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motorycznej wykorzystywanej do produkcji 
ATP przez syntazę ATP (tzw. Kompleks V 
w mtETC). Roślinny łańcuch oddechowy, w 
odróżnieniu od łańcucha oddechowego mi-
tochondriów zwierzecych, jest bardziej roz-
gałęziony i zawiera zarówno dodatkowe de-
hydrogenazy działające równolegle z Kom-
pleksem I, tzw. dehydrogenazy NAD(P)H 
typu II (ND), jak i dodatkową, terminalną 
oksydazę nazwaną oksydazą alternatyw-
ną (AOX) odpowiedzialną za oddychanie 
niewrażliwe na cyjanek. W przeciwień-
stwie do „klasycznych” elementów mtETC, 
specyficzne dla roślin składniki mtETC są 
niewielkimi białkami, a ich aktywność nie 
prowadzi do wytworzenia siły protonomo-
torycznej. Są zatem szlakami niefosforylują-
cymi (ang. non-phosphorylating bypasses). 
Budowa, regulacja aktywności i fizjologicz-
na rola alternatywnych szlaków transportu 
elektronów w roślinnym mtETC od wielu 
już lat stanowi istotną część badań dotyczą-
cych metabolizmu roślin. Artykuł ten jest 
poświęcony głównie omówieniu typowych 
dla roślin, alternatywnych dróg transportu 
elektronów w łańcuchu oddechowym.

Badanie oddychania roślin stanowiło 
wyzwanie dla naukowców od początku XX 
w. Kwestionowano oddychanie na świetle 
oraz zastanawiano się nad lokalizacją ko-
mórkową i rolą tzw. oddychania odporne-
go na działanie cyjanku. Izolacja mitochon-
driów roślinnych jest trudniejsza niż mi-
tochondriów zwierzęcych, ze względu na 
konieczność rozbicia ściany komórkowej i 
obecność chloroplastów. Dlatego wcześniej 
wyizolowano mitochondria zwierzęce i po-
znano budowę tzw. łańcucha oddechowego 
zlokalizowanego w wewnętrznej błonie mi-
tochondrialnej.  

Mitochondrialny łańcuch oddechowy 
(mtETC) wszystkich organizmów wyższych 
zbudowany jest z dużych kompleksów biał-
kowych (Kompleksów I-IV) zawierających 
centra redoks, które umożliwiają transport 
elektronów z NAD(P)H i FADH2 na tlen z 
wytworzeniem cząsteczki wody. Linearny 
transport elektronów przez transmembra-
nowe Kompleksy I, III i IV związany jest 
z przemieszczaniem protonów w poprzek 
wewnętrznej błony mitochondrialnej (Ryc. 
1) i prowadzi do wytworzenia siły protono-
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na terenie macierzy mitochondrialnej (Ryc. 
1). Powinowactwo dehydrogenaz typu II do 
NAD(P)H jest ok. dziesięciokrotnie niższe 
niż Kompleksu I (80 μM versus 8 μM) (Ra-
smusson i Møller 1991). Dlatego też, aktyw-
ność dehydrogenaz typu II staje sie istotna 
dla metabolizmu roślinnego dopiero w wa-
runkach, gdy dochodzi do nagromadzeniu 
siły redukcyjnej w macierzy mitochondrial-
nej lub cytozolu. Obecność NDex/in po obu 
stronach wewnętrznej błony mitochondrial-
nej sugeruje udział tych elementów mtETC 
w regulacji stanu redoks zarówno wewnątrz 
mitochondriów, jak i w cytozolu. Charakte-
rystyczną właściwością ND jest też fakt, że, 
w przeciwieństwie do aktywności Komplek-
su I (Møller 2001), ich aktywność nie jest 
związana z wytwarzaniem reaktywnych form 
tlenu (ROS). Ponadto sugeruje się, że dehy-
drogenazy typu II zlokalizowane od strony 
macierzy mitochondrialnej mogą wytwarzać 
NAD(P)+ niezbędne do reakcji zachodzą-
cych wewnątrz mitochondriów (Rasmusson i 
współaut. 2008). 

Spekuluje się, że dehydrogenazy typu II 
wyewoluowały z bakteryjnych FAD-zależnych 
oksydoreduktaz NAD(P)H: dwusiarczek (Ra-

W latach 60. ubiegłego wieku odkryto kil-
ka niezwykłych cech mitochondriów roślin-
nych. Przede wszystkim udowodniono, że w 
przeciwieństwie do mitochondriów zwierzę-
cych, mogą one utleniać dodane z zewnątrz, 
egzogenne, NADH. Ponadto, wykorzystując 
specyficzne inhibitory Kompleksu I (m. in. 
rotenon, piericydynę A i kapsaicynę) wyka-
zano, że mitochondria roślinne mogą rów-
nież utleniać NADH pochodzące z macierzy 
mitochondrialnej bez udziału Kompleksu I 
(Møller 2001; Rasmusson i współaut. 2004, 
2008). 

Dehydrogenazy typu II to polipeptydy o 
masie 50-60 kDa, tworzace oligomery, któ-
re są zakotwiczone w wewnętrznej błonie 
mitochondrialnej (Rasmusson i współaut. 
2004). Na podstawie badań z wykorzysta-
niem wyizolowanych mitochondriów lub 
frakcji mitochondrialnych stwierdzono, że 
istnieją cztery typy dehydrogenaz typu II. 
Wyróżnia się dwie zewnętrzne dehydrogena-
zy typu II (NDex), które są akceptorami elek-
tronów z NADH lub NADPH pochodzących 
z przestrzeni międzybłonowej, oraz dwie 
wewnętrzne dehydrogenazy typu II (NDin) 
utleniające NADH lub NADPH zlokalizowane 

DEHYDROGENAZY TYPU II JAKO AKCEPTORY ELEKTRONÓW ROŚLINNYM mtETC

Ryc. 1. Mitochondrialny łańcuch oddechowy u rzodkiewnika (Arabidopsis thaliana).
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Tabela 1. Izoformy dehydrogenaz typu II zidentyfikowane u różnych gatunków roślin. 

Gatunek NDA NDB NDC Piśmiennictwo

Solanum tuberosum NDA1 NDB1 Rasmusson i współaut. 1999
Arabidopsis thaliana NDA1-2, NDB1-4 NDC1 Michalecka i współaut. 2003
Oryza sativa NDA1-2 NDB1-3 NDC1 Michalecka i współaut. 2003

Physcomitrella patens NDA1-2 NDB1-3 NDC1
Carrie i współaut. 2008 
Xu i współaut. 2013

Vitis vinifera NDA1-2 NDB1-3 NDC1 Carrie i współaut. 2008
Actinida deliciosa NDA1 NDB1-3 Carnevali i De Santis 2009
Zea maize NDA1-2 NDB1-4 NDC1 Xu i współaut. 2013
Selaginella moellendorffii NDA1 NDB1 NDC1 Xu i współaut. 2013
Glycine max NDA1-6 NDB  1-7 NDC1-2 Xu i współaut. 2013
Picea glauca NDA1 NDB1 NDC1 Xu i współaut. 2013
Populus trichocarpa NDA1-2 NDB1-5 NDC1 Xu i współaut. 2013

smusson i współaut. 1999, Kerscher 2000). 
Geny kodujące ND zostały po raz pierw-
szy scharakteryzowane u E. coli, drożdzy 
oraz grzybów Neurospora crassa (Kerscher 
2000, Moore i współaut. 2003). Co cieka-
we, u drożdzy nie posiadających Komplek-
su I jedna z dehydrogenaz typu II przejmu-
je jego funkcję (Moore i współaut. 2003). 
Pierwsze roślinne izoformy dehydrogenaz 
typu II, NDA1 i NDB1, zostały zidentyfiko-
wane u ziemniaka (Rasmusson i współaut. 
1999). Następnie znaleziono homologi tych 
białek u rzodkiewnika (Arabidopsis) oraz w 
ryżu (Michalecka i współaut. 2003, Moore 
i współaut. 2003). Wszystkie izoformy ND 
są kodowane przez geny jądrowe (Moore i 
współaut. 2003). Po analizie filogenetycznej 
geny te zostały podzielone na trzy grupy: 
NDA, NDC kodujące NDin oraz NDB kodu-
jące NDex (Michalecka i współaut. 2003). 
Roślinne geny NDA oraz NDB są blisko spo-
krewnione z genami grzybów, natomiast 
geny kodujące NDC są spokrewnione z gena-
mi cyjanobakterii. U Arabidopsis zidentyfiko-

wano siedem izoform dehydrogenaz typu II, 
NDA1-2, NDB1-4 oraz NDC1 (Moore i współ-
aut. 2003) (Ryc. 1). Wszystkie izoformy ND 
akceptują elektrony z NADH, za wyjątkiem 
izoformy NDB1, dla której donorem elektro-
nów jest NADPH. Izoforma NDC1 wykazuje 
powinowactwo zarówno do NADH, jak i do 
NADPH. Wykazano również, że aktywność 
NDB1 i NDB2 jest regulowana przez jony 
wapnia (Geisler i współaut. 2007). U rzod-
kiewnika pośród wszystkich izoform dehy-
drogenaz typu II NDA1 i NDB2 wykazują 
konstytutywnie najwyższą ekspresję (Elhafez 
i współaut. 2006), natomiast izoforma NDB3 
wykazuje najniższy poziom ekspresji (Micha-
lecka i współaut. 2003, Elhafez i współaut. 
2006). NDB1 i NDC1 są uznawane jako geny 
cytohomeostatyczne (ang. housekeeping ge-
nes), ponieważ ich ekspresja w większości 
komórek roślinnych jest stosunkowo stała i 
niezależna od warunków (Elhafez i współ-
aut. 2006). Izoformy ND zidentyfikowane w 
innych gatunkach roślin zostały wyszczegól-
nione w Tabeli 1.

REGULACJA AKTYWNOŚCI DEHYDROGENAZ TYPU II

Dehydrogenazy typu II mają dwa miej-
sca wiązania nukleotydów. W pierwszym 
najprawdopodobniej dochodzi do niekon-
walencyjnego wiązania kofaktora FAD, jako 
grupy prostetycznej niezbędnej w reakcji 
redoks, w drugim centrum aktywnym enzy-
mu wiązany jest substrat NAD(P)H (Kerscher 
2000). Aktywność ND zależy przede wszyst-
kim od dostępności substratu. NDex zuży-
wają NAD(P)H pochodzące z przestrzeni 

międzybłonowej. Trzeba jednak pamiętać, 
że pory w zewnętrznej błonie mitochon-
drialnej pozwalają na swobodne przemiesz-
czanie się nukleotydów pomiędzy prze-
strzenią międzybłonową a cytozolem. NDex 
konkurują zatem o reduktanty z innymi 
enzymami zlokalizowanymi na terenie cyto-
zolu, m.in. z reduktazą azotanową (NR) ma-
jącą wyższe powinowactwo do NADH (Km 
= 5 μM) (Escobar i współaut. 2006). Dodat-
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BADANIE AKTYWNOŚCI DEHYDROGENAZ TYPU II

AKTYWNOŚĆ DEHYDROGENAZ TYPU II A METABOLIZM KOMÓREK ROŚLINNYCH

kowo, aktywność głównych izoform NDex: 
NDB1 i NDB2, jest zależna od obecności 
Ca2+ w stężeniu mikromolarnym (Geisler 
i współaut. 2007). Wzrost stężenia Ca2+ w 
cytozolu stwierdzony podczas działania róż-
nych czynników stresowych (Logan i Kni-
ght 2003), może aktywować NDex. NDin 
konkurują z Kompleksem I o NAD(P)H 
obecne w macierzy mitochondrialnej, przy 
czym Kompleks I ma znacznie wyższe po-
winowactwo do substratu (Rasmusson i 
Møller 1991). NAD(P)H w mitochondriach 
wytwarzane jest głównie w cyklu kwasów 
trikarboksylowych (TCA). 

Aktywność dehydrogenaz typu II zale-
ży w pewnym stopniu od dostępności ak-
ceptora elektronów, którym jest ubichinon 
(UQ) (Rasmusson i współaut. 2008). W wa-
runkach kiedy potencjał elektrochemicz-
ny jest wysoki (nagromadzenie protonów) 
ND mogą być aktywne w przeciwieństwie 
do Kompleksu I, którego aktywność pod-
lega zahamowaniu. In vivo aktywność ND 

jest również zależna od pH (Rasmusson i 
współaut. 2004), przy czym poszczególne 
izoformy dehydrogenaz typu II w różnym 
stopniu reagują na zmianę pH. Szczególnie 
wrażliwa na alkalizację jest forma NDB1; 
nawet niewielki wzrost pH prowadzi do 
zahamowania aktywności tego enzymu (Ge-
isler i współaut. 2007). Zmiany w pH cyto-
zolu roślin, wynikające z działania różnych 
czynników takich jak: wysokie światło, hi-
poksja, pobieranie różnych jonów ze środo-
wiska (Felle 2001), mogą modulować ak-
tywność NDex (Geisler i współaut. 2007). 
Aktywność dehydrogenaz typu II jest rów-
nież zależna od fotoperiodu. Wykazano 
m.in., że indukcja ekspresji NDA1 i NDC1 
następuje pod wpływem światła (Michalec-
ka i współaut. 2003, Escobar i współaut. 
2004). Stwierdzono również, że główne 
izoformy dehydrogenaz — NDA1 i NDB2 
wykazują rytm dobowy i są indukowane 
podczas pierwszych godzin oświetlania (El-
hafez i współaut. 2006). 

Badania dehydrogenaz typu II utrudnia 
ich wystepowanie w niewielkiej ilości w 
błonach mitochondrialnych (Rasmusson i 
współaut. 2004). Pomiar aktywności ND jest 
możliwy w izolowanych mitochondriach na 
podstawie rejestrowania szybkości zużywania 
tlenu lub utleniania NAD(P)H. W badaniach 
tych często wykorzystuje się egzogenny ak-
ceptor elektronów jakim jest dodecyl-UQ 
(Michalecka i współaut. 2004). Pomiar ak-
tywności zewnętrznych dehydrogenaz typu 
II jest prostszy, ponieważ zewnętrzna błona 
mitochondrialna nie ogranicza dostępności 
substratów. Warunkiem koniecznym do pra-
widłowanego badania aktywności NDex jest 
uzyskanie mitochondriów posiadajacych inte-
gralne błony. Aktywność NDin można ozna-
czyć po osmotycznej dezintegracji wewnętrz-
nej błony mitochondrialnej lub wykorzystu-
jąc pęcherzyki z błon mitochondrialnych wy-
winięte „na drugą stronę” metodą sonikacji 
(Rasmusson i współaut 2004). Mniej inwazyj-

nym podejściem jest zastosowanie peptydu, 
alametycyny A, który tworzy kanały jonowe 
w błonie mitochondrialnej (Johannson i 
współaut. 2004) i umożliwia dostęp substra-
tu, (NAD(P)H), do enzymu. Trudnością w ba-
daniu aktywności NDin jest rozdzielenie ich 
aktywności od aktywności zarówno NDex, 
jak i Kompleksu I. Jednak stosując specyficz-
ne inhibitory można pośrednio wnioskować 
o aktywności poszczególnych dehydrogenaz 
mtETC. Kompleks I można zahamować stosu-
jąc np. rotenon (Rasmusson i Møller 1991). 
Inhibitorami zewnętrznych dehydrogenaz 
typu II są: platanetina (flawon 3,5,7,8-tetra-
hydroksy,6-izoprenylu) izolowana z platanów 
oraz difenylojodonian (Rasmusson i Møller 
1991). Obydwa rodzaje dehydrogenaz typu 
II są hamowane przez dikumarol i mersalyl 
(Rasmusson i Møller 1991), jednak do tej 
pory nie znaleziono specyficznych inhibito-
rów NDin. 

Fakt, że istnieją różne rodzaje dehydro-
genaz typu II, które są w odmienny sposób 

regulowane sugeruje, że mogą mieć one od-
rębne funkcje. Aktywność ND jest na pew-
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no kluczowym elementem sprawnego funk-
cjonowania roślinnego mtETC, szczególnie, 
jak wspomniano powyżej, funkcjonowania 
mtETC w warunkach stresowych. Aktywność 
NDex/in jest również istotna dla optymali-
zacji procesu fotosyntezy (Escobar i współ-
aut. 2004). W warunkach, gdy dochodzi do 
nadprodukcji NAD(P)H w chloroplastach 
(co mogłoby prowadzić w konsekwencji do 
fotoinhibicji), reduktanty są eksportowane z 
chloroplastów, a ich nadmiar jest utleniany 
w mtETC (Dinakar i współaut. 2010). Szcze-
gólne znaczenie w interakcji chloroplastów z 
mitochondriami przypisuje się NDA1 (Elha-
fez i współaut. 2006). Homolog NDC1 został 
odkryty również w chloroplastach, jednak 
znaczenie jego obecności w tym kompart-
mencie komórkowym jest nieznane (Carrie 
i współaut. 2008). Wyniki niektórych badań 
wskazują także, że inne izoformy dehydro-
genaz typu II mogą również wykazywać po-
dwójną lokalizację (Xu i współaut. 2013). 

Ponadto, NDin są odpowiedzialne za utle-
nianie części NADH powstałego w mitochon-
driach w procesie fotooddychania (Rasmus-
son i współaut. 2004). Wykazano m.in, że w 
warunkach stresu chłodu, gdy nastepuje za-
hamowanie procesu fotooddychania, poziom 
białka oraz ekspresji NDA1 był znacznie niż-
szy niż w warunkach kontrolnych (Svensson 
i współaut. 2002). Aktywność ND w znacz-
nym stopniu bilansuje również zmienne za-
potrzebowanie na reduktanty wynikające z 
żywienia azotanowego lub amonowego (Szal 
i Podgórska 2012). W warunkach żywienia 
azotanowego NDex konkurują z reduktazą 
azotanową o elektrony z NAD(P)H. Podczas 
hodowli roślin na jonach amonowych NDex 
są odpowiedzialne za zużywanie nadmiaru 

NAD(P)H z cytozolu, przeciwdziałając stre-
sowi redukcyjnemu (Escobar i współaut. 
2006). Dodatkowo, podczas żywienia amo-
nowego gdy w cyklu TCA jest produkowany 
2-oksoglutaran niezbędny do wbudowania 
jonów amonowych w struktury aminokwa-
sów, jednocześnie może zachodzić do wy-
tworzenia dużych ilości NADH w macierzy 
mitochondrialnej (Szal i Podgórska 2012). 
W tych warunkach NDin jest odpowiedzial-
ne za utlenienie nadmiaru reduktantów w 
mitochondriach (Escobar i współaut. 2006). 
W dotychczasowych badaniach udowodnio-
no, że dochodzi do indukcji ekspresji NDB1 
(Podgórska i współaut. 2013) i NDA2 (Esco-
bar i współaut. 2006) podczas żywienia amo-
nowego oraz spadku ekspresji NDB2 i NDB4 
u roślin traktowanych jonami azotanowymi 
(Escobar i współaut. 2006). 

ND mają kluczowe znaczenie dla stabi-
lizacji homeostazy redoks przeciwdziałając 
nadprodukcji ROS, szczególne podczas dzia-
łania niekorzystnych warunków na rośliny. 
Stwierdzono, że pod wpływem różnych wa-
runków stresowych najczęściej indukowalną 
izoformą ND jest NDB2. W 36 z 38 wypad-
ków traktowania roślin czynnikiem streso-
wym dochodziło do podwyższenia ekspresji 
NDB2 (Clifton i współaut. 2005, 2006). Po 
działaniu abiotycznymi czynnikiami streso-
wymi takimi jak: wysokie natężenie światła 
(Escobar i współaut. 2004), chłód (Svensson 
i współaut. 2002), żywienie amonowe (Esco-
bar i współaut. 2006, Podgórska i współaut. 
2013) zarejestrowano indukcję aktywności 
lub ekspresji NDin/ex. Jednak badania doty-
czące dehydrogenaz typu II są nieliczne, w 
porównaniu do wiedzy na temat AOX (Ra-
smusson i współaut. 2009).

WPŁYW ZMIAN EKSPRESJI DEHYDROGENAZ TYPU II NA METABOLIZM ROŚLIN

Działanie dehydrogenaz typu II jest ści-
śle powiązane z homeostazą redoks komórek 
roślinnych. Dlatego też rośliny z wyciszoną 
ekspresją zewnętrznych lub wewnętrznych 
dehydrogenaz mają podwyższony stan re-
doks (stosunek NAD(P)H/NADP+) w tkankach 
(Michalecka i współaut. 2004; Wallström 
i współaut. 2014a, b). Wyciszenie ekspresji 
wewnętrznej dehydrogenazy NDA1 u Arabi-
dopsis powoduje indukcję ekspresji NDA2, 
prawdopodobnie jako efekt kompensacyjny 
(Moore i współaut. 2003). Natomiast wyci-
szenie ekspresji dwóch izoenzymów NDA1 i 

NDA2 u rzodkiewnika powoduje zmiany w 
aktywności cyklu TCA i w konsekwencji słab-
szy wzrost mutantów (Wallström i współaut. 
2014b). Nie stwierdzono natomiast wpływu 
defektu NDA1/2 na fotosyntezę ani na pojem-
ność AOX (Wallström i współaut. 2014b). 

Wyciszenie ekspresji zewnętrznej dehy-
drogenazy NDB1 u rzodkiewnika i tytoniu 
jest skorelowane głównie ze zmianami w 
metabolizmie cukrów i również prowadzi do 
obniżenia wzrostu mutantów (Liu i współ-
aut. 2008, Wallström i współaut. 2014a). Co 
ciekawe, nie stwierdzono wpływu defektu 
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STRUKTURA BIAŁKA AOX

OKSYDAZA ALTERNATYWNA — ODDYCHANIE NIEWRAŻLIWE NA CYJANEK

NDB1 na fotosyntezę. Transgeniczne rośliny 
tytoniu z nadekspresją NDB1 wykazują in-
dukcję AOX, co sugeruje współzależność tych 
dwóch komponentów alternatywnych szla-
ków transportu elektronów w mtETC (Mi-
chalecka i współaut. 2004, Liu i współaut. 
2008). Wyciszenie ekspresji izoformy NDB4 
u Arabidopsis wywołuje indukcję NDB2 oraz 

wzrost pojemności szlaku AOX, jednak zaob-
serwowano tylko niewielkie zmiany w roz-
woju tych roślin (Smith i współaut. 2011). 
Dotychczas nie uzyskano mutantów z wy-
ciszoną ekspresją głównej izoformy NDex 
NDB2; prawdopodobnie taka dysfunkcja jest 
letalna (Smith i współaut. 2011).

Na początku XX w. zaobserwowano, że 
oddychanie tkanek roślinnych nie jest całko-
wicie hamowane przez inhibitory oksydazy 
cytochromowej (COX), takie jak cyjanek, tle-
nek węgla i azydek, które dla ssaków stano-
wią truciznę. Obserwacja ta po wielu latach 
badań doprowadziła do odkrycia, że oddy-
chanie niewrażliwe na cyjanek związane jest 
z obecnością w łańcuchu oddechowym od-
gałęzienia na poziomie ubichinonu i aktyw-
nością dodatkowej oksydazy terminalnej (w 
odniesieniu do oksydazy cytochromowej), 
tzw. oksydazy alternatywnej (AOX). Obecnie 
wiadomo, że oddychanie cyjanoodporne jest 
typowe i powszechne w świecie roślin, ale 
nie jest unikatowe dla tego królestwa. Geny 
kodujące AOX występują u grzybów, proti-
stów i eubakterii. Ponadto, analizy bioinfor-
matyczne wskazują na występowanie AOX u 
niektórych przedstawicieli królestwa zwie-
rząt, między innymi mięczaków, nicieni, pa-
rzydełkowców, gąbek, pierścienic, szkarłupni 
i strunowców (McDonald i współaut. 2009). 

U gatunków roślin z rodziny Araceae (ob-
razkowatych) w okresie kwitnienia zaobser-
wowano wzrost temperatury kwiatostanów. 
Dzięki wydzielaniu ciepła (termogenezie) u 
obrazkowatych różnica między otoczeniem 

a temperaturą kwiatostanu może dochodzić 
nawet do 20oC. Wyższa temperatura chroni 
pyłek w trakcie dojrzewania przed uszko-
dzeniami, które mógłby spowodować chłód, 
oraz ułatwia dyfuzję i rozprzestrzenianie się 
w powietrzu cząsteczek zapachu wabiącego 
owady pośredniczące w zapylaniu kwiatów 
tych roślin (Vanlerberghe 2013). Obecnie 
wiadomo, że wydzielanie ciepła przy znacz-
nym wzroście oddychania związane jest z ak-
tywnością AOX, która przekazuje elektrony 
z ubichinonu na tlen, z pominięciem dwóch 
miejsc sprzężenia związanych z generowa-
niem gradientu protonowego, a zgromadzo-
na energia jest rozpraszana w postaci ciepła. 
W okresie kwitnienia w organach genera-
tywnych u obrazkowatych oddychanie jest 
bardzo intensywne i niemal wszystkie elek-
trony z UQ kierowane są na AOX. Jednak u 
wiekszości roślin, ze wzgledu na dużo niż-
szy poziom oddychania i aktywności AOX, 
ciepło wydzielone na skutek rozpraszania 
energii jest zbyt małe, aby miało znaczenie 
fizjologiczne (Millenaar i Lambers 2003). Po-
wszechnie występowanie AOX u roślin jest 
związane zatem z jej innymi funkcjami omó-
wionym dalej.

Białko AOX występuje u wszystkich roślin 
wyższych i jest znajdowane we wszystkich 
typach tkanek w wewnętrznej błonie mito-
chondrialnej od strony macierzy mitochon-
drialnej. Jest to białko homodimeryczne o 
masie około 70 kDa zbudowane z monome-
rów o masie około 35 kDa, połączonych od-
wracalnie za pomocą mostka dwusiarczkowe-
go (Moore i współaut. 2013). Oksydaza alter-
natywna zaliczana jest do rodziny dwużela-
zowych białek karboksylowych typu R2. Wy-

stępowanie niehemowego żelaza w centrum 
aktywnym AOX na C-końcu α-helisy łańcucha 
polipeptydowego potwierdziły niedawne ba-
dania pierwszej struktury krystalicznej AOX 
otrzymanej z pasożyta Trypanosoma brucei 
(Shiba i współaut. 2013). Miejsce potencjal-
nego wiązania UQ znajduje się w regionie 
wewnątrzbłonowej helisy łączącej oba koń-
ce białka. N-koniec białka w pozycji 78 po 
stronie macierzy mitochondrialnej zawiera 
natomiast konserwowane reszty cysteinowe 
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cysteinowe są także zaangażowane w wiąza-
nie pirogronianu i innych α-ketokwasów (ak-
tywatorów AOX) oraz reduktantów, np. tio-
redoksyn czy glutationu (Moore i współaut. 
2013 i prace cytowane). 

nazywane miejscem Cys1 (Cys-127 w AOX1a 
u Arabidopsis), które uczestniczą w tworze-
niu labilnych mostków dwusiarczkowych, 
a tym samym w powstawaniu dimerycznej 
struktury AOX. Domeny zawierające reszty 

REGULACJA AOX

Regulacja aktywności alternatywnej dro-
gi oddechowej zachodzi na drodze indukcji 
syntezy białka AOX w wyniku kontroli eks-
presji genu oraz na poziomie potranslacyj-
nym, poprzez poziom redukcji białka, do-
stępność substratów, a także obecność specy-
ficznych aktywatorów, jakimi są α-ketokwasy 
(Clifton i współaut. 2006). Czynniki regula-
cyjne nie działają w izolacji, ale są ściśle ze 
sobą powiązane, hierarchiczne oraz wykazują 
współdziałanie.

AOX jest białkiem mitochondrialnym ko-
dowanym przez genom jądrowy. Roślinne 
AOX należą do małej, wielogenowej rodzi-
ny, w której można wyróżnić dwie podro-
dziny: AOX1 i AOX2 (Considine i współaut. 
2002). Zsekwencjonowanie całego genomu 
Arabidopisis thaliana ujawniło obecność 
pięciu genów AOX, klasyfikowanych jako: 
cztery typu AOX1 (AOX1a, AOX1b, AOX1c, 
AOX1d) i jeden typu AOX2 (Clifton i współ-
aut. 2006). U innych gatunków roślin wyż-
szych występuje od 1 (np. w rzędzie dyniow-
ców, Cucurbitales) do 6 genów AOX (np. w 
rzędzie kapustowców, Brassicales) (Costa i 
współaut. 2014) (Tabela 2). Konstytutywna 
obecność białka AOX w tkankach świadczy 
o potencjalnej roli AOX w zintegrowanym 
metabolizmie tkanek roślinnych (Juszczuk i 
Rychter 2003). Ekspresja niektórych genów 
AOX wzrasta znacząco w warunkach stresu. 
Warunki stresowe prowadzą m.in. do induk-
cji ekspresji AOX1a występującego zarów-
no u jednoliściennych, jak i dwuliściennych 
gatunków roślin. Natomiast ekspresja AOX2 
jest zwykle konstytutywna albo powiązana ze 
specyficznym rodzajem tkanki oraz stadium 
rozwoju jedynie u gatunków dwuliściennych. 
W genomach wszystkich gatunków jedno-
liściennych badanych do 2014 r. nie znale-
ziono genów z podrodziny AOX2 (Costa i 
współaut. 2014). Dlatego też proponuje się 
dwie role dla izoenzymów AOX: jeden może 
być niezbędny do pełnienia funkcji meta-
bolizmu podstawowego, a drugi związany z 
odpowiedzią na stres (Considine i współaut. 
2002). Brak rodziny AOX2 u roślin gatun-
ków jednoliściennych może mieć znaczące 

następstwa dla badań naukowych nad rolą i 
regulacją AOX i wywołuje pytanie o to, czy 
rola oksydazy alternatywnej jest taka sama u 
jednoliściennych i dwuliściennych.

AOX kodowana jest przez genom jądro-
wy, natomiast białko AOX jest związane z 
wewnetrzną błoną mitochondrialną, dlatego 
ekspresja AOX w pewnym stopniu musi za-
leżeć od aktywności łańcucha oddechowego 
i podlegać mitochondrialnej regulacji wstecz-
nej (ang. retrograde). Do indukcji AOX pro-
wadzą zróżnicowane ścieżki sygnałowe. 
Mogą być one zależne zarówno od ROS, jak i 
ROS-niezależne (Møller 2001). Szlaki zależne 
od ROS są prawdopodobnie istotne w wa-
runkach stresowych, gdyż wiele stresów bio-
tycznych i abiotycznych wywołuje zwiększo-
ne powstawanie ROS. Rolę cząsteczki sygna-
łowej w warunkach stresowych może pełnić 
nadtlenek wodoru (H2O2), który jest stosun-
kowo stabilny i łatwo przenika przez błony 
(Møller 2001). Induktorami ekspresji AOX 
mogą być także metabolity cyklu TCA, w 
szczególności cytrynian, jabłczan i 2-oksoglu-
taran oraz kwas salicylowy, salicylan metylu 
czy etylen lub kwas jasmonowy (Millenaar i 
Lambers 2003). Ekspresja AOX w warunkach 
stresowych dodatkowo jest często koregulo-
wana z genami dehydrogenaz typu II. Naj-
wyższy poziom korelacji specyficznych dla 
roślin komponentów mtETC, w zależności 
od etapu rozwojowego rośliny lub w odpo-
wiedzi na różne warunki hodowli, stwierdzo-
no pomiędzy wspólną indukcją AOX1a oraz 
NDB2 (Clifton i współaut. 2005, Elhafez i 
współaut. 2006, Rasmusson i współaut. 2009). 
Odkrycie to sugeruje istnienie samodzielnego 
szlaku transportu elektronów niezwiązanego 
z przetwarzaniem energii i składającego sie z 
tych dwóch białek, mogących aktywnie utle-
niać reduktanty z cytozolu. Poza tym, AOX1a 
i NDB2 wydają się być wspólnie regulowane 
z wewnętrzną dehydrogenazą NDA2 (Elha-
fez i współaut. 2006). Współzależność eks-
presji podczas traktowania roślin czynnikami 
stresowymi znaleziono również dla AOX1c i 
NDA1. Szlak taki prawdopodobnie umożliwia 
utlenianie reduktantów z macierzy mitochon-



408 Monika Ostaszewska-Bugajska i współaut.

drialnej (Clifton i współaut. 2005) lub dla 
AOX1c i NDB4, co umożliwiałoby utlenia-
nie NAD(P)H pochodzącego z cytozolu (Ho 
i współaut. 2008). Izoforma AOX1b wydaje 
sie podlegać ekspresji wspólnie z NDB3 w 
męskich organach generatywnych roślin, na-
tomiast AOX1d ma wspólny profil ekspresji z 
NDA2 w tkankach płatków kielicha (Rasmus-
son i współaut. 2009). Stwierdzono również, 
że występuje także pozytywna korelacja eks-
presji genów AOX z genami dehydrogenaz 
odpowiedzialnych za alternatywne drogi po-
wstawania NADH (z metabolitów pośrednich 
cyklu TCA lub aminokwasów) oraz genami 
kodującymi kilka przenośników metabolitów 
zlokalizowanych w mitochondrium (Clifton 
i współaut. 2006). 

AOX jest białkiem homodimerycznym 
i występuje w mniej aktywnej formie utle-
nionej, gdy podjednostki dimeru pozostają 
złączone kowalencyjnie, natomiast redukcja 
mostka dwusiarczkowego prowadzi do po-
wstania bardziej aktywnej formy AOX. Re-
dukcja mostków dwusiarczkowych w obrębie 
reszt cysteinowych białka AOX in vivo zależy 
prawdopodobnie od obecności w macierzy 
mitochondrialnej NAD(P)H, systemu tiore-
doksyn lub też glutationu oraz metabolitów 

pośrednich cyklu kwasu cytrynowego: cytry-
nianu, izocytrynianu lub jabłczanu (Rasmus-
son i Møller 2006). Dopiero, gdy AOX znaj-
duje się w stanie aktywnym (w formie zredu-
kowanej), enzym ten może być aktywowany 
przez α-ketokwasy (2-oksokwasy organicz-
ne), zwłaszcza pirogronian, ale także gliok-
salan, hydroksypirogronian i 2-oksoglutaran 
(Millenaar i Lambers 2003), które asocjują 
z regulatorową cysteiną w pozycji 78 przy  
N-końcu łańcucha polipeptydowego (Moore 
i współaut. 2013). W wyniku bezpośrednie-
go, allosterycznego oddziaływania tych meta-
bolitów wzrasta powinowactwo AOX do sub-
stratu, zredukowanego ubichinonu (ubichi-
nolu). Aktywność AOX regulowana jest także 
poprzez poziom redukcji ubichinonu. Wzrost 
stopnia redukcji ubichinonu wywołuje ak-
tywację AOX (Millenaar i Lambers 2003). 
Aktywność AOX jest obniżana w ciemno-
ści, a zwiększana na świetle (Ribas-Carbó i 
współaut. 2000, Rasmusson i Møller 2006). 
Feng i współaut. (2007) udowodnili, że ak-
tywacja AOX podczas wczesnej fazy zaziele-
niania ryżu jest niezależna od metabolizmu 
fotosyntetycznego, a światło jest bezpośred-
nim sygnałem indukującym AOX. Wykazano 
również zróżnicowaną ekspresję genów AOX 

Tabela 2. Występowanie podrodzin genów AOX u wybranych okrytonasiennych przedstawiona w 
odniesieniu do drzewa filogenetycznego roślin kwiatowych (wg Costa i współaut. 2014).

Okrytonasienne Rzędy Rodziny genów AOX

Wczesne dwuliścienne
grzybieniowce Nymphaeales AOX1a, AOX1b, AOX1c, AOX2

magnoliowce Magnoliales sAOX1a, AOX1b, AOX2

Jednoliścienne Monocotyledones

wiechlinowce Poales
AOX1a, AOX1c, AOX1e, AOX1d1, 
AOX1d2

szparagowce Asparagales AOX1a, AOX1b, AOX1e, AOX1d

Dwuliścienne 
właściwe  
Eudicotyledoneae

jaskrowce Ranunculales AOX1a, AOX1b, AOX2a, AOX2d

Różowe  
Rosidae

dyniowce Cucurbitales AOX2

różowce Rosales AOX1, AOX2a, AOX2b, AOX2d

bobowce Fabales AOX1, AOX2a, AOX2d

ślazowce Malvales AOX1, AOX2a, AOX2b, AOX2c

kapustowce Brassicales
AOX1a1, AOX1a2, AOX1b, AOX1c, 
AOX1d, AOX2

Astrowe 
Asteridae

goryczkowce Gentianales AOX1a, AOX1d, AOX2a, AOX2b

psiankowce Solanales AOX1a, AOX1b, AOX1c, AOX1d, AOX2

astrowce Astrales AOX1a, AOX1b, AOX1d, AOX2a, AOX2b

selerowce Apiales AOX1a, AOX2a, AOX2b
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ponieważ w promotorze AOX1a w genomie 
Arabidopsis zlokalizowano motywy reagujące 
na światło (Zhang i współaut. 2010). Światło 
może także wpływać na potranslacyjną regu-
lację AOX modyfikując stan redukcji most-
ka dwusiarczkowego w dimerze AOX lub 
zwiększając pulę pirogronianu (Ribas-Carbó i 
współaut. 2000). 

między tkankami rosnącymi na świetle oraz 
etiolowanymi (Ribas-Carbó i współaut. 2000) 
oraz wzrost aktywności AOX w warunkach 
wysokiego światła (Florez-Sarasa i współaut. 
2009). Regulacja AOX przez światło zachodzi 
za pośrednictwem fotoreceptorów (fitochro-
mów, fototropin i kryptochromów) (Xu i 
współaut. 2011) i może polegać na kontroli 
transkrypcyjnej (Escobar i współaut. 2004), 

METODY POMIARU AKTYWNOŚCI AOX

Przez wiele lat aktywność oddechową 
organów, tkanek oraz izolowanych mito-
chondriów badano w roztworach wodnych 
z zastosowaniem elektrody tlenowej typu 
Clarka. W celu określenia aktywności AOX 
hamowano drogę cytochromową przy uży-
ciu specyficznych inhibitorów, takich jak: 
cyjanek, azydek, antymycyna A. Natomiast 
w celu określenia aktywności oksydazy cy-
tochromowej (COX) hamowano drogę alter-
natywną stosując m.in.: kwas salicylohydrok-
samowy (SHAM), kwas benzohydroksamowy 
(BHAM), disulfiram oraz gallusan n-propylu 
(Juszczuk i Rychter 2001). Błędnie jednak 
zakładano, że droga alternatywna działa przy 
wysyconej drodze cytochromowej (Lambers 
1985). Obecnie wiadomo, że w warunkach 
in vivo droga alternatywna nie tylko może 
funkcjonować przy niewysyconej drodze cy-
tochromowej, ale wręcz współzawodniczy 
z nią o elektrony. Dawna metoda określania 
aktywności AOX stała się jedynie sposobem 
na określenie maksymalnej aktywności dro-
gi alternatywnej (nazywanej pojemnością) 
przy zachowaniu odpowiednich warunków 
pomiaru, gwarantujących wysoką aktywność 
enzymatyczną, takich jak obecność pirogro-
nianu oraz czynnika redukującego (Day i 
współaut. 1996). Udział AOX w oddychaniu 
dotyczy szacunku aktualnego przepływu elek-
tronów przez drogę alternatywną, dlatego 
też jest o wiele trudniejszy do zmierzenia niż 
pojemność AOX. Najlepszym sposobem okre-
ślenia aktywności AOX in vivo jest zastoso-
wanie techniki dyskryminacji stabilnych izo-
topów tlenu (Guy i współaut. 1989). Metoda 
ta opiera się na różnicach pomiędzy AOX a 
COX w wybiórczości względem dwuatomo-
wych cząsteczek tlenu zawierających cięższy 
izotop 18O, a stanowiących zaledwie 0,204% 
całkowitego tlenu atmosferycznego (Robin-
son i współaut. 1995). Energia potrzebna do 
zerwania wiązania pomiędzy atomami tle-
nu w dwuatomowej cząsteczce, którą może-

my symbolicznie zapisać jako tlen=tlen, jest 
większa dla cząsteczki zawierającej izotop 
18O (18O=O16) niż dla cząsteczki złożonej z 
lżejszych izotopów 16O=O16. Zarówno COX, 
jak i AOX w reakcji katalitycznej preferują 
32O2. Jednak enzymy te wykorzystują inne 
mechanizmy by zerwać kowalencyjne wiąza-
nie w dwuatomowej cząsteczce tlenu, wyka-
zują zatem odmienne wartości dyskrymina-
cji w stosunku do cząsteczek zawierających 
cięższy izotop. Podczas pomiaru próba (np. 
krążek liściowy) umieszczana jest w szczel-
nym naczyniu pomiarowym, z którego w 
równych odstępach czasu pobierane są pró-
by powietrza o zmniejszającej się zawartości 
tlenu pochłanianego w procesie oddychania. 
Następnie skład izotopowy powietrza pobra-
nego z kuwety pomiarowej jest analizowany 
przez spektrometr masowy. W celu określe-
nia wartości dyskryminacji, zarówno stężenie 
tlenu, jak i stosunek izotopów są określane 
dla poszczególnych prób. Otrzymane warto-
ści są następnie porównywane z końcowymi 
wartościami dyskryminacji dla AOX i COX, 
które są otrzymywane oddzielnie dla każdej 
drogi oddechowej po zahamowaniu każdej 
z nich (Guy i współaut. 1989). COX wyka-
zuje frakcjonowanie w granicach 18-20‰, 
podczas gdy wartości te dla AOX oscylują w 
zakresie 24–31‰ (Ribas-Carbó i współaut. 
2005). Różnica tych wartości może zostać 
wykorzystana przy określaniu względnego 
przepływu elektronów przez drogę cytochro-
mową i alternatywną, a więc pozwala na po-
miar aktywności COX i AOX in vivo. Badania 
mogą być prowadzone w fazie ciekłej, umoż-
liwiając pomiar oddychania izolowanych mi-
tochondriów, lub w fazie gazowej, w celu 
pomiaru oddychania całej tkanki, w szczegól-
ności liści (Ribas-Carbó i współaut. 2005).

Zastosowanie w badaniach AOX techniki 
wykorzystującej dyskryminację izotopów tle-
nu okazało się przełomowe. Obecnie uzna-
wana jest ona za jedyną pewną metodę ba-
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niczeń w stosowaniu techniki dyskryminacji 
izotopów tlenu. Przede wszystkim pomiary 
prowadzi się jedynie w ciemności, by unik-
nąć wpływu fotosyntetycznej wymiany tlenu. 
Zatem, mimo iż jest to aktualnie najpewniej-
sza z metod pomiaru aktywności dróg od-
dechowych, wciąż nie dostarcza ona najcen-
niejszej informacji o aktywności oddechowej 
in vivo na świetle.

dania rozdziału elektronów pomiędzy obie 
drogi oddechowe in vivo (Day i współaut. 
1996) i umożliwiającą pomiar rzeczywistej 
aktywności AOX, która najczęściej jest znacz-
nie niższa niż pojemność, czyli maksymalna 
aktywność AOX. Oksydaza alternatywna jest 
jednym z bardzo niewielu białek, których ak-
tywność in vivo może być mierzona w sta-
bilnych warunkach z użyciem nieinwazyjnej 
metody. Niestety istnieje jeszcze kilka ogra-

ROLA AOX W METABOLIZMIE ROŚLIN

Ze wzgledu na niefosforylujący charak-
ter, aktywność AOX może być niezbędna 
do dostosowania wymagań energetycznych 
tkanek, zapotrzebowania na metabolity po-
średnie oraz usuwania nadmiaru reduktan-
tów (Vanlerberghe i współaut. 2009). Udział 
AOX w oddychaniu pełni istotną rolę w róż-
nych stadiach rozwoju roślin oraz w warun-
kach stresowych (Juszczuk i Rychter 2003). 
Rolą AOX może być wspieranie metaboli-
zmu, kiedy pojemność COX (Kompleks IV) 
lub Kompleksu III jest silnie ograniczona, 
np. poprzez obecność CN-, CO, NO, H2S, ni-
ską temperaturę, niskie stężenie fosforu, lub 
gdy status energetyczny komórki jest wyso-
ki (Juszczuk i Rychter 2003) W takich wa-
runkach aktywność AOX może służyć także 
odtwarzaniu utlenionych nukleotydów piry-
dynowych (NAD+ i NADP+) i w ten sposób 
także zapobiegać hamowaniu metabolizmu 
węgla (Millenaar i Lambers 2003). Induk-
cja ekspresji AOX inhibitorami cyklu TCA i 
fosforylacji oksydacyjnej może świadczyć o 
tym, że wzrost aktywności AOX jest ogólną 
odpowiedzią na zakłócenia w metabolizmie 
energetycznym. Przykładowo, w deficycie 
fosforu przy ograniczonej aktywności drogi 
cytochromowej i obniżonej syntezie ATP, ob-
serwuje się wzrost oddychania odpornego na 
cyjanek i powiazany z tym wzrost stężenia 
białka i aktywności AOX (Rychter i współ-
aut. 1992).

Oksydaza alternatywna odbierajac elektro-
ny z ubichinolu, obniża potencjał błonowy i 
przeciwdziała wytwarzaniu ROS na poziomie 
kompleksu III (Møller 2001), dzięki temu 
jej udział w oddychaniu może chronić przed 
stresem oksydacyjnym.

Aktywność AOX łączona jest także z peł-
nieniem kilku fizjologicznych funkcji zwią-
zanych z fotosyntezą: utlenianiem jabłczanu 
u roślin C3 (Dinakar i współaut. 2010), utle-
nianiem siły redukującej związanej z meta-

bolizmem jabłczanu w metabolizmie kwaso-
wym gruboszowatych (CAM) (Vanlerberghe 
i współaut. 2009), podtrzymywaniem aktyw-
ności enzymów cyklu Calvina i zapobiega-
niem nadmiernej redukcji chloroplastowego 
łańcucha transportu elektronów (Dinakar i 
współaut. 2010), zapobiegając tym samym 
fotooksydacyjnym uszkodzeniom tylakoidów 
chloroplastów (Yoshida i współaut. 2007). 
Zahamowanie AOX powoduje wzrost reduk-
cji fotosyntetycznego ETC, głównie fotosys-
temu II oraz zmniejsza natężenie fotosyntezy 
(Yoshida i współaut. 2007).

Oksydaza alternatywna odpowiada za 
dostosowanie się funkcjonowania mtETC 
do zmieniającego się środowiska (Clifton 
i współaut. 2006). Dowiedziono, że dro-
ga alternatywna może być aktywowana we 
wczesnej odpowiedzi na utratę równowagi 
metabolicznej (Arnholdt-Schmitt i współ-
aut. 2006). Ponieważ AOX jest indukowana 
zarówno w warunkach stresu biotycznego, 
jak i abiotycznego nazywana jest „białkiem 
stresu” i jest uważana za białko „przetrwania” 
wspierające homeostazę komórkową (Arn-
hold-Schmitt i współaut. 2006, Vanlerber-
ghe 2013).

Występowanie genów oksydaz alternatyw-
nych u organizmów należących do różnych 
gatunków wskazuje na ewolucyjne znaczenie 
tego białka i wywołuje pytanie o jego począt-
kową funkcję. Gomes i współaut. (2001) za-
proponowali, że białko to mogło pełnić rolę 
reduktazy tlenu funkcjonującej w pierwszych 
stadiach przejścia z atmosfery beztlenowej 
do tlenowej. Zakłada się, że pierwsze anaero-
bowe organizmy żyły w środowisku reduku-
jącym, w którym wprowadzenie tlenu mogło 
skutkować powstawaniem toksycznych ROS. 
Dlatego też jedną z pierwszych adaptacji, 
których organizmy potrzebowały by przeżyć, 
była modyfikacja istniejących białek w celu 
usuwania tlenu rozpuszczonego w komór-
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kach. Jedna z hipotez dotyczących współ-
czesnej roli AOX sugeruje także, że białko 
to może przyczyniać się do utrzymywania 
równowagi tlenowej w mitochondrium. Z 
uwagi na niższe powinowactwo AOX do 
tlenu w porównaniu z COX [Km(O2) wy-
nosi 1,6-30 μM i 0,1-0,125 μM odpowiednio 
dla AOX i COX (Gupta i współaut. 2009)], 
udział oksydazy alternatywnej w oddychaniu 
nie powinien kolidować z aktywnością COX, 
natomiast aktywność AOX może zapewniać 
redukcję stężenia tlenu, zmniejszając tym sa-
mym powstawanie ROS w mitochondrium. 

Do badań nad rolą AOX konstruowane są 
specjalne mutanty, najczęściej w genie kodu-
jacym AOX1a. Dotychczas otrzymano rośliny 
wykazujące nadekspresję lub obniżoną eks-
presję genu AOX1a, takie jak tytoń (Vanler-
berghe i współaut. 1994), ziemniak (Hiser i 
współaut. 1996) oraz rzodkiewnik (Umbach 
i współaut. 2005). Stworzono także rośliny z 
unieczynnionym genem kodującym AOX1a u 
Arabidopsis (Giraud i współaut. 2008, Wata-
nabe i współaut. 2008). Nie udało się jednak 
dotychczas uzyskać mutanta z wyciszoną cał-
kowicie ekspresją wszystkich genów izoform 
AOX, co prawdopodobnie oznacza, że taka 
mutacja jest letalna dla roślin. W optymal-
nych warunkach wzrostu, mutanty AOX nie 
wykazują różnic fenotypowych w porówna-
niu do roślin dzikich (Vanlerberghe i współ-

aut. 1994, Sieger i współaut. 2005, Umbach 
i współaut. 2005, Giraud i współaut. 2008, 
Watanabe i współaut. 2008). Nie stwierdzo-
no także wpływu zmian ekspresji AOX na 
produkcję ROS u roślin (Umbach i współaut. 
2005, Giraud i współaut. 2008). U tytoniu z 
obniżoną ekspresją AOX1a, zaobserwowana 
aktywacja obrony przeciwrodnikowej prowa-
dziła nawet do obniżenia poziomu ROS w ca-
łych komórkach, pomimo zmian w produkcji 
ROS w mitochondriach (Maxwell i współaut. 
1999). 

Podczas niekorzystnych warunków środo-
wiskowych udział AOX w oddychaniu zwięk-
sza się, dlatego najnowsze badania nad rolą 
AOX skupiają się na analizie wpływu róż-
nych stresów biotycznych lub abiotycznych 
na mutanty charakteryzujące się zmienioną 
ekspresją AOX (Vanlerberghe 2013). Rośliny 
z wyciszoną ekspresją AOX1a narażone na 
działanie niekorzystnych warunków wolniej 
rosną oraz wykazują symptomy stresu oksy-
dacyjnego. Rośliny z defektem AOX są bar-
dziej wrażliwe na chłód (Watanabe i współ-
aut. 2008), deficyt azotu lub fosforu (Sieger i 
współaut. 2005), wysokie światło (Yoshida i 
współaut. 2007) oraz suszę (Giraud i współ-
aut. 2008). Natomiast rośliny z nadekspresją 
AOX są bardziej odporne na działanie czynni-
ków stresowych (Giraud i współaut. 2008).

PODSUMOWANIE

Rośliny w większości prowadzą osiadły 
tryb życia i spotykają się ze zmiennymi wa-
runkami zewnętrznymi wegetacji, np. susza, 
powódź, chłód, ciepło, światło, ciemność. 
Rozgałęziona budowa mtETC z dodatkowy-
mi enzymami pozwala roślinom na dosto-
sowanie metabolizmu do zmieniających się 
warunków środowiska. Dodatkowo obec-
ność fotosyntezy, dostarczającej siły reduk-
cyjnej i ATP na świetle, powoduje koniecz-
ność regulacji gospodarki energią. Wyniki 
badań prowadzone wyrafinowanymi tech-
nikami pozwoliły na znalezienie odpowie-
dzi na wiele pytań nurtujących fizjologów 
zajmujących się badaniami oddychania ro-
ślin i funkcjonowaniem roślinnego mtETC. 
Przykładem mogą być pytania związane z 
oddychaniem odpornym na cyjanek, zagad-
nienia termogenezy roślin, współdziałania 

procesów fotosyntezy i oddychania czy też 
reakcji roślin na warunki stresowe środo-
wiska. Badania prowadzone na poziomie 
genów, białek, aktywności enzymów udo-
wadniają, jak skomplikowanym poziomom 
regulacji podlega metabolizm roślinny, w 
tym procesy związane z funkcjonowaniem 
mitochondrialnego łańcucha oddechowego. 

Należy podkreślić, że badania dotyczą-
ce roślinnego mtETC mają jednak nie tylko 
aspekt teoretyczno-poznawczy. Już od lat 
90. ubiegłego wieku międzynarodowe kon-
sorcjum prowadzi zaawansowane badania 
molekularne nad możliwością wykorzysta-
nia komponentów alternatywnych szlaków 
roślinnego mtETC w terapii genowej u pa-
cjentów, u których podłożem choroby są 
mutacje w genach kodujących białka łańcu-
cha oddechowego (Rustin i Jacobs 2009).
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ROŚLINNY MITOCHONDRIALNY ŁAŃCUCH ODDECHOWY

Streszczenie

Roślinny mitochondrialny łańcuch oddechowy, oprócz dużych kompleksów białkowych (Kompleksów I-IV) zawiera 
dodatkowe elementy: wewnętrzne i zewnętrzne dehydrogenazy typu II (NDin/NDex) utleniające NAD(P)H pochodzące 
odpowiednio z macierzy mitochondrialnej lub cytozolu oraz dodatkową terminalną oksydazę nazwaną oksydazę alterna-
tywną (AOX). Udział szlaków alternatywnych w oddychaniu musi być ściśle regulowany ponieważ aktywność tych enzy-
mów nie jest związana z translokacją protonów w poprzek błony i w konsekwencji nie prowadzi do produkcji ATP. Ak-
tywność ta pozwala natomiast rozproszyć nadmiar siły redukcyjnej, co jest szczególnie ważne w warunkach stresowych. W 
tym artykule przeglądowym omówiono budowę szlaków alternatywnych roślinnego mtETC, regulację ich aktywności na 
różnych poziomach oraz opisano role jakie pełnią NDin/ex i AOX w metabolizmie komórek roślinnych.
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PLANT MITOCHONDRIAL RESPIRATORY CHAIN

Summary

Plant mitochondrial electron transport chain (mtETC), besides large complexes (Complex I-IV), consists of additional 
elements: internal and external type II NAD(P)H dehydrogenases (NDin/NDex) and an additional terminal oxidase, named 
alternative oxidase (AOX). The engagement of alternative pathways in respiration must be tightly regulated since their  ac-
tivity is not linked to pumping protons across membrane and, as a consequence, is not associated with ATP synthesis. The 
activity of plant-specific components in mtETC allows to dissipate the excess of reducing power and may be especially 
important under stress conditions. In this review the structure, the regulation of activities and the role of NDin/NDex 
and AOX in metabolism of plant cells is described.


