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1993), (ii) rodzaj i poziom modyfikacji po-
translacyjnych tubuliny w mikrotubulach 
(Verhey i Gaertig 2007) oraz (iii) oddziały-
wania pomiędzy mikrotubulami a białkami 
towarzyszącymi mikrotubulom (Lyle i współ-
aut. 2009a, b).

Tubuliny są białkami silnie zachowanymi 
w toku ewolucji. Genomy większości organi-
zmów kodują więcej niż jeden izotyp α- i β- 
tubuliny, a poziom ekspresji poszczególnych 
izotypów tubuliny jest różny w zależności od 
typu tkanki. Poszczególne izotypy tubuliny 
różnią się głównie fragmentem obejmującym 
około 20 ostatnich aminokwasów białka, 
tzw. ogonem karboksylowym. Niektóre izoty-
py tubuliny mogą być niezbędne do polime-
ryzacji specyficznych struktur mikrotubular-
nych. Przykładowo, powstanie prawidłowych 
aksonem rzęsek Drosophila (Nielsen i współ-
aut. 2001) lub 15-protofilamentowych mi-
krotubul w neuronach czuciowych obleńca 
C. elegans (Cueva i współaut. 2012) wymaga 
ekspresji specyficznych izotypów tubuliny.

Obecność różnych izotypów α- i β- tu-
buliny w mikrotubuli jest często tylko pier-
wotnym źródłem zróżnicowania mikrotubul. 
Różnice w budowie aminokwasowej poszcze-
gólnych izotypów mogą decydować o możli-
wości wystąpienia specyficznych modyfikacji 
potranslacyjnych tubuliny (np. u C. elegans 
tylko α-tubulina MEC12 może ulegać acety-
lacji) (Fukushige i wspólaut. 1999). Z kolei 

WPROWADZENIE

Komórki eukariotyczne tworzą złożoną 
sieć włókien białkowych, tzw. cytoszkielet, 
który utrzymuje kształt komórek, umożliwia 
transport wewnątrzkomórkowy, przemiesz-
czanie organelli, polaryzację komórek, ich 
podział i ruch. Obok filamentów aktynowych 
i filamentów pośrednich, podstawowym ele-
mentem cytoszkieletu komórek eukariotycz-
nych są mikrotubule. Struktury te są poli-
merami przypominającymi kształtem rurki, 
o średnicy zewnętrznej około 25 nm i śred-
nicy wewnętrznej około 16 nm, zbudowany-
mi z heterodimerów α- i β- tubuliny (Desai 
i Mitchison 1997). Mimo podobnego sche-
matu budowy, mikrotubule wykazują znacz-
ne zróżnicowanie w odporności na działanie 
czynników chemicznych (np. taksol, nokoda-
zol), fizycznych (niska temperatura), mecha-
nicznych oraz w tempie polimeryzacji zarów-
no in vitro, jak i in vivo. Różnice te obser-
wowano nie tylko pomiędzy mikrotubulami 
pochodzącymi z różnych organizmów, ale 
również pomiędzy mikrotubulami pochodzą-
cymi z tkanek tego samego organizmu, a 
nawet z różnych części tej samej komórki. 
Sugeruje to, że pomimo podobnej budowy 
strukturalnej mikrotubul, istnieją czynniki, 
które wpływają znacząco na ich właściwości. 
Są to: (i) rodzaj izotypów α- i β- tubuliny 
wbudowywanych w mikrotubule (Ludueña 
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od właściwości MIP) na właściwości mikro-
tubul (Verhey i Gaertig 2007). Zmiany po-
ziomu i typu modyfikacji potranslacyjnych 
tubuliny w czasie (np. zależnie od stadium 
cyklu komórkowego lub stopnia zróżnico-
wania komórki) i przestrzeni (tj. w różnych 
częściach komórki) umożliwiają nie tylko 
miejscową regulację właściwości mikrotubul, 
ale również specyficzne rozpoznawanie mi-
krotubul lub ich fragmentów przez struktu-
ralne białka MAP (ang. microtubule associa-
ted protein), białka tnące mikrotubule lub 
białka motoryczne (Janke i Buliński 2011, 
Yu i współaut. 2015, Song i Brady 2015, 
Wloga i współaut. 2017).

Dotychczas zidentyfikowano kilkanaście 
różnych modyfikacji potranslacyjnych tu-
buliny: acetylację (L’Hernault i Rosenbaum 
1985, LeDizet i Piperno 1987), arginylację 
(Wong i współaut. 2007), fosforylację (Eip-
per 1972, Piras i Piras 1975), glicylację (Re-
deker i współaut. 1994), glikozylację (Hino 
i współaut. 2003, Cicchillitti i współaut. 
2008), glutamylację (Edde i współaut. 1990), 
metylację (Park i współaut. 2016), palmi-
tylację (Caron 1997, Ozols i Caron 1997, 
Zambito i Wolff 1997), poliaminację (Song 

poziom modyfikacji potranslacyjnych może 
regulować oddziaływania mikrotubul z róż-
nymi rodzajami białek MIP (ang. microtu-
bule interacting protein), w tym z białkami 
strukturalnymi, białkami tnącymi mikrotu-
bule i białkami motorycznymi, np. niektóre 
kinezyny (Verhey i Gaertig 2007).

POTRANSLACYJNE MODYFIKACJE 
TUBULINY

Potranslacyjne przyłączenie grup funkcyj-
nych do cząsteczki białka, czyli tzw. mody-
fikacje potranslacyjne, wpływają na właści-
wości ogromnej liczby białek, w tym aktyny 
(patrz Rędowicz w tym zeszycie KOSMOSU) 
i tubuliny. W przypadku mikrotubul postu-
luje się, że modyfikacje potranslacyjne tubu-
liny wbudowanej w mikrotubule tworzą spe-
cyficzne „znaki” na powierzchni mikrotubul, 
nazwane kodem tubulinowym (Verhey i Ga-
ertig 2007), przez analogię do kodu histo-
nowego (Strahl i Allis 2000). Uważa się, że 
przyłączone do tubuliny grupy funkcyjne są 
rozpoznawane i „interpretowane” przez biał-
ka MIP, i w efekcie wpływają bezpośrednio 
lub pośrednio (tj. przez białka MIP, zależnie 

Ryc. 1. Modyfikacje potranslacyjne tubuliny. 

Schemat przedstawia fragment mikrotubuli oraz heterodimery α- i β-tubuliny (przykładowe zaznaczono czerwoną 
ramką), (A) przed przyłączeniem do mikrotubuli (polimeryzacja), (B) wbudowane w mikrotubulę (w przypadku ace-
tylacji K40 α-tubuliny pokazana jest wewnętrzna powierzchnia mikrotubuli, lub (C) uwalniane w procesie depolime-
ryzacji mikrotubul. Zaznaczono znane modyfikacje potranslacyjne. Wolne heterodimery (A) mogą ulegać acetylacji 
(K252 β-tubuliny), poliaminacji i fosforylacji (S172 β-tubuliny). Heterodimery wbudowane w mikrotubule (B) ulegają 
acetylacji (K40 α-tubuliny), poliaminacji, fosforylacji, detyrozynacji glutamylacji, deglutamylacji i glicylacji. Heterodi-
mery uwolnione w procesie depolimeryzacji (C) są modyfikowane przez tyrozynację α-tubuliny i deacetylację (K40 
α-tubuliny). Jeśli znane, zaznaczono również enzymy modyfikujące.
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wnętrzu mikrotubuli wysoka, co powodu-
je, że acetylowane są reszty Lys-40 różnych 
podjednostek α mikrotubuli, bez względu 
na ich odległość od końców mikrotubuli. Te 
dwie hipotezy są kwestionowane przez Co-
ombes i współaut. (2016), którzy przedsta-
wili mechanizm penetracji acetylotransferazy 
przez końce mikrotubuli, a także przez pęk-
nięcia i lokalne rozfałdowania jej struktury. 
We wnętrzu mikrotubuli szybkość dyfuzji 
αTAT jest bardzo ograniczona, co prowadzi 
do powstania w świetle mikrotubuli gradien-
tu acetylowanych reszt Lys, w dobrej zgod-
ności z oryginalnie zaproponowanym mecha-
nizmem (Akella i współaut. 2010).

Porównanie struktury mikrotubul ace-
tylowanych i nieacetylowanych przy użyciu 
kriomikroskopii elektronowej charakteryzują-
cej się rozdzielczością 8-9 Å (Howes i współ-
aut. 2014) nie wykazało żadnych różnic po-
między obiema formami α-tubuliny. Tym 
niemniej, badania na komórkach wykazały, 
że acetylacja Lys-40 ma wpływ na oddzia-
ływanie białka szoku termicznego HSP90 
z mikrotubulami (Giustiniani i współaut. 
2009), a acetylowane fragmenty mikrotubul 
są preferencyjnie cięte przez kataninę (Sudo 
i Baas 2010). Inne badania wykazały, że mi-
krotubule zmieniają ruch motorów moleku-
larnych (Reed i współaut. 2006, Dompierre 
i współaut. 2007, Cai i współaut. 2009), jak 
również zależny od motorów transport orga-
nelli (Misawa i współaut. 2013). Jednak, w 
warunkach in vitro, modyfikacja Lys-40 nie 
zmieniła szybkości poruszania się, jak i pro-
cesywności białka motorycznego, kinezyny-1 
(Walter i współaut. 2012, Kaul i współaut. 
2014).

Do niedawna nie było jednoznacznego 
poglądu na temat fizjologicznej roli acetyla-
cji mikrotubul. Chociaż wysoki poziom ace-
tylacji był charakterystyczny dla stabilnych 
mikrotubul występujących w aksonie i rzę-
skach, nie było wiadomo, czy acetylacja od-
powiada za ich stabilizację, czy też poziom 
modyfikacji wzrasta, bo mikrotubule są sta-
bilizowane przez inne czynniki i poddane 
działaniu acetylotransferazy. Ostatnio opu-
blikowane dane wskazują, że acetylowane i 
nieacetylowane mikrotubule reagują inaczej 
na mechaniczne odkształcenia (Portran i 
współaut. 2017, Xu i współaut. 2017).

Mikrotubule o długim czasie życia (~1  h) 
– a takie głównie są acetylowane – są pod-
dawane wielu działaniom mechanicznym, 
które mogą prowadzić do ich trwałych 
uszkodzeń. Podczas oddziaływania białek 
motorycznych z zakotwiczonymi mikrotubu-
lami lub migracji komórek, w strukturze mi-
krotubul powstają zgięcia lub pętle, a także 
pęknięcia oraz otwarcie wnętrza mikrotubuli 
do środowiska (Reed i współaut. 2006, Giu-

i współaut. 2013), SUMO-ilację (Rosas-Aco-
sta i współaut. 2005), sukcynylację (Piro-
li i współaut. 2014), ubikwitynację (Bheda 
i współaut. 2010) oraz modyfikacje polega-
jące na usunięciu jednego (detyrozynacja, 
Arce i współaut. 1975, Hallak i współaut. 
1977, Argarana i współaut. 1978), dwóch 
(Δ2, Lafanechere i Job 2000) lub nawet 
pięciu (Xiao i współaut. 2010) aminokwasów 
z końca karboksylowego α-tubuliny. War-
to zaznaczyć, że kilka różnych modyfikacji 
potranslacyjnych może współwystępować na 
tej samej tubulinie, a nawet „konkurować” 
o to samo miejsce modyfikacji (np. glicyla-
cja i glutamylacja). Ponadto, poziom modyfi-
kacji może zmieniać się zarówno wzdłuż da-
nej mikrotubuli (np. poziom tyrozynowanej 
i detyrozynowanej tubuliny), jak i w czasie 
istnienia mikrotubuli (np. poziom acetylacji 
wzrasta na stabilnych mikrotubulach).

Badania prowadzone na różnych, odle-
głych ewolucyjnie modelach komórkowych 
wykazały, że szereg modyfikacji potransla-
cyjnych tubuliny, w tym acetylacja, glicyla-
cja, glutamylacja, fosforylacja i detyrozyna-
cja są modyfikacjami zachowanymi w toku 
ewolucji.

ACETYLACJA

Za acetylację reszty lizyny 40 w podjed-
nostce α-tubuliny odpowiada acetyloransfe-
raza αTAT, nazwana MEC17 u obleńca C. 
elegans (Akella i współaut. 2010, Shida i 
współaut. 2010), a tubulina wbudowana w 
mikrotubule jest preferowanym substratem 
tego enzymu. Oprócz tej modyfikacji, acety-
lotransferaza San może modyfikować resz-
tę lizyny 252 β-tubuliny. W odróżnieniu 
od Lys-40 α-tubuliny, modyfikacja Lys-252 
zachodzi wyłącznie w niespolimeryzowanej 
tubulinie (Chu i współaut. 2011). Reakcja 
acetylacji Lys-40 jest odwracalna: dwie ro-
dziny enzymów HDAC6 i SIRT2 deacetylu-
ją tę resztę preferencyjnie w tubulinie nie-
spolimeryzowanej (Perdiz i współaut. 2011, 
Li i Yang 2015, Sadoul i Khochbin 2016). 
Niezwykłą cechą acetylacji mikrotubul jest 
konieczność dotarcia acetylotransferazy do 
łańcuchów bocznych lizyn 40 położonych 
w małej pętli znajdującej się we wnętrzu 
mikrotubuli (ang. lumen) (Soppina i współ-
aut. 2012). Zaproponowano kilka mechani-
zmów takiej modyfikacji. Shida i współaut. 
(2010) uważają, że dotarcie enzymu do lizyn 
we wnętrzu mikrotubuli zachodzi wskutek 
powstawania lokalnych odkształceń w struk-
turze mikrotubuli (ang. breathing) na całej 
jej długości. Z kolei w mechanizmie propo-
nowanym przez Szyk i współaut. (2014) za-
kłada się, że szybkość reakcji acetylacji jest 
niska, natomiast szybkość dyfuzji αTAT we 
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usieciowana tubulina, która nie tworzy mikrotu-
bul (Song i współaut. 2013).

Jaka jest fizjologiczna funkcja tej modyfi-
kacji? Poliaminacja jest modyfikacją charak-
terystyczną przede wszystkim dla mikrotubul 
w aksonach, a te mogą osiągać długość na-
wet około kilkuset mikrometrów (Bray i Bunge 
1981). Stąd też wydaje się, że rolą poliaminacji 
jest zachowanie stabilności mikrotubul, niezbęd-
nej do utrzymania szlaków transportu oraz we-
wnętrznego „szkieletu” i kształtu aksonu (Brady 
1993). Zachowanie równowagi pomiędzy stabil-
nością mikrotubul a ich dynamiką jest kluczo-
we dla prawidłowego funkcjonowania komórek 
nerwowych. Dynamiczne przejścia między poli-
meryzacją a depolimeryzacją mikrotubul umoż-
liwiają tworzenie nowych połączeń nerwowych 
lub reorganizację już istniejących (Brady 1993). 
Zaobserwowano, że w trakcie rozwoju aksonu 
oraz w procesie różnicowania neuronów wzra-
sta aktywność transglutaminazy i zwiększa się 
poziom poliamin (Maccioni i Seeds 1986). Za-
blokowanie aktywności transglutaminazy w ko-
mórkach neuroblastoma powoduje, że tworzone 
wypustki są o połowę krótsze niż w komórkach 
kontrolnych (Song i współaut. 2013), co skło-
niło autorów do wniosku, że ma to związek z 
mniejszą stabilnością mikrotubul. Jednak samo 
zwiększenie stabilności mikrotubul nie wystar-
cza do pobudzania wzrostu neuronów (Guo i 
współaut. 2017). Warto pamiętać, że transglu-
taminazy mają szereg innych substratów poza 
tubuliną. Katalizują zarówno transamidację, w 
tym inkorporację poliamin poprzez wiązanie 
γ-glutamylowe, jak i acylację oraz sieciowanie 
białek (tworzenie krzyżowych połączeń między 
łańcuchem bocznym glutaminy jednego białka 
a resztą ε-aminową lizyny drugiego białka lub 
peptydu). Ponadto, transglutaminazy mają ak-
tywność GTP-azową (Feng i współaut. 1999), 
izomerazy mostków dwusiarczkowych w biał-
kach (Hasegawa i współaut. 2003), jak rów-
nież kinazową (Mishra i współaut. 2006). Za-
tem wspomniane zmiany mogą być spowodowa-
ne modyfikacją nie tylko tubuliny, ale również 
innych białek.

Poliaminowane mikrotubule charakteryzują 
się zmniejszoną rozpuszczalnością (poliaminacja 
promuje agregację białek) i mają obniżoną dy-
namikę. Odkąd pokazano, że dynamiczne mi-
krotubule penetrują kolce dendrytyczne, biorące 
udział w tworzeniu synaps, można wniosko-
wać, że dynamika mikrotubul ma bezpośredni 
wpływ na neuroplastyczność, a co za tym idzie, 
na proces uczenia się i pamięć (Dent 2017). 
Jednak nie wiadomo, czy regulacja dynamiki 
mikrotubul w kolcach ma związek z poliami-
nacją lub z białkami związanymi z mikrotu-
bulami, czy też jest to działanie synergistyczne 
obu tych czynników. Ponadto udowodniono, że 
w starzejącym się mózgu również zwiększa się 
aktywność transglutaminazy (Lesort i współ-

stiniani i współaut. 2009). Takie deformacje, 
szczególnie, gdy powtarzają się wielokrotnie, 
prowadzą do trwałego uszkodzenia struk-
tury polimeru i jego rozpadu. Autorzy cy-
towanych artykułów (Xu i współaut. 2017, 
Portran i współaut. 2017) przedstawili prze-
konujące dowody, że acetylacja mikrotubul 
prowadzi do osłabienia niekowalencyjnych 
wiązań pomiędzy protofilamentami mikrotu-
buli, bez zmiany oddziaływań wzdłuż protofi-
lamentu. W konsekwencji, podczas zginania 
mikrotubuli sąsiednie protofilamenty mogą 
przemieszczać się bardziej swobodnie wzglę-
dem siebie, co czyni całą strukturę bardziej 
elastyczną i zdolną do absorpcji różnych od-
kształceń deformujących. Co ciekawe, miej-
sca acetylacji dobrze korelują z położeniem 
zgięć i odkształceń mikrotubul (Schaap i 
współaut. 2006), sugerując, że pojawiające 
się uszkodzenia umożliwiają lokalnie dosta-
nie się acetylotransferazy do wnętrza mikro-
tubuli i modyfikację Lys-40, co czyni ten 
obszar bardziej elastycznym i zapobiega jego 
całkowitemu rozpadowi.

POLIAMINACJA

Podczas oczyszczania tubuliny z mózgu za-
uważono, że frakcja mikrotubul nie ulega depo-
limeryzacji w wyniku inkubacji w niskiej tempe-
raturze, w roztworze zawierającym jony wapnia. 
Jak wykazała analiza przy użyciu elektroforezy 
dwukierunkowej, tubulina w tych stabilnych 
mikrotubulach jest bardziej zasadowa niż tubu-
lina w labilnych (dynamicznych) mikrotubulach 
(Brady i współaut. 1984). Dopiero ostatnio od-
kryto, że wyjątkowa stabilność tej frakcji mi-
krotubul jest związana z poliaminacją tubuliny 
(Song i współaut. 2013). Modyfikacja ta polega 
na kowalencyjnym, nieodwracalnym przyłącze-
niu poliamin do niektórych reszt glutaminowych 
zarówno alfa, jak i beta tubuliny i w przypad-
ku neuronów jest katalizowana przez transglu-
taminazę. Główną izoformą występującą w mó-
zgu jest transglutaminaza 2 (Song i współaut. 
2013).

Do najważniejszych poliamin przyłączanych 
do tubuliny należą: putrescyna, spermina i 
spermidyna, czyli naturalne substraty transglu-
taminaz, które powstają w wyniku degradacji 
argininy (Mehta i współaut. 2006). Głównym 
miejscem poliaminacji jest zachowana w toku 
ewolucji reszta Gln-15 β-tubuliny, ale nie jest 
to modyfikacja całkowicie specyficzna, gdyż inne 
reszty glutaminowe również ulegają poliaminacji. 
Modyfikacja ta zachodzi zarówno na wolnych 
heterodimerach tubuliny, jak i na tubulinie już 
wbudowanej w mikrotubule. W warunkach in 
vitro, poliaminowana tubulina może polimery-
zować tworząc mikrotubule. Warto jednocześnie 
zaznaczyć, że przy braku poliamin, w wyniku 
reakcji transglutaminazy z tubuliną, powstaje 
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W świetle dotychczasowych badań sto-
sunkowo najwięcej wiadomo o roli fosfory-
lacji reszty seryny 172 β-tubuliny. W cza-
sie mitozy w komórkach ssaków, reszta ta 
jest fosforylowana przez zależną od cykliny 
kinazę Cdk1. Modyfikacja ta hamuje przy-
łączenie heterodimeru do mikrotubul, a tym 
samym wpływa na dynamikę mikrotubul 
(Fourest-Lieuvin i współaut. 2006). Wpływ 
fosforylacji Ser-172 β-tubuliny na dynami-
kę mikrotubul obserwowano również w ko-
mórkach nerwowych, w których reszta ta 
jest modyfikowana przez kinazę MNB (ang. 
mini brain kinase) (Ori-Mckenney i współ-
aut. 2016) oraz w komórkach drożdży (Cau-
dron i współaut. 2010). Silnie zachowana w 
toku ewolucji Ser-172 β-tubuliny znajduje 
się blisko miejsca wiązania GTP/GDP i for-
muje fragment powierzchni β-tubuliny, za-
angażowany w oddziaływanie z α-tubuliną 
kolejnego heterodimeru, a w efekcie, w two-
rzenie protofilamentów (Nogales i współaut. 
1999). Możliwe zatem, że fosforylacja seryny 
172 i zmiana ładunku w tym rejonie czą-
steczki tubuliny może wpływać na wiązanie 
GTP i/lub GDP oraz oddziaływanie pomiędzy 
heterodimerami (Fourest-Lieuvin i współaut. 
2006). Zahamowanie przyłączania heterodi-
merów tubuliny do mikrotubul obserwowano 
również w przypadku fosforylacji niektórych 
reszt tyrozynowych α-tubuliny (Ley i współ-
aut. 1994, Wandosell i współaut. 1987).

Jednak fosforylacja tubuliny może rów-
nież zwiększać tempo polimeryzacji mikro-
tubul. Fosforylacja reszty seryny 165 w 
α-tubulinie przez kinazę PKCα zwiększa 
efektywność przyłączania zmodyfikowane-
go heterodimeru tubuliny, w porównaniu 
do formy nieufosforylowanej (Abeyweera i 
współaut. 2009, De i współaut. 2014).

Chociaż fosforylacja jest jedną z najwcze-
śniej wykrytych modyfikacji tubuliny (Song i 
Brady 2015), identyfikacja miejsc fosforyla-
cji, kinaz odpowiedzialnych za poszczególne 
fosforylacje oraz rola tych modyfikacji jest 
nadal słabo poznana. Warto też zaznaczyć, 
że niektóre kinazy mogą wpływać na właści-
wości mikrotubul niezależnie od ich aktyw-
ności katalitycznej, pełniąc rolę białek MIP 
(Mitsopoulos i współaut. 2003, Lim i współ-
aut. 2004).

DETYROZYNACJA I MODYFIKACJA 
DELTA 2 Α-TUBULINY

W zdecydowanej większości izotypów 
α-tubuliny, we wszystkich grupach organi-
zmów eukariotycznych, tyrozyna jest ostat-
nim aminokwasem kodowanym przez geny 
α-tubuliny. Detyrozynacja polega na usunię-
ciu reszty tyrozyny z końca karboksylowe-
go α-tubuliny wbudowanej w mikrotubulę, 

aut. 2000). Zatem wydaje się, że poliaminacja 
tubuliny może mieć właściwości zarówno neu-
roprotekcyjne (stabilizacja), jak i neurotoksycznie 
(hiperstabilizacja), a rezultat zależy od intensyw-
ności oraz okoliczności, w jakich poliaminacja 
zachodzi. Niewykluczone, że zmiany w poziomie 
poliaminacji mikrotubul mogą być jedną z przy-
czyn chorób neurodegeneracyjnych.

Niewątpliwie potrzebne są dalsze 
szczegółowe badania, które wyjaśnią jakie 
są powiązania pomiędzy poliaminacją a 
procesami starzenia się i patologiami ukła-
du nerwowego, oraz które z obserwowanych 
zjawisk są związane z poliaminacją tubuliny, 
a które z poliaminacją innych białek, będą-
cych substratami dla transglutaminaz.

FOSFORYLACJA

Fosforylacja jest powszechnie występują-
cą, odwracalną modyfikacją potranslacyjną. 
α- i β-tubuliny są fosforylowane zarówno 
przez kinazy serynowo-treoninowe (np. zależ-
ną od cykliny kinazę Cdk1, kinazę kazeino-
wą CK2 lub zależną od wapnia i kalmoduli-
ny kinazę CamKII), jak i kinazy tyrozynowe 
(np. kinazy Fes, Jak2, Syk, Src), przy czym 
najczęściej samo miejsce modyfikacji nie jest 
znane (Wloga i Gaertig 2010, Song i Bra-
dy 2015). W większości przypadków kinazy 
modyfikują tubulinę już wbudowaną w mi-
krotubule, ale wolna tubulina może również 
być substratem dla kinaz (Song i Brady 
2015). Z drugiej strony, badania z zastoso-
waniem spektrometrii mas umożliwiły ziden-
tyfikowanie wielu potencjalnych miejsc fosfo-
rylacji, zarówno w α-, jak i β-tubulinie (Liu 
i współaut. 2015), natomiast odpowiedzialne 
kinazy oraz rola tych modyfikacji w regulacji 
właściwości mikrotubul pozostają nieznane 
lub niejasne. Analiza rozmieszczenia poten-
cjalnych miejsc fosforylacji z użyciem mode-
lu heterodimeru α- i β-tubuliny wskazuje, 
że fosforylacja mogłaby regulować powsta-
wanie heterodimeru α- i β-tubuliny, oddzia-
ływanie pomiędzy α- i β-tubuliną z dwóch 
następujących po sobie heterodimerów tego 
samego protofilamentu (np. fosforylacja reszt 
treoniny 257, tyrozyny 357 α-tubuliny) lub 
heterodimerów sąsiadujących protofilamen-
tów (fosforylacja seryny 277 α-tubuliny). 
Niektóre reszty aminokwasowe tubulin po-
tencjalnie ulegające fosforylacji, są skiero-
wane do wnętrza mikrotubuli (np. treoniny 
80 i 94 α-tubuliny), co sugeruje, że, podob-
nie jak w przypadku acetylacji reszty Lys-
40 α-tubuliny, poziom fosforylacji mógłby 
regulować wiązanie białek oddziałujących z 
wewnętrzną powierzchnią mikrotubuli, czyli 
znajdujących się w świetle mikrotubuli (Liu 
i współaut. 2015).



100 Beata Kliszcz i współaut.

wowych (Erck i współaut. 2005, Marcos i 
współaut. 2009).

W przeciwieństwie do detyrozynacji, mo-
dyfikacja polegająca na usunięciu kolejnego 
aminokwasu, tj. reszty kwasu glutaminowe-
go z detyrozynowanej α-tubuliny (tzw. tubu-
lina Δ2, czyli pozbawiona dwóch końcowych 
aminokwasów), jest reakcją nieodwracalną. 
Sugeruje się, że modyfikacja ta może re-
gulować pulę tubuliny podlegającej cyklom 
detyrozynacja-tyrozynacja. Enzymy odpowie-
dzialne za modyfikację Δ2 należą do rodziny 
karboksypeptydaz cytozolowych (ang. cyto-
solic carboxypeptidase, CCP), odpowiedzial-
nych również za skracanie bocznych łańcu-
chów peptydowych tubuliny, zbudowanych z 
reszt kwasu glutaminowego (deglutamylacja) 
(Rogowski i współaut. 2010, Berezniuk i 
współaut. 2013, Tort i współaut. 2014). Δ2 
tubulina jest obecna w stabilnych mikrotu-
bulach neuronów, rzęsek, centriol i ciałek 
podstawowych, ale znaczenie tej modyfikacji 
i jej wpływ na właściwości mikrotubul pozo-
stają niejasne.

Wysoki poziom detyrozynowanej 
α-tubuliny jest znacznikiem stabilnych, dłu-
go istniejących mikrotubul, chociaż sama 
detyrozynacja nie wpływa na właściwości 
polimeru tubulinowego. Wydaje się, że de-
tyrozynacja α-tubuliny wpływa pośrednio 
na dynamikę mikrotubul, poprzez białka 
oddziałujące z mikrotubulami. Kinezyna-13, 
białko motoryczne zdolne do depolimery-
zacji mikrotubul, wiąże się z fragmentem 
mikrotubuli zawierającym tyrozynowaną 
α-tubulinę. Zatem detyrozynacja tubuli-
ny może chronić mikrotubule przed depo-
limeryzacją zależną od aktywności kinezy-
ny-13 (Peris i współaut. 2009, Sirajuddin i 
współaut. 2014). Podobnie jak kinezyna-13, 
białka z domeną CAP-Gly (ang. cytoskele-
ton associated protein glycine-rich), oddzia-
łujące z końcem plus mikrotubul (CLIP170, 
p150/glued), preferencyjnie wiążą się z za-
kończeniem mikrotubuli zbudowanym z ty-
rozynowanej α-tubuliny (Peris i współaut. 
2006). Ostatnio wykazano również, że w 
neuronach ufosforylowane białko MAP1B 
preferencyjnie wiąże się z tyrozynowanymi 
fragmentami mikrotubul i wpływa lokal-
nie na ich dynamikę (Barnat i współaut. 
2016). W odróżnieniu od kinezyny-13, ki-
nezyna-2, białko motoryczne odpowiedzialne 
za transport rzęskowy (ang. intraflagellar 
transport, IFT) wykazuje około dwukrotnie 
zwiększone tempo ruchu i procesywność 
na detyrozynowanych niż na tyrozynowa-
nych mikrotubulach (Sirajuddin i współaut. 
2014). Podobnie, preferencje w stosunku 
do detyrozynowanych mikrotubul wykazuje 
kinezyna-1, pełniąca ważne funkcje m.in. 

przez karboksypeptydazę vasohibinę (Aillaud 
i współaut. 2017, Nieuwenhuis i współaut. 
2017). Reakcja ta jest odwracalna. Po de-
polimeryzacji mikrotubuli reszta tyrozyno-
wa może zostać ponownie przyłączona do 
cząsteczki α-tubuliny wolnego heterodimeru 
dzięki aktywności ligazy tyrozynowej tubuli-
ny (ang. tubulin tyrosine ligase, TTL) (Ers-
feld i współaut. 1993), która wiąże się z 
heterodimerem oddziałując zarówno z α-, jak 
i β-tubuliną (Prota i współaut. 2013). He-
terodimer tubuliny związany z ligazą TTL, 
do czasu jej odłączenia, nie może zostać po-
nownie wbudowany do mikrotubuli (Szyk i 
współaut. 2011). Ligaza TTL współzawodni-
czy o przyłączanie do heterodimeru tubuliny 
ze statminą, białkiem sekwestrującym wolną 
tubulinę. Wydaje się, że jest to spowodowa-
ne albo częściowo tożsamym miejscem wią-
zania statminy i ligazy TTL do heterodimeru 
tubuliny lub zmianą konformacji heterodi-
meru tubuliny po związaniu statminy, któ-
ra nie sprzyja wiązaniu ligazy TTL (Szyk i 
współaut. 2013).

Enzymy z rodziny TTL występują u krę-
gowców oraz u lancetnika, jeżowca i niektó-
rych pasożytniczych pierwotniaków (Wloga i 
współaut. 2008, Preston i współaut. 1979), 
co wskazuje, że w trakcie ewolucji ligaza 
tyrozynowa tubuliny została wtórnie utra-
cona u niektórych grup organizmów. W ko-
mórkach organizmów, które nie posiadają 
enzymu TTL, tyrozynowana α-tubulina po-
wstaje jedynie de novo, na drodze transla-
cji, podczas gdy organizmy posiadające en-
zym TTL mogą dodatkowo powiększać pulę 
tyrozynowanej tubuliny poprzez ponowne 
przyłączenie tyrozyny do zmodyfikowanej po-
translacyjnie, zdetyrozynowanej cząsteczki 
α-tubuliny.

W komórkach ssaków zarówno w cza-
sie interfazy, jak i w trakcie podziału ko-
mórki, część mikrotubul charakteryzuje się 
wysokim poziomem detyrozynacji. W neuro-
nach, tyrozynowane mikrotubule występują 
w stożkach wzrostu (ang. growth cones), 
natomiast mikrotubule aksonu i dendrytów 
mają bardziej labilną domenę znajdującą 
się przy jej końcu plus, zbudowaną z tyro-
zynowanej tubuliny i domenę bardziej sta-
bilną przy końcu minus, bogatą w detyro-
zynowaną tubulinę (Baas i współaut. 2016; 
patrz Jaworski w tym zeszycie KOSMOSU). 
U myszy brak ligazy TTL powoduje zmiany 
w układzie nerwowym, kłopoty z oddycha-
niem i brak koordynacji ruchowej, co pro-
wadzi do śmierci nowonarodzonych zwierząt 
w ciągu 24 godzin. Analiza różnicujących 
się komórek nerwowych wyizolowanych z 
myszy pozbawionych TTL wykazała zmia-
ny w tworzeniu i dynamice wypustek ner-
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aut. 1985, Bressac i współaut. 1995), przy 
czym w niektórych organizmach: Trypanoso-
ma (Schneider i współaut. 1997), Euglena 
(Bré i współaut. 1996) i C. elegans (Kimura 
i współaut. 2010), nie wykryto ani glicylo-
wanej tubuliny ani glicylaz. Wydaje się, że 
w niektórych organizmach glicylacja może 
wpływać na tworzenie i utrzymanie prawi-
dłowej struktury rzęsek (Wloga i współaut. 
2009; Bosch Grau i współaut. 2013, 2017; 
Rocha i współaut. 2014) oraz na długość 
rzęsek pierwotnych (Gadadhar i współaut. 
2017).

Glutamylacja α- i β-tubuliny jest po-
wszechnie występującą modyfikacją, obecną 
na mikrotubulach w różnych typach komó-
rek. Szczególnie wysoki poziom glutamyla-
cji wykryto na mikrotubulach w komórkach 
nerwowych oraz mikrotubulach tworzących 
szkielet rzęsek, ciałek podstawowych i cen-
trioli (Janke i Buliński 2011, Yu i współaut. 
2015, Song i Brady 2015, Wloga i współ-
aut. 2017). Glutamylowane mikrotubule 
wchodzą również w skład cytoplazmatycznej 
sieci mikrotubul i wrzeciona podziałowego 
(Wloga i Gaertig 2010).

Poziom glutamylacji tubuliny reguluje 
wiele procesów komórkowych. W zarodkach 
ryb Danio rerio obniżenie poziomu gluta-
mylacji powoduje destabilizację rzęsek (Pa-
thak i współaut. 2007). Samce myszy linii 
ROSA22, z mutacją białka PG1, podjed-
nostki lokalizacyjnej kompleksu glutamyla-
zy TTLL1 (Regnard i współaut. 2003, Jan-
ke i współaut. 2005) są niepłodne z powo-
du zmian w ultrastrukturze wici (Campbell i 
współaut. 2002). Z kolei w aksonemie plem-
ników myszy z mutacją glutamylazy TTLL5 
brakuje czwartej pary mikrotubul obwodo-
wych (Lee i współaut. 2013). Obniżenie po-
ziomu glutamylacji znacząco spowalnia rów-
nież ruch wici i rzęsek poprzez wpływ na 
aktywność motoryczną ramion dyneinowych, 
co wykazano w badaniach na mutantach 
Chlamydomonas pozbawionych glutamylazy 
TTLL9 (Kubo i współaut. 2010), orzęska Te-
trahymena z delecją glutamylaz z podrodziny 
TTLL6 (Suryavanshi i współaut. 2010) oraz 
mysich mutantach TTLL1 (Ikegami i współ-
aut. 2010).

W komórkach nerwowych poziom gluta-
mylacji tubuliny w mikrotubulach zmienia 
się w trakcie dojrzewania komórek (Aude-
bert i współaut. 1994) i wpływa na oddzia-
ływanie między mikrotubulami i niektórymi 
białkami MAP (Ikegami i współaut. 2007) 
oraz wydaje się regulować oddziaływania po-
między mikrotubulami i białkami motorycz-
nymi. W neuronach myszy ROSA22, charak-
teryzujących się niskim poziomem glutamy-
lacji α-tubuliny, obserwowano niższy poziom 
kinezyny KIF1A (ale nie kinezyn KIF3A czy 

w komórkach nerwowych (Konishi i Setou 
2009, Kaul i współaut. 2014).

GLICYLACJA I GLUTAMYLACJA

Glicylacja i glutamylacja to modyfikacje 
zarówno α-, jak i β-tubuliny. Są one za-
początkowane przez przyłączenie pierwszej 
reszty aminokwasowej (inicjacja) glicyny (G, 
glicylacja) lub kwasu glutaminowego (E, glu-
tamylacja) do reszt kwasów glutaminowych 
znajdujących się w rejonie końca karboksy-
lowego α- lub β-tubuliny (tj. ogona tubuli-
ny). Peptydowe łańcuchy boczne, mogą być 
wydłużane przez dołączanie kolejnych reszt, 
odpowiednio, glicyny lub kwasu glutami-
nowego (stąd polimeryczny charakter tych 
modyfikacji). Łańcuch boczny zbudowany 
z reszt glicyny ma charakter liniowy, nato-
miast łańcuch boczny składający się z reszt 
kwasu glutaminowego może (teoretycznie) 
tworzyć rozgałęzienia. W związku z polime-
rycznym charakterem glicylacji i glutamyla-
cji, modyfikacje te nazywane są polimodyfi-
kacjami.

Enzymy katalizujące przyłączenie reszt 
glicyny lub kwasu glutaminowego należą do 
rodziny białek podobnych do ligazy tyrozy-
nowej tubuliny (TTLL od TTL-like) (Janke i 
współaut. 2005, Rogowski i współaut. 2009, 
Wloga i współaut. 2009). Większość glicylaz i 
glutamylaz katalizuje albo przyłączenie pierw-
szej reszty peptydowego łańcucha bocznego 
albo jego wydłużanie. Tylko niektóre glicylazy 
i glutamylazy są zdolne do katalizowania obu 
tych procesów (Janke i Buliński 2011, Yu i 
współaut. 2015, Song i Brady 2015, Wloga 
i współaut. 2017). Boczne łańcuchy peptydo-
we zbudowane z reszt glicyny lub kwasu glu-
taminowego mogą być skracane lub usuwa-
ne. Reakcję deglutamylacji katalizują karbok-
sypeptydazy cytozolowe CCP 1-6 (Kimura i 
współaut. 2010, Rogowski i współaut. 2010). 
Enzymy o aktywności deglicylaz nie zostały 
dotychczas zidentyfikowane.

Ponieważ liczne reszty kwasu glutamino-
wego w obrębie ogona α-, jak i β-tubuliny 
są miejscem glicylacji lub glutamylacji, a 
dodatkowo, zmiany w poziomie jednej z poli-
modyfikacji mogą pośrednio wpływać na po-
ziom drugiej polimodyfikacji (np. w komór-
kach tworzących rzęski), badania nad rolą 
poszczególnych polimodyfikacji tubuliny są 
utrudnione. Co więcej, zmiany w poziomie 
polimodyfikacji (zwłaszcza glutamylacji) mogą 
wpływać na oddziaływania pomiędzy zmody-
fikowanymi mikrotubulami a białkami MIP, 
a efekt tego działania może zależeć od ro-
dzaju dostępnych białek MIP, typu komórki 
czy struktury mikrotubularnej.

Glicylacja jest modyfikacją typową dla 
mikrotubuli rzęski i wici (Adoutte i współ-



102 Beata Kliszcz i współaut.

związanych m.in. z niską wydajnością tej 
metody (Janke 2014)

In vivo, pewne enzymy modyfikujące tu-
bulinę, jak np. metylaza i acetylaza czy gli-
cylazy i glutamylazy, mogą modyfikować te 
same aminokwasy w cząsteczce tubuliny. W 
danym rejonie komórki enzymy modyfikują-
ce pozostają w stosunku do siebie w pewnej 
równowadze, a ich poziom w rejonie wybra-
nych struktur mikrotubularnych może być 
kontrolowany na poziomie ekspresji (zależnie 
od stadium cyklu komórkowego lub etapu 
różnicowania komórki) lub przez transport i 
oddziaływanie z białkami regulatorowymi. W 
przypadku badań in vitro z użyciem niemo-
dyfikowanych mikrotubul spolimeryzowanych 
z rekombinowanej tubuliny i oczyszczonego 
enzymu, przy braku enzymów konkurują-
cych i białek regulatorowych, może dojść do 
modyfikacji aminokwasów, które w komórce 
nie są modyfikowane (np. więcej reszt kwa-
su glutaminowego w ogonie tubuliny mogło-
by ulec glutamylacji). Warto też pamiętać, 
porównując wyniki badań in vitro i in vivo, 
że poziom modyfikacji może wpływać na od-
działywania pomiędzy mikrotubulami a biał-
kami MIP, które również mogą wpływać na 
właściwości mikrotubul.

Analizując fenotyp komórek o zmienio-
nym poziomie enzymów odpowiedzialnych za 
modyfikacje potranslacyjne, trzeba również 
brać pod uwagę, że tubulina może być tylko 
jedynym z substratów danego enzymu (jak 
wykazano w przypadku deacetylaz, glutamy-
laz, kinaz czy transaminaz). Zatem zmiany 
obserwowane w fenotypie komórek nadpro-
dukujących enzym modyfikujący tubulinę 
lub pozbawionych tego enzymu, może być 
spowodowany zmianami w poziomie modyfi-
kacji nie tylko tubuliny, ale również innych 
białek. Wydaje się, zatem, że do pełnego po-
znania roli modyfikacji potranslacyjnych mi-
krotubul in vivo, niezbędna jest identyfikacja 
białek, które regulują lokalizację i aktywność 
enzymów modyfikujących oraz białek rozpo-
znających kod tubulinowy i oddziałujących 
ze specyficznie zmodyfikowanymi mikrotu-
bulami, wpływającymi pośrednio na dynami-
kę polimeru tubulinowego i funkcjonowanie 
struktur mikrotubularnych (Janke 2014).

S t r es zc zen i e

Zarówno wolna tubulina, jak i tubulina wbudowana 
w mikrotubule może być modyfikowana potranslacyjnie 
poprzez przyłączenie różnorodnych grup funkcyjnych. 
Wśród kilkunastu zidentyfikowanych modyfikacji α- i 
β-tubuliny, przynajmniej niektóre zmiany potranslacyjne, 
jak acetylacja, detyrozynacja czy glutamylacja są zacho-
wane w toku ewolucji od pierwotniaków do człowieka. 
Modyfikacje potranslacyjne tworzą specyficzny wzór na 
powierzchni mikrotubul, nazwany kodem tubulinowym, 
który jest rozpoznawany i „interpretowany” przez białka 
oddziałujące z mikrotubulami. W efekcie modyfikacje po-

KIF5), w porównaniu do poziomu obserwo-
wanego w komórkach prawidłowych (Ikega-
mi i współaut. 2007). Z drugiej strony, pod-
wyższony poziom glutamylacji mikrotubul 
zwiększa procesywność i tempo poruszania 
się kinezyny 2 (O’Hagan i współaut. 2011, 
Sirajuddin i współaut. 2014). Poziom gluta-
mylacji tubuliny na mikrotubulach reguluje 
również aktywność białek tnących mikrotu-
bule (Lacroix i współaut. 2010). Porówna-
nie tempa fragmentacji mikrotubul o różnym 
poziomie glutamylacji wykazało, że spastyna 
przejawia największą aktywność w stosunku 
do mikrotubul modyfikowanych przez przy-
łączenie łańcuchów bocznych zbudowanych 
z 8-9 reszt kwasu glutaminowego. Natomiast 
skracanie lub wydłużanie przyłączonych łań-
cuchów bocznych stopniowo zmniejsza efek-
tywność fragmentacji mikrotubul przez spa-
stynę (Valenstein i Roll-Mecak 2016).

PODSUMOWANIE

Poziom modyfikacji potranslacyjnych tu-
buliny w mikrotubulach wpływa na wiele 
procesów komórkowych. Pomimo ogromne-
go postępu, jaki dokonał się na przestrzeni 
ostatnich lat w identyfikacji enzymów odpo-
wiedzialnych za modyfikacje potranslacyjne 
tubuliny oraz badaniu funkcji modyfikacji 
potranslacyjnych mikrotubul, nasza wiedza 
w tej dziedzinie jest – w najlepszym razie 
– szczątkowa. Dotychczas zidentyfikowano 
kilkanaście różnych modyfikacji potransla-
cyjnych tubuliny i nie jest wykluczone, że 
zostaną odkryte nowe. W większości przy-
padków nie znane są enzymy modyfikujące 
i/lub modyfikowane aminokwasy. Nie wiemy 
również, czy niektóre z wykrytych modyfi-
kacji są specyficzne tylko dla mikrotubul w 
pewnych typach komórek, czy też są mo-
dyfikacjami powszechnymi, zachowanymi w 
toku ewolucji.

Badając rolę modyfikacji potranslacyj-
nych napotykamy na szereg trudności, także 
ze względów technicznych. Prowadzenie ba-
dań in vitro nad wpływem wybranej mody-
fikacji potranslacyjnej na polimer tubulino-
wy wymaga opracowania metody wydajnego 
oczyszczenia aktywnego enzymu modyfiku-
jącego oraz otrzymania jednolicie i całkowi-
cie zmodyfikowanych mikrotubul. Tubulina 
oczyszczona z mózgu, najczęściej używana 
w badaniach modyfikacji tubuliny, jest po 
pierwsze, mieszanką różnych izotypów tu-
buliny, a po drugie, jest już zmodyfikowa-
na, co dodatkowo utrudnia wysunięcie jed-
noznacznych wniosków. Rozwiązaniem jest 
użycie rekombinowanej tubuliny, przy czym 
ekspresja i oczyszczenie funkcjonalnej tu-
buliny również nastręcza wielu problemów, 
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selection between Kinesin motors. PLoS Biol. 
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Campbell P. K., Waymire K. G., Heier R. L., Sha-
rer C., Day D. E., Reimann H., Jaje J. M., 
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J., Russell L. D., Young L. J., Zimmer M., 
Jenne D. E., MacgregoR G. R., 2002. Muta-
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lopment of spermatid flagella, loss of intermale 
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netics 162, 307-320

Caron J. M., 1997. Posttranslational modification 
of tubulin by palmitoylation: I. In vivo and 
cell-free studies. Mol. Biol. Cell 8, 621-636.

Caudron F., Denarier E., Thibout-Quintana J. 
C., Brocard J., Andrieux A., Fourest-Lieuvin 
A., 2010. Mutation of Ser172 in yeast β tu-
bulin induces defects in microtubule dynamics 
and cell division. PLoS One 5, e13553.
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Zhao Y., Zou H., 2011. A novel acetylation 
of β-tubulin by San modulates microtubule 
polymerization via down-regulating tubulin 
incorporation. Mol. Biol. Cell 22, 448-456.
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ti F., Rotilio D., Donati M. B., Scambia G., 
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-tubulin. Mol. Cancer Ther. 7, 2070-2079.

translacyjne tubuliny wpływają zarówno bezpośrednio na 
właściwości mikrotubul, jak i pośrednio, przez białka to-
warzyszące mikrotubulom. Poziom modyfikacji potransla-
cyjnych tubuliny na poszczególnych mikrotubulach jest 
zróżnicowany i zależy od rodzaju tworzonych struktur 
mikrotubularnych oraz typu komórek. Dodatkowo, po-
ziom modyfikacji potranslacyjnych tubuliny może zmie-
niać się zależnie od stadium cyklu komórkowego lub 
stopnia zróżnicowania komórki. Intensywne badania pro-
wadzone w ciągu ostatnich lat zaowocowały odkryciem 
kluczowych enzymów modyfikujących α- i β-tubulinę 
oraz częściowo, mechanizmu ich działania. Nadal jednak 
jesteśmy dalecy od pełnego zrozumienia roli modyfikacji 
potranslacyjnych mikrotubul w regulacji procesów ko-
mórkowych.
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TUBULIN POSTTRANSLATIONAL MODIFICATIONS

Summary

Both, free tubulin and tubulin incorporated into microtubules can be extensively posttranslationally modified. 
Among numerous identified modifications of α- and β-tubulin, at least some modifications such as acetylation, dety-
rosination or glutamylation are highly evolutionarily conserved from protists to man. The posttranslational modifica-
tions of tubulin form a specific pattern on the microtubule surface, called a tubulin code, that is recognized and 
interpreted by microtubule interacting proteins. Thus, tubulin posttranslational modifications can affect the microtu-
bule properties, both directly and indirectly, by regulating the interactions with microtubule associated proteins. The 
level of the tubulin posttranslational modifications vary on different types of microtubules and depends upon the 
type of the microtubular structures and the cell type. Additionally, the levels of tubulin modifications can change 
during the cell cycle and cell differentiation. The extensive studies carried out during the last years resulted in a 
discovery of some of the key enzymes that modify α- and β-tubulin as well as partial understanding of the mecha-
nisms of their action. However, despite all the efforts we are still far from the full understanding of the significance 
of the microtubule posttranslational modifications in the regulation of cellular processes.

Key words: acetylation, detyrosination, polyamination, glutamylation, glycylation


