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Oksydaza alternatywna – niedokończona opowieść

STRESZCZENIE

Badania nad oddychaniem niewrażliwym na cyjanek doprowadziły do wykrycia w 
mitochondrialnym łańcuchu oddechowym drugiej oksydazy terminalnej, oksyda-

zy alternatywnej (AOX). AOX przekazuje elektrony ze zredukowanego ubichinonu na 
tlen z pominięciem dwóch miejsc sprzężenia obniżając wydajność energetyczną oddy-
chania. AOX występuje u wszystkich roślin i jest obecna m.in. u niektórych grzybów, 
mięczaków i protista. Jedynie u roślin termogennych aktywność AOX związana jest z 
wydzielaniem ciepła. Natomiast u pozostałych organizmów funkcjonowanie AOX wiąże 
się z utrzymaniem homeostazy metabolicznej (metabolizm węgla, stan redoks komórek 
oraz zapotrzebowanie na energię) i utrzymaniem homeostazy reaktywnych form tlenu 
(ROS). W artykule omówiono budowę białka roślinnej AOX oraz regulację na różnych 
poziomach molekularnych. Podkreślono rolę AOX jako markera stresu u roślin. Opisano 
również potencjalne zastosowanie AOX w terapii genowej ludzi.

WPROWADZENIE

Badania nad oddychaniem, które nie jest hamowane przez cyjanek i odpo-
wiedzialną za nie, zlokalizowaną w łańcuchu oddechowym oksydazą alter-
natywną mają długą historię i stale niezakończoną. Oddychanie niewrażliwe 
na cyjanek zaobserwowano na początku XX w. u roślin generujących ciepło 
(rośliny termogenne) i początkowo traktowano to jako ciekawostkę fizjolo-
giczną [1]. Okazało się jednak, że odporność oddychania na działanie cyjan-
ku dotyczy w różnym stopniu wszystkich roślin. Od całkowitej odporności 
na cyjanek oddychania roślin termogennych, jak np. Symplocarpus foetidus [1], 
częściowe hamowane np. oddychanie korzeni fasoli [2,3], po prawie całko-
wite hamowanie np. oddychanie skrawków z bulw ziemniaka [4,5]. Warunki 
stresowe mogą powodować często wzrost oddychania odpornego na działa-
nie cyjanku. Obserwowano np. że oddychanie korzeni fasoli w warunkach 
braku fosforu w środowisku staje się całkowicie niewrażliwe na cyjanek [3]. 
Zjawisko oddychania niewrażliwego na cyjanek dotyczy nie tylko roślin, ale 
również niektórych grzybów, zwierząt oraz protista [6].

Przez wiele lat przedmiotem debaty była zarówno lokalizacja jak i enzy-
my odpowiedzialne za pobieranie tlenu niewrażliwe na inhibitory oksydazy 
cytochromowej, cyjanek, azydek i tlenek węgla. Na początku lat 60’ wyka-
zano, że w roślinnym łańcuchu oddechowym istnieją dwie drogi przeno-
szenia elektronów na tlen rozgałęziające się na poziomie ubichinonu, droga 
cytochromowa związana z wytwarzaniem ATP i tzw. droga alternatywna, 
niewrażliwa na działanie cyjanku i innych inhibitorów oksydazy cytochro-
mowej, omijająca dwa miejsca sprzężenia (Ryc. 1). Przenośniki wchodzące w 
skład drogi alternatywnej oraz regulacja przepływu elektronów i znaczenie 
fizjologiczne drogi alternatywnej obniżające wydajność energetyczną oddy-
chania były przedmiotem licznych badań i dyskusji. Obszerne omówienie 
wcześniejszych prac zawarte jest m.in. w artykułach przeglądowych [7-9].

Początkowo sądzono, że w skład drogi alternatywnej wchodzi kilka prze-
nośników, podejrzewano flawoproteiny lub żelazosulfoproteiny [7]. Wyka-
zano jednak, że drogę alternatywną stanowi jeden enzym, oksydaza alterna-
tywna hamowana przez kwasy hydroksamowe (SHAM i BHAR) oraz gallu-
san propylu i disulfram [10]. Inhibitory te stanowiły ważne narzędzie badań 
udziału AOX w oddychaniu chociaż niektóre (ze względu na specyficzność) 
mogły być stosowane wyłącznie do izolowanych mitochondriów.

AOX okazała się kompleksem małych białek [11-14]. Końcowym akcep-
torem elektronów przenoszonych z ubichinonu przez AOX jest tlen, a pro-
duktem jego redukcji jest H2O. Utrudnieniem w badaniach AOX jest niesta-
bilność wyizolowanego enzymu. Jednak częściowe tylko oczyszczenie AOX 
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z Sauromatum guttatum pozwoliło na otrzymanie mono- i 
poliklonalnych przeciwciał dla AOX [12,13] Przeciwciała 
te zostały zastosowane jako sondy molekularne wykazu-
jąc u wszystkich roślin krzyżową aktywność z jednocze-
śnie obserwowaną aktywnością AOX. Był to niewątpliwy 
przełom i początek badań AOX z zastosowaniem technik 
biologii molekularnej.

STRUKTURA MOLEKULARNA I PRZESTRZENNA 
OKSYDAZY ALTERNATYWNEJ

AOX jest białkiem mitochondrialnym kodowanym 
przez genom jądrowy. Pierwszą sekwencję genu AOX 
uzyskano z S. guttatum [15]. Początkowo uważano, że 
AOX u roślin kodowana jest przez 1 gen jednak szybki 
rozwój metod biologii molekularnej [m. in. rozszerzenie 
baz danych cDNA, analizy PCR w wykorzystaniem zde-
generowanych starterów] pozwoliły już w połowie lat 
90tych stwierdzić, że AOX kodowana jest wielogenowo. 
Obecnie wiadomo, że u dwuliściennych występują dwie 
rodziny genów AOX (AOX1 i AOX2) natomiast u jednoli-
ściennych obecne są tylko izoformy AOX1 [16]. Przykła-
dowo u kukurydzy i ryżu obecne są 3 geny AOX (AOX1a-
-c), natomiast genom rośliny modelowej, rzodkiewnika 
(Arabidopsis thaliana) zawiera 5 genów AOX (AOX1a-d 
oraz AOX2) [17]. Ciekawostką jest, ze niektóre dwuli-
ścienne wtórnie utraciły jedną z rodzin genów AOX; w 
genomie przedstawicieli Cucurbitaceae (np. u Cucumis 
sativus) stwierdzono występowanie tylko AOX2 [18] na-
tomiast u przedstawicieli Salicaceae (np. u Salix purpurea) 
występowanie tylko genów z rodziny AOX1 [19]. Ponad-
to, w niektórych klasyfikacjach genetycznych gen AOX1d 
rzodkiewnika nie jest zaliczany do rodziny genów AOX1 
ale przynależy do nowej rodziny AOX3 [20].

Badania nad strukturą molekularną białka trwały bar-
dzo długo i spowodowane były dużymi trudnościami w 
jego oczyszczaniu (białko izolowano z bardzo małą wy-
dajnością i było niestabilne w temperaturze pokojowej) 
[21]. Początkowo oszacowano masę molekularna AOX 
na ok. 27 kDa [22], w późniejszych badaniach w oparciu 

o dane sekwencji cDNA sko-
rygowana tę wartość na ok. 32 
kDa [15]. Pierwsze doniesienia 
o tym, że w strukturze AOX 
występuje Fe2+ pochodziły z 
pracowni Minagawy [23]. W 
prostym doświadczeniu poka-
zano, że warunki stresowe in-
dukują AOX u drożdży jedynie 
w obecności jonów żelaza. Wy-
korzystanie metod rezonansu 
paramagnetycznego potwier-
dziło, że również roślinna AOX 
posiada w swojej strukturze 
jony żelaza (Fe2+/Fe3+) [24,25]. 
Pierwszy model strukturalny 
białka AOX w oparciu o znaną 
sekwencję genu opracowano w 
pracowni Siedowa [26], propo-
nując strukturę AOX podobną 
do monooksygenazy metanu. 
Późniejszy model (jak teraz 

już wiadomo dokładniej odzwierciedlający rzeczywistą 
strukturę białka AOX) pokazywał hipotetyczną struktu-
rę przestrzenną AOX w oparciu strukturę Δ9-desaturazy 
[27]. Obecnie wiadomo, że w strukturze AOX można wy-
różnić szereg zachowanych w ewolucji reszt aminokwa-
sowych niezbędnych do funkcjonowania centrum aktyw-
nego białka [26], przyłączania substratu [28] lub też ko-
niecznych do umiejscowienia AOX w warstwie lipidowej 
wewnętrznej błony mitochondrialnej [29]. Krokiem milo-
wym było uzyskanie struktury krystalicznej AOX izolo-
wanej z T. brucei potwierdzającej, że AOX jest homodime-
rem, a każdy z jej monomerów zawiera 6 długich i 4 krót-
kie α helisy [30]. Na tej podstawie wykonano model AOX 
z rzodkiewnika, w którym pokazano m.in., że w centrum 
aktywnym AOX są zachowane w ewolucji reszty glutami-
nianowe (Glu 183, 222, 273, 324) i histydynowe (His 225 
i 327) zlokalizowane na 2 i 4 helisie białka [31]. Ponadto, 
reszty Arg164, Asp168, Arg178, Ala186, Leu 182, Glu 183, 
Glu275 i Ala276 najprawdopodobniej umożliwiają białku 
AOX umiejscowienie w wewnętrznym listku wewnętrz-
nej błony mitochondrialnej. W strukturze roślinnej AOX 
niezwykle ważna jest również zachowana w ewolucji 
reszta cysteinowa (Cys127), która umożliwia tworzenie 
labilnych mostków dwusiarczkowych czyli charaktery-
stycznej struktury homodimerycznej AOX [31].

FILOGENEZA OKSYDAZY ALTERNATYWNEJ

Oksydaza alternatywna jest metaloenzymem i należy 
do rodziny dwużelazowych białek karboksylowych za-
wierających w swej strukturze 4 charakterystyczne helisy 
tworzące kieszeń, w której umieszczone są atomy metalu 
[30]. Podobną do AOX strukturę mają inne białka z tej ro-
dziny, np. ruberytryna czy Δ9 desaturaza [32] Enzymy te w 
przeszłości były najprawdopodobniej reduktazami tlenu, a 
ich funkcja była niezbędna prymitywnym organizmom w 
momencie pojawienia się tlenu w atmosferze [32]. Co cie-
kawe, AOX jest jednym z niewielu białek, których budowa 
i funkcja została najpierw poznana u roślin. Dopiero póź-
niej wykazano obecność AOX u niektórych organizmów 

Rycina 1. Roślinny łańcuch oddechowy. Na zielono zaznaczono alternatywne szlaki w roślinnym mtETC. I – kompleks 
I (oksydoreduktaza NADH:ubichinon); II – kompleks II (dehydrogenaza burszynianowa), III- kompleks III (oksydore-
duktaza ubichinol:cytochrom c); IV – kompleks IV (oksydaza cytochromu c); Burszt – burszyunian; c – cytochrom c; Fum 
– fumaran; NDin – wewnętrzne dehydrogenazy NAD(P)H typu II; NDex – wewnętrzne dehydrogenazy NAD(P)H typu II; 
UQ – ubichinon. Dla uproszczenia kompleksu II nie przedstawiono jako kompleksu transmembranowego.
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nie-roślinnych [m. in. u mięczaków]. Przy czym podkreślić 
należy, że AOX występuje u wszystkich roślin wyższych 
natomiast u innych organizmów nawet gatunki dosyć 
blisko spokrewnione mogą różnić się obecnością AOX w 
genomie (Trypanosoma brucei posiada AOX w przeciwień-
stwie do Leishmania sp.) [6].

REGULACJA UDZIAŁU AOX W ODDYCHANIU

Brak fosforylacji na drodze alternatywnej powoduje, 
że aktywność AOX w znaczący sposób wpływa na wydaj-
ność energetyczną procesu oddychania. Dlatego udział 
szlaku alternatywnego w mtETC musi być bardzo ściśle 
regulowany. Obecnie wiadomo, że regulacja ta odbywa 
się na wielu poziomach. Zasadnicza, zgrubna regulacja 
odbywa się na poziomie zmian w ekspresji genu i syn-
tezy białka. Jednak aktywność enzymatyczna AOX jest 
również hierarchicznie regulowana na poziomie potran-
slacyjnym (Ryc. 2).

REGULACJA AOX NA POZIOMIE TRANSKRYPCJI

Wzrost poziomu mRNA AOX, szczególnie transkryp-
tów genów z rodziny AOX1 jest dobrze udokumentowa-
ną odpowiedzią na niekorzystne warunki środowiska i 
zaburzenia w funkcjonowaniu mtETC [33,34]. Postuluje 
się, że ekspresja genu AOX2 zależy od stanu rozwojowe-
go rośliny i nie zmienia się w odpowiedzi na czynniki 
stresowe [35]. Jednak wyniki uzyskane m. in. przez naszą 
grupę badawczą pokazują, że ekspresja genów z obu ro-
dzin AOX może być zmieniona w odpowiedzi na warun-
ki stresowe [36].

AOX jest białkiem mitochondrialnym kodowanym 
przez genom jądrowy dlatego ekspresja genów AOX 
(kolokwialnie mówiąc „zapotrzebowanie” na mRNA i 
w konsekwencji na białko) musi być regulowana przez 
metabolizm mitochondrialny. Od wielu lat postuluje się 
udział mitochondrialnych ROS (mtROS), w szczególności 
H2O2 pochodzącego z mitochondriów, jako przekaźników 

w sygnalizacji retrograde (informacji 
przekazywanej z mitochondrium 
do jądra komórkowego) [33,37]. W 
badaniach naszej grupy pokazali-
śmy, że mtROS produkowane w 
mtETC w kierunku przestrzeni mię-
dzybłonowej, gdzie obrona antyok-
sydacyjna jest stosunkowo niska, 
są najprawdopodobniej szczegól-
nie zaangażowane w sygnalizację 
retrograde [38]. Innym czynnikiem 
zaangażowanym w przekazywania 
sygnału z mitochondrium do ją-
dra powodującym wzrost ekspresji 
AOX może być również poziom me-
tabolitów pośrednich cyklu Krebsa 
[39].

Dzięki technikom molekularnym 
wykazano, że w indukcję ekspresji 
genu kodującego AOX zaangażo-
wana jest zlokalizowana w jądrze 
komórkowym, zależna od cyklin ki-

naza E1 [40] oraz białko INCREASED SIZE EXCLUSIOSN 
LIMIT 2 (ISE2) [41]. Ponadto w promotorach genów AOX 
znaleziono sekwencje regulatorowe, do których mogą 
przyłączać się czynniki transkrypcyjne: ABSISIC ACID 
INSENSITIVE 4 (ABI4) [42] oraz WRKY 15 [43]. Znale-
zienie w promotorze AOX miejsca przyłączenia ABI4 [42] 
jest elementem potwierdzającym wcześniejsze donie-
sienia o tym, że ekspresja genów AOX jest regulowana 
przez fitohormony, obserwowano wzrost ekspresji genu 
kodującego AOX m.in. w odpowiedzi na wzrost stężenia 
kwasu salicylowego [44,45].

Ekspresja genów oksydazy alternatywnej jest również 
regulowana przez światło. Zhang i wsp. [46] obserwowa-
li wzrost ekspresji genów kodujących izoformy z rodziny 
AOX1 po traktowaniu rzodkiewnika światłem białym, 
czerwonym lub niebieskim co świadczy o tym, że w szla-
ku indukcji zaangażowane są najprawdopodobniej fito-
chromy, fototropiny i kryptochromy. U ryżu natomiast 
tylko izoforma AOX1a jest indukowana światłem [47].

Jak zauważono, ekspresja genów AOX jest często po-
zytywnie skorelowana z ekspresją genów mitochondrial-
nych dehydrogenaz NAD(P)H typu II (NDin i NDex) 
[48]. Wykazano pozytywną korelację ekspresji m.in. dla 
par genów AOX1a-NDB2, AOX1c-NDA1, AOX1c-NDB4, 
AOX1b-NDB3 i AOX1d-NDA1 [35,45,48,49]. Wydaje 
się, że koekspresja tych niefosforylujących fragmentów 
mtETC może ułatwiać rozproszenie nadmiaru siły reduk-
cyjnej.

ZMIANY POZIOMU BIAŁKA AOX

U większości roślin zmiany w poziomie białka AOX 
korelują pozytywnie z poziomem transkryptów genów 
AOX. Udowodniono jednak, że poziom białek AOX może 
zmieniać się niezależnie od poziomu mRNA AOX. U jęcz-
mienia (Hordeum vulgare) poddanego warunkom hipok-
sji poziom mRNA AOX był porównywalny z poziomem 

Rycina 2. Regulacja aktywności oksydazy alternatywnej (AOX) na różnych poziomach molekularnych.
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stwierdzonym u roślin kontrolnych mimo, że poziom 
białka AOX był znacząco obniżony [50].

POTRANSLACYJNA REGULACJA AOX

Potranslacyjna regulacja AOX opisywana jest głównie 
w kontekście redukcji mostków dwusiarczkowych oraz 
aktywacji poprzez α-ketokwasy. AOX jest homodime-
rem: w formie aktywnej podjednostki AOX są połączone 
niekowalencyjnie (mostki siarczkowe są zredukowane) 
natomiast w formie nieaktywnej monomery są połączone 
kowalencyjnie (występuje wiązanie -S-S- między nimi) 
[34]. Za wiązanie kowalencyjne odpowiedzialne są resz-
ty cysteinowe w tzw. miejscu Cys I zlokalizowanym na 
N-końcu białka eksponowanym w kierunku macierzy 
[51]. Redukcja mostków dwusiarczkowych możliwa jest 
kosztem NADPH wytwarzanego m.in w cyklu kwasów 
trikarboksylowych w macierzy mitochondrialnej [34]. 
Udowodniono, że za redukcję wiązania -S-S- pomiędzy 
monomerami AOX odpowiedzialny jest system tioredok-
syn zlokalizowany w mitochondriach [52]. Tylko zre-
dukowana forma AOX może ulegać allosterycznej akty-
wacji przez α-ketokwasy, głównie pirogronian [53], ale 
również inne: hydroksypirogronian czy 2-oksoglutaran 
[54]. U niektórych roślin AOX może być aktywowana 
innymi kwasami organicznymi np. bursztynianem [55]. 
Dokładny mechanizm tej aktywacji nie jest poznany, ale 
przypuszcza się, że dochodzi do zmian konformacyjnych 
białka lub też, że pirogronian może zmieniać Vmax enzy-
mu poprzez stabilizację aktywnej formy AOX [34]. Miej-
scem przyłączania α-ketokwasów jest region Cys I oraz 
region Cys II, przy czym rola Cys II w tym procesie nie 
została do końca zdefiniowana [34]. Zaktywowana forma 
AOX zwiększa swoje powinowactwo do substratu, zre-
dukowanego ubichinonu (ubichinolu). Udowodniono, że 
wzrost stopnia redukcji ubichinonu jest również jednym 
z czynników powodujących wzrost aktywności AOX [56]. 
Należy jednak nadmienić, że powyższy opis biochemicz-
nej regulacji AOX dotyczy głównie roślinnego białka. U 
grzybów np. AOX nie jest białkiem dimerycznym (aktyw-
na AOX jest monomerem) i jest regulowana przez GMP i 
AMP (a nie przez α-ketokwasy) w sposób zależny od pH 
macierzy mitochondrialnej [57].

Potranslacyjna regulacja aktywności AOX u roślin wskazu-
je, że udział tego enzymu w oddychaniu u większości gatun-
ków zależy ściśle od stanu redoks macierzy mitochondrialnej 
(NADPH wymagane do redukcji mostków dwusiarczko-
wych) i mtETC (poziom redukcji ubichinonu) oraz metabo-
lizmu węgla (dostępność pirogronianu aktywującego AOX). 
Nie jest więc zaskakującym fakt, że u roślin, u których poziom 
białka AOX został znacznie podwyższony na skutek manipu-
lacji genetycznych (u roślin z nadekspresją AOX) nie stwier-
dzono wzrostu udziału drogi alternatywnej w oddychaniu in 
vivo podczas hodowli roślin w warunkach optymalnych [58]. 
Nadekspresja AOX daje tylko potencjalną możliwość wzrostu 
udziału AOX w oddychaniu jednak biochemiczna regulacja 
aktywności tego białka ma znaczenie nadrzędne.

Poszczególne kompleksy mtETC mogą ze sobą ściśle 
oddziaływać tworząc struktury tzw. superkompleksów 
[59]. W nielicznych pracach pokazano, że AOX również 

może występować w multikompleksach masie ok 150-
350 kDa [60]. Odkrycia te pozwalają spekulować, że AOX 
połączona w multikompleksach np. z dehydrogenazmi 
NAD(P)H typu II mogłaby jeszcze wydajniej odbierać 
elektrony z ubichinolu w warunkach nadmiaru siły re-
dukcyjnej [21]. Aczkolwiek wykazano, że w mitochon-
driach izolowanych z pomidora AOX jest specyficznie 
połączona z kompleksem III mtETC [57]. Ewentualne 
konsekwencje fizjologiczne występowania AOX w multi-
kompleksach wymagają więc dalszych badań.

OZNACZANIE AKTYWNOŚCI DROGI ALTERNATYWNEJ

Już we wczesnych badaniach wykazano, że udział 
drogi alternatywnej w oddychaniu, ze względu na brak 
miejsca sprzężenia, obniża wydajność energetyczną od-
dychania [7]. Kluczowym zagadnieniem było więc usta-
lenie metody oznaczania udziału AOX w oddychaniu w 
warunkach in vivo oraz mechanizmu regulacji przepływu 
elektronów przez drogę cytochromową i alternatywną. 
Zaproponowana przez Bahra i Bonnera [2] hipoteza zakła-
dała funkcjonowanie drogi alternatywnej przy wysyconej 
(lub zahamowanej) drodze cytochromowej tzw. hipoteza 
overflow. Zmodyfikowana następnie przez Lambersa [61] 
na energy overflow i De Vissera [62] na energy overcharge 
określała warunki metaboliczne tkanek sprzyjające wzro-
stowi udziału drogi alternatywnej w oddychaniu.

Zakładająca wysycenie drogi cytochromowej hipoteza 
Bahra i Bonnera [2] stała się podstawą metody oznaczania 
aktywności drogi alternatywnej przy użyciu inhibitorów 
obu dróg. W wyniku wysycenia (lub zahamowania) drogi 
cytochromowej wzrasta redukcja ubichinonu, wspólnego 
przekaźnika elektronów w łańcuchu oddechowym [63]. 
Maksymalną aktywność drogi alternatywnej ustalano w 
obecności cyjanku, a jej udział w oddychaniu oznaczano 
dodając wzrastające stężenia inhibitora AOX tzw. mia-
reczkowanie drogi alternatywnej. Obszerny opis tych 
oznaczeń zawarty jest w artykule przeglądowym [7]. Wy-
kazano jednak, że zahamowanie AOX może prowadzić 
do wzrostu oddychania drogą cytochromową co wskazy-
wało na brak wysycenia drogi cytochromowej przy ak-
tywnej drodze alternatywnej [64]. Wykazano również, że 
AOX może współzawodniczyć z oksydazą cytochromową 
o pulę elektronów ze zredukowanego ubichinonu [54]. 
Użycie inhibitorów nie może być więc metodą oznaczania 
udziału AOX w oddychaniu in vivo, natomiast wskazuje je-
dynie na jej maksymalną aktywność (VmaxAOX). Dyskusja 
dotychczasowych wyników doprowadziła do publikacji 
artykułu pod znamiennym tytułem The cyanide-resistant 
oxidase: to inhibit or not to inhibit, that is the question [65]. 
Do oznaczania aktywności AOX in vivo zaproponowano 
nową technikę wykorzystującą obserwowany wcześniej 
zróżnicowany stopień dyskryminacji pobierania izotopu 
tlenu przez oksydazę cytochromową i alternatywną [66]. 
Stopień dyskryminacji pobierania z powietrza izotopu 
tlenu 18O2 w stosunku do 16O2 przez AOX jest większy niż 
oksydazy cytochromowej (23,5-25,5% dla AOX i 17,1-20% 
dla COX) [67,68]. Technika dyskryminacji została zasto-
sowana w licznych badaniach i jest obecnie uznana za 
jedyną wiarygodną metodę oznaczania in vivo udziału 
drogi alternatywnej w oddychaniu. Metoda ta ma jednak 
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pewne ograniczenia, niemożliwe np. jest oznaczenie ak-
tywności AOX in vivo na świetle.

UDZIAŁ AOX W METABOLIZMIE ROŚLIN

Udział AOX w procesie termogenezy jest najwcześniej 
odkrytą funkcją tego białka. W organach generatywnych 
u Obrazkowatych (Araceae) oddychanie cyjanoodporne 
może powodować wzrost temperatury tkanek o ok. 10°C 
powyżej temperatury otoczenia, umożliwiając wabienie 
owadów i zapylenie. Jednak taki wzrost temperatury 
tkanek związany z wielokrotnym wzrostem oddychania 
jest możliwy tylko u nielicznych przedstawicieli świata 
roślin, u pozostałych rozpraszanie energii w postaci cie-
pła nie ma istotnego znaczenia fizjologicznego (aktyw-
ność AOX może spowodować wzrost temperatury tkanek 
o ułamki stopnia) [69]. Jaka jest więc rola AOX u roślin 
nietermogennych? Odpowiadając krótko, istotna i waż-
na, aczkolwiek różna w zależności od rośliny i jej stanu 
fizjologicznego.

AOX bierze udział w bilansowaniu metabolizmu wę-
gla oraz statusu redoks komórek. Aktywność drogi cy-
tochromowej mtETC jest regulowane przez adenylany, 
tzn. że w warunkach niskiego stężenia ADP jest ona 
ograniczana [53]. Nadmiar siły redukcyjnej (w postaci 
NAD(P)H) powstałej w szlaku glikolizy oraz cyklu Kreb-
sa uniemożliwiałby sprawne działanie tych szlaków, jed-
nocześnie mógłby spowodować wysycenie elektronami 
mtETC. Cykl Krebsa jest nie tylko źródłem reduktantów 
zużywanych przez mtETC ale również źródłem metabo-
litów pośrednich, koniecznych do sprawnego działania 
wielu ważnych dla komórki roślinnej procesów, m. in 
asymilacji azotu [70]. Dodatkowe, niefosforylujące szlaki 
łańcucha oddechowego, do których zaliczamy AOX i de-
hydrogenzy NAD(P)H typu II (Ryc. 1), umożliwiają dzia-
łanie mtETC niezależnie od zapotrzebowania komórki na 

energię (działają gdy poziom ADP 
jest niski), a tym samym zapew-
niają dostarczanie substratów do 
biosyntez.

Wspomniane wyżej wysycenie 
elektronami mtETC ma również 
inne konsekwencje fizjologiczne. 
Na skutek wycieku elektronów w 
mtETC na poziomie kompleksu 
I i kompleksu III wytwarzane są 
mtROS [71]. AOX odbierając elek-
trony z ubichinolu zapobiega wy-
twarzaniu mtROS w kompleksie 
III i obniża wytwarzanie mtROS 
w kompleksie I (poprzez obni-
żenie stopnia wysycenia mtETC 
elektronami). Pierwszym, któ-
ry zaproponował, że AOX dzia-
ła jako mechanizm prewencyjny 
przed wzrostem wytwarzania 
mtROS był Purvis [72]. W póź-
niejszych badaniach z wykorzy-
staniem transgenicznych linii ty-
toniu pokazano, że rzeczywiście 
nadekspresja AOX istotnie obniża 

wytwarzanie mtROS, natomiast obniżenie ekspresji AOX 
powoduje wzrost wytwarzania mtROS [73]. Tak ważna 
funkcja jak przeciwdziałanie wytwarzaniu mtROS powo-
duje, że ekspresja AOX jest indukowana przez działanie 
wielu czynników stresowych [74] (Ryc. 3). Równocześnie 
jednak rozważana jest funkcja AOX jako modulatora sy-
gnalizacji retrograde [34]. MtROS przypisuje się istotną 
rolę w tej sygnalizacji [37], dlatego aktywność AOX mo-
głaby zwiększać lub zmniejszać intensywność sygnału.

W ostatnich latach zaproponowano również, że AOX 
zgodnie ze swoją pierwotną funkcją [32] obniża/stabili-
zuje poziom tlenu w mitochondriach, co również wiąza-
łoby się z obniżaniem wytwarzania mtROS [75]. AOX ma 
znacznie niższe powinowactwo do tlenu w porównaniu 
do COX [53] dlatego jej funkcjonowanie w warunkach 
ograniczonego dostępu O2 nie obniża jednocześnie wy-
dajności procesu fosforylacji.

Aktywność AOX optymalizuje proces fotosyntezy [34], 
ma to związek z jej rolą w bilansowaniu stanu redoks ko-
mórki. W procesie fotosyntezy wytwarzane są duże ilości 
reduktantów, w razie ich nadmiaru (np. w warunkach zbyt 
wysokiego nasłonecznienia) w chloroplastach dochodziło-
by do fotoinhibicji (zahamowania procesu fotosyntezy). 
Nadmiar reduktantów może być transportowany z chlo-
roplastów i utleniony w mtETC, przy czym główną rolę 
w procesie utleniania przypisuje się szlakom niefosfory-
lującym mtETC. Ponadto optymalizacja procesu fotosyn-
tezy przez AOX może być powiązana z utlenianiem siły 
redukcyjnej produkowanej podczas fotooddychania [76] 
lub metabolizmu jabłczanu u roślin gruboszowatych [77].

Aktywność AOX jest również istotna w warunkach, 
w których w procesach metabolicznych produkowane są 
związki hamujące działanie COX lub kiedy warunki śro-

Rycina 3. Przykładowe czynniki stresowe, które zwiększają poziom mRNA, białka lub aktywność AOX. Numerami 
wskazano prace, w których był przedstawiony wpływ danego czynnika stresowego na AOX.
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dowiskowe hamują lub ograniczają działanie drogi cyto-
chromowej. Np. podczas intensywnej produkcji etylenu, 
w komórkach roślinnych może dojść do wzrostu stężenia 
CN-, inhibitora COX, ponieważ cyjanek jest produktem 
działania jednego z enzymów szlaku syntezy tego fito-
hormonu [53]. Ponadto w warunkach stresowych komór-
ki roślinne mogą produkować znaczne ilości tlenku azotu 
(NO) a podczas detoksyfikacji endogennych związków 
cyjanogennych przez syntazę β-cyjanoalaniny wytwarza-
ny jest siarkowodór. Oba te związki są inhibitorami COX 
[53]. Przykładem ograniczenia działania szlaku cytochro-
mowego na skutek warunków środowiskowych jest nie-
dobór fosforu w podłożu. Fosfor nieorganiczny (Pi) jest 
substratem do syntezy ATP, jego brak powoduje wzrost 
stężenia ADP, zahamowanie działania szlaku cytochro-
mowego i w konsekwencji wzrost aktywności AOX [78]

Wielu badaczy zastanawia się również, jaka może być 
rola AOX w metabolizmie zwierząt. Przypuszcza się, że 
u wielu zwierząt zasadniczo rola AOX jest podobna do 
roli jaką odgrywa w organizmach roślinnych, tzn. łago-
dzenie skutków niekorzystnych warunków środowiska, 
w których muszą przebywać te organizmy (np. modulo-
wanie wydajności syntezy ATP oraz obniżanie produkcji 
mtROS spowodowanych zmianami temperatury otocze-
nia u zwierząt żyjących w wodach) [6]. Zaangażowanie 
AOX może być również istotne w metabolizmie oddecho-
wym gdy zwierzęta narażone są na działanie związków 
hamujących aktywność COX, np. siarkowodoru (dotyczy 
to głównie morskich bezkręgowców, które żyją w wodach 
o dużym stężeniu tego związku), NO (na działanie tlenku 
azotu będącego jednym z mechanizmów obronnych nara-
żone są głównie organizmy patogenne) czy też CN- (wy-
dzielanego przez niektóre rośliny w odpowiedzi na atak 
patogenów). Ponadto wydaje się, że AOX jest istotnym 
elementem strategii metabolicznej u tzw. oksykonformi-
stów, organizmów, których aktywność metabolizmu od-
dechowego jest odzwierciedleniem stężenia tlenu w śro-
dowisku. Dzięki AOX organizmy te (np. S. nudus) mogą 
zwiększać aktywność oddechową w warunkach wysokie-
go stężenia tlenu bez zbędnej produkcji ATP [6]. Dlacze-
go więc zwierzęta wyższe utraciły AOX w toku ewolucji? 
Wydaje się, że dobrym, a zarazem najprostszym wytłu-
maczeniem jest fakt, że aktywność AOX obniża wydaj-
ność fosforylacji. AOX utrzymała się w genomie zwierząt 
wolno poruszających się, jednak gdy przeżycie zależało 
od siły mięśni (koniecznych do walki, ucieczki lub zło-
wienia pożywienia) jej funkcjonowanie (obniżające pro-
dukcję ATP) stało się cechą niepożądaną [79].

Trzeba zauważyć, że badania biochemiczne zwierzęcych 
AOX są raczej szczątkowe mimo, że enzym ten jest waż-
nym elementem metabolizmu zwierząt istotnych z punktu 
widzenia zdrowia człowieka (jak T. brucei) czy wydajności 
gospodarki (np. M. hapla). Wiadomo jednak, że rozważa się 
wykorzystanie AOX jako celu w terapiach groźnych chorób. 
U znajdujących się w krwiobiegu T. brucei AOX jest jedy-
ną terminalną oksydazą w mtETC, którego funkcjonowanie 
jest konieczne parazytom do utleniania NADH produko-
wanego podczas intensywnej glikolizy [30]. Wykazano, że 
askofuranon, inhibitor oksydaz chinolowych może być sku-
tecznym lekiem przeciwko T. brucei [30].

CZYNNIKI STRESOWE POWODUJĄCE WZROST LUB 
SPADEK UDZIAŁU DROGI ALTERNATYWNEJ W mtETC

Ze względu na znaczenie fizjologiczne nie jest zaska-
kującym fakt, że wzrost poziomu transkryptu, białka czy 
też aktywności AOX stwierdzono w większości badanych 
stresów (Ryc. 3) [3,36,50,78-96]. AOX nazwana została 
nawet markerem stresu [74]. Podczas warunków streso-
wych funkcja AOX wiąże się z utrzymaniem homeostazy 
metabolicznej (związanej z metabolizmem węgla, stanem 
redoks tkanek oraz zapotrzebowaniem na energię) oraz z 
utrzymaniem homeostazy ROS, w tym również modulo-
waniem sygnału retrograde.

Trzeba jednak wyjaśnić, że nie można generalizować, 
iż wzrost udziału AOX w oddychaniu jest odpowiedzią 
na każdy czynnik stresowy. Udowodniono np., że AOX 
nie jest indukowana m. in. w odpowiedzi na deficyt siar-
ki [97-99]. Spadek udziału AOX w oddychaniu obserwuje 
się również w warunkach anerobowych [50]; wydaje się, 
że wynika to głównie z niskiego powinowactwa AOX do 
tlenu (w niskim stężeniu AOX nie działa) [53].

METABOLIZM MUTANTÓW ZE 
ZMIENIONĄ EKSPRESJĄ AOX

Era badań mających na celu zobrazowanie odpowie-
dzi metabolicznej komórek roślinnych na manipulacje 
genetyczne poziomu AOX rozpoczęła się na dobre od 
skonstruowania komórek zawiesiny tytoniu (Nicotiana 
tabacum) z obniżoną i zwiększoną ekspresją tego białka 
[100,101]. W kolejnych latach, konstruowano mutanty i 
rośliny transgeniczne, ze zmienioną ekspresją AOX (Tab. 
1), głównie w celu wykazania znaczenia tego białka w 
różnych warunkach stresowych [102-108]. O ile znaczenie 
AOX w warunkach stresowych wydaje się być niepodwa-
żalne (Ryc. 3), o tyle ciekawe wydaje się pokazanie jak 
zmienia się metabolizm roślin z wymuszoną genetycznie 
zmianą ekspresji genu AOX podczas hodowli w warun-
kach optymalnych. Wykazano, że poziom anionorodnika 
ponadtlenkowego w mitochondriach tytoniu hodowane-
go w warunkach optymalnych jest negatywnie skorelo-
wany z poziomem ekspresji genu AOX [109]. Jednak jeśli 
chodzi o wpływ poziomu AOX na pokrój ogólny roślin 
oraz np. metabolizm węgla (w tym fotosyntezę) dane li-
teraturowe są często niespójne. Pokazano, że zmiana eks-
presji genu AOX nie wpływa na fenotyp rzodkiewnika 
[110] ale znacząco przyśpiesza wzrost manioku [111]. Po-
kazano również, że parametry fizjologiczne związane z 
procesem fotosyntezy (m. in. przewodnictwo szparkowe 
czy stosunek chlorofilu a do b) mogą być niezmienione 
[103] lub znacznie się różnić [105] u roślin ze zmienio-
ną ekspresją genu AOX w porównaniu do roślin dzikich 
gdy hodowle prowadzono w warunkach optymalnych do 
wzrostu.

Co ciekawe, wnioskowanie, że jeśli działanie danego 
czynnika stresowego powoduje wzrost poziomu AOX 
to rośliny z nadekspresją genu AOX są bardziej odporne 
na działanie tego czynnika, może być całkowicie błędne. 
Pomimo, że traktowanie roślin ozonem indukuje AOX, 
rośliny z nadekspresją tego białka są bardziej wrażliwe 
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na O3 [34,104]. Paradoksalnie, prawdopodobnie obniża-
nie poziomu mtROS przez AOX zapobiega uruchamia-
niu sygnału do indukcji systemu antyoksydacyjnego w 
komórce po działaniu ozonu, co w konsekwencji obniża 
odporność na stres.

AOX W MEDYCYNIE

Transport elektronów w ludzkim mtETC przebiega 
klasycznym liniowym szlakiem (kompleks I lub kom-
pleks II – kompleks III – kompleks IV). Łańcuch oddecho-
wy u ludzi nie zawiera alternatywnych szlaków dlatego 
też zaburzenie funkcji któregokolwiek z jego kompo-
nentów prowadzi do zaburzeń metabolicznych. Objawy 
kliniczne zaburzenia funkcjonowania mitochondriów są 
częste, występują u 1 na 10000 pacjentów [112]. Udowod-
niono, że nieprawidłowe funkcjonowanie mitochondriów 
jest jedną z przyczyn wielu poważnych chorób, m.in. cho-
roby Parkinsona, Alzhaimera, kardiomiopatii czy epilep-
sji; u pacjentów chorych na te choroby stwierdzono m. in. 
znaczny wzrost produkcji mtROS [79]. Chorych, u któ-
rych stwierdzono takie zaburzenia, nie można wyleczyć 
znanymi środkami farmaceutycznymi. Ok. dwóch dekad 
temu powstał pomysł by zastosować specyficzną terapię 
genową, tzn. wprowadzić geny kodujące białka szlaków 
alternatywnych w mtETC do komórek ludzkich [79]. 
Wprowadzenie genu kodującego AOX do komórek ludz-
kich może być ratunkiem dla chorych, u których stwier-
dzono zaburzenia funkcjonowania kompleksu III lub IV. 
Pierwsze, długoletnie niepowodzenia w badaniach spo-
wodowane były prawdopodobnie tym, że do komórek 
ludzkich próbowano wprowadzić roślinny gen AOX, co 
powodowało letalność tych komórek [113]. W kolejnych 
eksperymentach wykorzystano gen pochodzący z przej-
rzystki (Ciona intestinalis) należącej do gromady żachw. 
Już w pierwszych opublikowanych wynikach badań po-
kazano, że ekspresja genu kodującego AOX może sku-
tecznie zachodzić w komórkach ludzkich hodowanych 
w warunkach in vitro [113]. Wykazano, że oddychanie 
komórek, w których zachodzi ekspresja genu AOX jest 
w dużym stopniu niewrażliwe na cyjanek, co świadczy 
o tym, że białko AOX jest skutecznie kierowane do mito-
chondrium i bierze udział w funkcjonowaniu ludzkiego 

mtETC. Aktywność AOX w komórkach człowieka podle-
gała również regulacji przez pirogronian [113].

Wiadomo jednak, że badania z wykorzystaniem kultur 
in vitro nie zawsze mają proste przełożenie na funkcjono-
wanie całego organizmu. Kolejnym etapem badań było 
więc stworzenie muszki owocowej (Drosophila melanoga-
ster), do której wprowadzono gen C. intestinalis. Wykaza-
no, że Drosophila posiadające AOX rozwijają się prawidło 
chociaż trochę wolniej niż zwierzęta kontrolne i są odpor-
ne na cyjanek [114]. Wykorzystując Drosophila z częściową 
dysfunkcją kompleksu IV mtETC wykazano, że wprowa-
dzenie genu AOX może komplementować taki defekt [114]. 
Ponadto ekspresja AOX obniża poziom mtROS u mutanta 
dj-1β muszki owocowej będącego modelowym organi-
zmem w badaniach przyczyn choroby Parkinsona [114]. 
W kolejnych badaniach wykazano, że komórki ludzkie z 
ekspresją genu AOX są mniej wrażliwe na stres oksyda-
cyjny [115] ale komplementacja dysfunkcji kompleksu IV 
spowodowanej brakiem jednej z jego podjednostek może 
spowodować np. ograniczenia funkcji lokomotorycznych 
Drosophila [116]. W 2013 roku opublikowano badania obra-
zujące wpływ ekspresji AOX na metabolizm transgenicznej 
myszy [117]. Wykazano, m. in. że po wprowadzeniu genu 
AOX do zarodków myszy, u dorosłych osobników białko 
to jest eksprymowane na różnym poziomie w różnych or-
ganach (najwięcej białka AOX jest w trzustce i mózgu a 
najmniej w wątrobie) oraz, że ekspresja AOX utrzymuje 
się w kolejnych pokoleniach gryzoni [117]. Podobnie jak 
Drosophila myszy z ekspresja AOX rozwijają się wolniej niż 
zwierzęta kontrolne i wykazują obecność oddychania nie-
wrażliwego na cyjanek. Badania dotyczące zastosowania 
AOX w terapii ludzi są nadal prowadzone. Odpowiedzi 
wymaga jeszcze wiele pytań, m.in. czy AOX będzie kom-
plementowała dysfunkcje mtETC u tak skomplikowanego 
organizmu jak mysz, czy można zastosować AOX w tera-
piach nie tylko wad wrodzonych, ale również nabytych 
(np. w wyniku długotrwałego leczenia) oraz jak wprowa-
dzić gen AOX do dorosłego osobnika [118]. Ciekawostką 
w badaniach wykorzystania AOX w terapii ludzi jest fakt, 
że jednej z grup badawczych udało się jednak wprowadzić 
gen roślinnej AOX do komórek ludzkich [119].

Tabela 1. Przykładowe prace pokazujące wpływ zmiany ekspresji genu kodującego AOX (na skutek manipulacji genetycznych) na odporność roślin czynniki stresowe.

Gatunek Modyfikacja AOX Obserwacje Piśmiennictwo

A. thaliana obniżona ekspresja lub 
nadekspresja AOX1a

odporność roślin na warunki niskiej temperatury jest 
pozytywnie skorelowana z poziomem AOX [102]

A. thaliana obniżona ekspresja AOX mutanty wykazują obniżoną odporność na stres świetlny i suszy [103]

N. tabacum nadekspresja AOX1a mutanty są bardziej wrażliwe na działanie ozonu [104]

N. tabacum obniżona ekspresja AOX1a niski poziom AOX1a u roślin powoduje ograniczenia 
aktywności fotosyntetycznej roślin podczas suszy [105]

A. thaliana obniżona ekspresja AOX1a wzrost aktywności fotooddechowej u mutantów [106]

A. thaliana obniżona ekspresja AOX1a zaburzenia procesu fotosyntezy w warunkach wysokiego natężenia światła [107]

A. thaliana obniżona ekspresja lub 
nadekspresja AOX1a

uszkodzenia spowodowane kadmem są odwrotnie 
proporcjonalne do poziomu AOX [108]
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PODSUMOWANIE

Oddychanie niewrażliwe na cyjanek, związane z aktyw-
nością oksydazy alternatywnej zajmuje naukowców od 
wielu lat. Historia badań AOX zawiera punkty przełomowe 
związane wpływem rozwoju technik badawczych a szcze-
gólnie biologii molekularnej. Niestety nadal trudnością w 
badaniach udziału AOX w oddychaniu tkanek in vivo są 
ograniczenia metodyczne. Wiadomo, że oksydaza alterna-
tywna, małe białko będące fragmentem mitochondrialne-
go łańcucha transportu elektronów odgrywa istotną rolę 
w utrzymaniu homeostazy metabolicznej komórek roślin-
nych. Jednak każda dekada badań nad AOX przynosi nowe 
idee dotyczące zrozumienia w pełni jej złożonej funkcji w 
metabolizmie. W konsekwencji pokazują się nowe perspek-
tywy wykorzystania AOX w różnych dziedzinach. Wzrost 
udziału AOX w oddychaniu powoduje zwiększenie odpor-
ności na działanie wielu czynników stresowych, dlatego też 
białko to może być celem modyfikacji genetycznych mają-
cych na celu optymalizację plonowania w rolnictwie. Bada-
nia ostatnich lat potwierdzają, że AOX może być również 
zastosowana w terapii genowej u ludzi, u których stwier-
dzono nieprawidłowe funkcjonowanie mtETC. AOX może 
być nadzieją na leczenie ludzi m.in. z choroby Parkinsona i 
Alzhaimera. A więc „never ending story”…
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ABSTRACT
Investigations of plant cyanide resistant respiration lead to the discovery in mitochondrial respiratory chain of the second terminal oxidase, 
alternative oxidase (AOX). AOX transfers electrons from reduced ubiquinone to oxygen omitting two coupling places thus lowering energetic 
efficiency of respiration. The presence of AOX was shown in all plants and also in some fungi, mollusca and protista. In termogenic plants 
the activity of AOX is connected with heat production. In other organisms AOX activity is important for maintaining metabolic homeostasis 
(carbon metabolism, cell redox state and energy demand) and ROS homeostasis. In this article structure of plant AOX protein and the regula-
tion on molecular levels was described. Possible role of AOX as stress marker was pointed and the possibility of using AOX in human gene 
therapy was discussed.
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