową grupę Cys-253 (Alphey i współaut. 
2003, Nagahara i współaut. 2007). Ze wzglę-
du na strukturę aminokwasową, wypadkowe 
pole elektryczne otaczające resztę cysteinową 
miejsca aktywnego w mitochondrialnej roda-
nazie jest silniejsze niż w MPST - hipoteza ta 
nie jest jeszcze potwierdzona doświadczalnie 
(Nagahara 2011).

MPST przenosi siarkę z 3-merkaptopiro-
gronianu (fizjologiczny substrat) na nukleofi-
lowe akceptory takie jak: cyjanki, sulfoniany 
czy 2-merkaptoetanol, tworząc odpowiednio 
rodanki, tiosulfoniany lub tiosiarczany i nad-
siarczki merkaptoetanolu (Nandi i współ-
aut. 2000, Wróbel 2000, Alphey i współaut. 
2003, Williams i współaut. 2003, Nagasawa i 
współaut. 2007). Wiązanie substratu jest moż-
liwe dzięki obecności płytkiego zagłębienia 
w miejscu aktywnym, umożliwiającego spe-
cyficzne dopasowanie się cząsteczki 3-mer-
kaptopirogronianu. Obecne w katalitycznej 
wnęce trzy aminokwasy: Cys-247, Arg-187 i 
Arg-196, aktywnie uczestniczą w wiązaniu 
substratu (Alphey i współaut. 2003). Proces 
przyłączenia substratu do wnęki katalitycznej 
wspomagany jest przez dodatnio naładowane 
łańcuchy boczne Arg-187 i Arg-196, które od-
działywują elektrostatycznie z atomami tlenu 
z grupy karboksylowej i karbonylowej sub-
stratu (Nagahara 2011). Ujemnie naładowa-
ny atom siarki z grupy -SH katalitycznej cy-
steiny (Cys-247), znajdującej się z tyłu szcze-
liny katalitycznej, przyciąga i wiąże kowalen-
cyjnie atom siarki 3-merkaptopirogronianu, 
tworząc układ nadsiarczkowy (równanie 2) 

aut. 1995, Wróbel 2000). Shibuya i współaut. 
(2009) potwierdzili, że MPST oraz cytozo-
lowe i mitochondrialne aminotransferazy 
cysteinowe zlokalizowane są w komórkach 
śródbłonka aorty piersiowej, gdzie odpo-
wiadają za produkcję H2S z cysteiny. Wyka-
zano, że ilość mRNA dla MPST skorelowana 
jest z aktywnością tego enzymu (Nagahara i 
współaut. 1999). 

Pierwszorzędowa struktura szczurzego 
MPST zawiera konserwatywną sekwencję 
aminokwasów: Arg-187, Arg-196, Cys-247, 
Gly-248, Ser-249 (Nagahara i Nishino 1996). 
Arg-196 jest charakterystyczną dla MPST resz-
tą aminokwasową i nie ma odpowiednika w 
rodanazie (Nagahara i Nishino 1996). Ist-
nieje również charakterystyczna kombinacja 
reszt aminokwasowych o następującej se-
kwencji: Cys-Gly-Ser-Gly-Val-(Thr/Ser), dzięki 
której istnieje możliwość identyfikacji enzy-
mów należących do rodziny MPST (Alphey 
i współaut. 2003). Lys-249 w rodanazie jest 
zastąpiona przez Ser-249 w MPST. Arg-248 
(Arg-247 w rodanazie) i Cys-247 są bardzo 
ważnymi resztami dla struktury i funkcji za-
równo rodanazy, jak i MPST (Nagahara i 
współaut. 1995, 1999). Arg-196 i Arg-187 
znajdujące się w centrum aktywnym MPST 
wiążą 3-merkaptopirogronian; Arg-187 re-
aguje z grupą karbonylową 3-merkaptopiro-
gronianu, a Cys-247 obecna w centrum ak-
tywnym odpowiedzialna jest za tworzenie 
układu nadsiarczku podczas reakcji (Naga-
hara i Nishino 1996, Nagahara i współaut. 
2004, Nagahara i Katayama 2005, Nagahara 
i współaut. 2007). 

Struktura trzeciorzędowa MPST podobna 
jest do struktury rodanazy. MPST, podobnie 
jak rodanaza, zawiera dwie domeny (N- i C- 
końcowa domena) o podobnych rozmiarach 
i konformacji (pofałdowaniu), lecz stosunko-
wo niskiej homologii sekwencji aminokwa-
sowej (Nagahara i współaut. 1995, Alphey i 
współaut. 2003, Williams i współaut. 2003). 
Rozpatrując strukturę cząsteczki ludzkiej 
MPST (PDB ID: 3LOH) stwierdzono, że do-
mena N-końcowa składa się z 5 ułożonych 
równolegle β-płyt otoczonych przez 5 α-helis; 
jest to struktura charakterystyczna dla tzw. 
domeny rodanazowej. Podobnie, C-końcowa 
domena składa się z 4 ułożonych równolegle 
β-płyt otoczonych w podobny sposób przez 5 
α-helis (Alphey i współaut. 2003, Spallarossa 
i współaut. 2004, Hänzelmann i współaut. 
2009). 

Sekwencja miejsca aktywnego w MPST 
wyizolowanej z Leishmanii major różni się 
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danazy (Kessler 2006). Ostatnim etapem wy-
żej opisanej reakcji jest oddysocjowanie tio-
cyjanku i pirogronianu z centrum aktywnego 
MPST. Enzym ten uczestniczy również w pro-
cesie desulfuracji 3-merkaptopirogronianu 
do pirogronianu i H2S (Shibuya i współaut. 
2009). MPST, poza tym, że odgrywa kluczo-
wą rolę w procesach detoksykacji cyjanków 
(Wing i Baskin 1992, Porter i Baskin 1995, 
Baskin i współaut. 1999), bierze też aktyw-
ny udział w katabolizmie cysteiny (Alphey i 
współaut. 2003, Nagahara i Katayama 2005, 
Nagasawa i współaut. 2007) oraz sulfurylacji 
tRNA (Harris 1978; Wong i współaut. 1974, 
1975) na etapie jego potranskrypcyjnych mo-
dyfikacji (Palenchar i współaut. 2000). W 
ostatnim z wymienionych procesów, MPST 
wspomaga wbudowywanie atomów siarki w 
strukturę nukleotydów, co prowadzi do po-
wstania tiopirymidyn i metylotiopuryn będą-
cych integralnymi składnikami tRNA wszyst-
kich organizmów żywych (Wróbel 2000). 

Niedobór lub brak aktywności MPST 
może być związany z dziedziczną chorobą 
znaną jako disulfiduria merkaptomleczano-
wo-cysteinowa (Billaut-Laden i współaut. 
2006). 

(Nagahara i współaut. 2007). Atom ten sta-
bilizowany jest przez pięć wiązań wodoro-
wych (Ploegman i współaut. 1978, Nagahara 
i Nishino 1996, Nagahara i współaut. 1998, 
Alphey i współaut. 2003, Kessler 2006).

HSCH2COCOO– + E–SH → CH3COCOO– + 
E–S–SH			      (równanie 2)

E–S–SH + CN– → E–SH + SCN– (równanie 3)

gdzie:
E–SH — wolny enzym
E–S–SH — kompleks enzym-siarka. 

W drugim etapie, ilustrującym przebieg 
procesu detoksykacji (równanie 3), w cen-
trum aktywnym enzymu następuje nukleofi-
lowy atak anionu CN– na atom siarki układu 
nadsiarczkowego, powodując jego oderwanie 
i utworzenie końcowego produktu reakcji, 
jakim jest anion tiocyjankowy SCN–. Pro-
dukt ten charakteryzuje się znacznie niższą, 
niż jon CN–, toksycznością oraz możliwością 
wydalania przez nerki (Wing i Baskin 1992, 
Porter i Baskin 1995, Agboola i współaut. 
2006, Billaut-Laden i współaut. 2006, Naga-
sawa i współaut. 2007). Funkcja MPST jest w 
tym przypadku analogiczna do działania ro-

RESZTY CYSTEINOWE A BIOLOGICZNA ROLA TRANSFERAZ SIARKOWYCH

Reszty cysteinowe występujące w biał-
kach stabilizują ich strukturę, regulują ich 
funkcje i koordynują metale. Enzymy za-
wierające w miejscu aktywnym reszty cy-
steiny odgrywają zasadniczą rolę w proce-
sach biologicznych, takich jak: regulacja 
przebiegu cyklu komórkowego, apoptozy 
czy transdukcji sygnału (Nagahara 2011). 
Zarówno rodanaza, jak i MPST posiadają 
zdolność wiązania selenu w stosunku 1:1, 
przy czym selen łatwiej uwalniany jest z 
adduktu powstałego z MPST niż z rodana-
zą. Co więcej, selen związany z MPST jest 
bardziej dostępny dla syntetazy selenofos-
foranowej, co czyni ten enzym potencjal-
nie lepszym białkiem uczestniczącym w 
transporcie tego pierwiastka (Ogasawara i 
współaut. 2005, Sabelli i współaut. 2008). 
Aktywność enzymów zawierających redok-
sowo aktywną cysteinę w miejscu aktyw-
nym, hamowana jest w wyniku utlenienia 
grupy -SH, lecz aktywność ta może zostać 
przywrócona przez redukcję w obecności 
związków, takich jak tioredoksyna lub glu-

tation (Nagahara 2011). Nukleofilowe cen-
trum aktywne enzymu jest korzystne dla 
reakcji katalizowanych przez transferazy 
(desulfurazy, fosfatazy i siarkotransferazy), 
hydrolazy (protezy cysteinowe) i izomerazy 
(izomeraza disiarczkowa). Biologiczne zna-
czenie przechodzenia pomiędzy formą sul-
fenylową i tiolanową katalitycznej cysteiny 
nie jest jasne (Nagahara 2011).

Obecnie prowadzone są badania wska-
zujące na wzrost aktywności MPST w ner-
kach w odpowiedzi na narażanie zwierząt 
na działanie jonów metali ciężkich (ołów, 
kadm, rtęć). Wyniki tych badań sugerują 
udział transferaz siarkowych w ochronie 
antyoksydacyjnej m.in. w nerkach, o czym 
świadczy zwiększenie aktywności tych en-
zymów w odpowiedzi na stres oksydacyjny 
(Wróbel i współaut. 2004; Sura i współaut. 
2006, 2011; Krueger i współaut. 2010). 
Krueger i współaut. (2010) badają wpływ 
stresu oksydacyjnego na zmniejszoną eks-
presję genu kodującego rodanazę, w przy-
padku hemodializowanych pacjentów.
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(astrocytoma) (Jurkowska i Wróbel 2008, 
2011b) wykazały, że prekursory cysteiny 
wpływają na zwiększenie aktywności MPST i 
wzrost poziomu siarki sulfanowej, czemu to-
warzyszy hamowanie proliferacji tych komó-
rek. Wykazano, że w komórkach U373 (Wró-
bel i Jurkowska 2007), w odpowiedzi na 
stres oksydacyjny generowany menadionem, 
hamowana jest aktywność MPST i rodanazy, 
spada poziom siarki sulfanowej i glutationu, 
co może być wynikiem utleniania grup sul-
fhydrylowych w centrach aktywnych siarko-
transferaz, prowadzącego do ich inaktywacji.

Niewiele wiadomo na temat regulacji 
procesu transkrypcji genu kodującego ludzką 
rodanazę (Krueger i współaut. 2010). U bak-
terii transkrypcja homologów tego enzymu 
jest pod kontrolą mechanizmu uruchamia-
nego w odpowiedzi na anion nadtlenkowy 
(Cereda i współaut. 2009). Reaktywne formy 
tlenu modyfikujące białka sygnałowe i/lub 
czynniki transkrypcyjne mogą wpływać na 
ekspresję genów, w tym również rodanazy, 
co jest interesujące z punktu widzenia medy-
cyny molekularnej i może mieć potencjalne 
znaczenie terapeutyczne (Pinto i współaut. 
2006).

Rodanaza i MPST są enzymami pokrewny-
mi ewolucyjnie (Nagahara i współaut. 1995, 
Nagahara i Nishino 1996, Alphey i współaut. 
2003, Nagahara 2011), o czym świadczy po-
dobieństwo strukturalne genów oraz białek, 
w tym również podobna struktura centrum 
aktywnego, a także znaczne podobieństwo 
w sekwencji nukleotydów w cDNA (Rys. 2) 
(Hunt 1998). Masy cząsteczkowe obu enzy-
mów również są zbliżone i wynoszą ok. 33 
kDa (Nagahara i współaut. 1995, Krueger 
i współaut. 2010). Ponadto, enzymy te mają 
podobne właściwości fizykochemiczne i kata-
lityczne (Nagahara i współaut. 1995, Alphey 
i współaut. 2003, Kessler 2006, Nagaha-
ra 2011). Nishino i współaut. (1983, 1985) 
wykazali, że zarówno rodanaza, jak i MPST 
mogą przenosić atomy siarki z tiosiarczanu 
lub merkaptopirogronianu na molibdenowe 
ligandy oksydazy ksantynowej. 

Transferazy siarkowe w organizmie prze-
ciwdziałają stresowi oksydacyjnemu (Oga-
sawara i współaut. 1999, 2005; Wróbel i 
Jurkowska 2007), a przez to wykazują po-
średnio działanie antynowotworowe (To-
ohey 1989, Pinto i współaut. 2006, Sabelli 
i współaut. 2008). Badania prowadzone na 
ludzkich komórkach nowotworowych U373 

PODSUMOWANIE

RODANAZA I TRANSFERAZA SIARKOWA 3-MERKAPTOPIROGRONIANU — EWOLUCYJNIE 
POKREWNE ENZYMY

Streszczenie

Endogenne związki siarki odgrywają ważną 
rolę w przebiegu wielu fizjologicznych procesów 
w organizmie, takich jak: stabilizacja struktury bia-
łek, regulacja aktywności enzymów oraz udział w 
procesach utleniania i redukcji (glutation, tioredok-
syna). Transferazy siarkowe: rodanaza (transferaza 
siarkowa tiosiarczanu, EC 2.8.1.1) i transferaza siar-
kowa 3-merkaptopirogronianu (MPST, EC 2.8.1.2) są 
szeroko rozpowszechnionymi enzymami w świecie 
organizmów prokariotycznych i eukariotycznych. W 
komórkach ssaków MPST występuje w cytoplazmie i 
mitochondriach, zaś rodanaza głównie w mitochon-
driach. W przypadku niższych kręgowców takich jak: 
płazy, gady i ryby jej aktywność stwierdzono rów-
nież w cytozolu. Rodanaza przenosi atomy siarki z 
anionowych donorów (związki zawierające siarkę 
sulfanową) na różne nukleofilowe akceptory. MPST 
katalizuje przeniesienie atomu siarki z 3-merkaptopi-
rogronianu na nukleofilowe akceptory wytwarzając 
związki zawierające atomy siarki sulfanowej (jak np.: 
tiosiarczan) lub uwalnia ją w postaci siarkowodoru. 
Rodanaza i MPST są enzymami pokrewnymi ewolu-
cyjnie. Świadczą o tym podobieństwa w strukturze 
genów, struktura trzeciorzędowej obydwu białek 

oraz strukturze miejsca aktywnego. Masy cząsteczko-
we obydwu enzymów są podobne — około 33 kDa. 
Ponadto, enzymy te mają podobne właściwości fizy-
kochemiczne i katalityczne. Aktywność katalityczna 
obydwu zaangażowanych w przemiany L-cysteiny 
enzymów zależna jest od reszty cysteinowej centrum 
aktywnego. Podczas katalizy enzymy te oscylują po-
między dwoma stabilnymi stanami: niezwiązanym 
z atomem siarki i związanym z dwuwartościowym 
atomem siarki z utworzeniem nadsiarczku z gru-
pą tiolową miejsca aktywnego. Związki chemiczne 
zanieczyszczające środowisko i ksenobiotyki mogą 
łączyć się z grupami -SH tych enzymów obniżając 
ich aktywność i zmieniając poziom siarki sulfanowej 
– produktu desulfuracji L-cysteiny. Cysteina miejsca 
aktywnego enzymów tiolowych może uczestniczyć 
w procesach utlenienia i redukcji; MPST i rodanaza 
mogą funkcjonować jako miejscowe białkowe prze-
ciwutleniacze. Reaktywne formy tlenu modyfikujące 
białka sygnałowe i/lub czynniki transkrypcyjne mogą 
wpływać na ekspresję genów, w tym również genu 
dla rodanazy, co ze względu na potencjalne terapeu-
tyczne efekty może być interesujące z punktu widze-
nia medycyny molekularnej. 
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tiary structure and the structure of active site. Mo-
lecular weight is also comparable — about 33 kDa. 
Moreover, they have similar physicochemical and 
catalytic properties. The catalytic activity of these 
two enzymes participating in L-cysteine metabolism 
depends on cysteine residues in their active sites. 
During catalysis, enzymes cycle between two stable 
intermediates: a sulfur-free form and a sulfur-sub-
stituted enzyme containing a divalent sulfur atom 
bound by persulfide linkage to the sulfhydryl group 
of the active site. Pollutants and xenobiotics can 
bind to -SH groups and, therefore, lower the activ-
ity of enzymes and change the level of sulfane sul-
fur, a product of L-cysteine desulfuration. The cata-
lytic site cysteine of a thiol enzyme is redox active; 
MPST and rhodanese could locally serve as antioxi-
dant proteins. Reactive oxygen species modify signal 
proteins and/or transcription factors and have an 
impact on rhodanese gene expression. It is interest-
ing from the point of view of molecular medicine 
because of potential therapeutic effects.

Endogenous sulfur-containing compounds play 
an important role in numerous physiological pro-
cesses in organisms, such as stabilization of protein 
structure, regulation of enzymatic activity, and they 
are engaged in redox reactions (glutathione, thiore-
doxine). Sulfurtransferases are enzymes widespread 
in nature. Rhodanese (thiosulfate sulfurtransferase, 
EC 2.8.1.1) and 3-mercaptopyruvate sulfurtransfer-
ase (MPST, EC 2.8.1.2) have been found in the ma-
jority of living organism. In animal cells, MPST is 
located in cytosol and mitochondria, while rhoda-
nese distribution is restricted to mitochondria. In 
lower vertebrates, such as amphibians, reptiles and 
fish, it has been also detected in cytosol. Rhodanese 
transfers sulfur atoms from various donors (sulfane 
sulfur-containing compounds) to various acceptors. 
MPST catalyses the transfer of the sulfur atom from 
3-mercaptopyruvate to various acceptors, producing 
sulfane sulfur containing compounds (e.g. thiosul-
fate), or releases it as hydrogen sulfide. Rhodanese 
and MPST are evolutionary related enzymes. Both 
of them have similar structure of gene, protein ter-

RHODANESE AND 3-MERCAPTOPYRUVATE SULFURTRANSFERASE — EVOLUTIONARY RELATED 
ENZYMES

Summary
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