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Postępy biologii strukturalnej – jak zobaczyć cząsteczki życia?

ABSTRAKT

Biologia strukturalna zajmuje się poznawaniem budowy biocząsteczek, takich jak białka 
i kwasy nukleinowe. Rozszyfrowanie struktury pozwala na zrozumienie ich funkcjo-

nowania w komórce na bardzo dokładnym, molekularnym poziomie. Dzięki temu możliwe 
jest nie tylko określenie podłoża chorób, lecz również zaproponowanie strategii i narzędzi 
terapeutycznych. Tak silna motywacja do rozwoju biologii strukturalnej doprowadziła do 
stworzenia szeregu metod pozwalających określać budowę cząsteczek życia. Ciągły postęp 
umożliwia integracja biologii, chemii, fizyki i informatyki, powodując, że biologia struktu-
ralna jest niezwykle interdyscyplinarna.

W swojej 35-letniej historii, Instytut Chemii Bioorganicznej Polskiej Akade-
mii Nauk w Poznaniu stał się jednym z kluczowych polskich ośrodków prowa-
dzących badania w obszarze biologii strukturalnej. Z jednej strony prowadzone 
badania przyniosły rozpoznanie na arenie międzynarodowej, a z drugiej wymu-
siły wdrażanie i rozwój nowoczesnych metod. Niniejsza praca przeglądowa za-
wiera omówienie metod biologii strukturalnej wykorzystywanych w Instytucie.

WPROWADZENIE

Białka, DNA i RNA dyktują niemalże wszystkie procesy zachodzące w ko-
mórce, zasługując na miano cząsteczek życia lub biocząsteczek. Ich prawidłowe 
funkcjonowanie i odpowiednia regulacja są kluczowe dla każdego organizmu, a 
zaburzenia skutkujące obniżeniem lub podwyższeniem aktywności albo pozio-
mu danej biocząsteczki często są podstawą schorzeń. Wiemy również, że funkcja 
cząsteczek życia jest ściśle związana z ich strukturą. Jednak poznawanie budo-
wy biocząsteczek jest utrudnione przez ich rozmiary, wynoszące zazwyczaj od 
kilku do kilkudziesięciu nanometrów (nm). Z uwagi na ograniczenia wynikające 
z długości fali światła widzialnego, rozmiar ten uniemożliwia obserwacje z za-
stosowaniem klasycznego mikroskopu optycznego. Jak więc poznawać struk-
turę biocząsteczek biorąc pod uwagę, że samych białek, tylko u człowieka, jest 
około 25000?

Dedykowanych narzędzi dostarcza biologia strukturalna, która zajmuje się 
poznawaniem budowy białek, kwasów nukleinowych i innych cząsteczek bio-
logicznych, a także ich oddziaływań ze sobą. Instytut Chemii Bioorganicznej 
Polskiej Akademii Nauk (IChB PAN) w Poznaniu od swojego powstania był jed-
nym z wiodących ośrodków w kraju w obszarze biologii strukturalnej. Artykuł 
ten stanowi podsumowanie metodologii, które są dostępne, wykorzystywane 
lub tworzone w Instytucie, świadcząc o podtrzymywaniu tej zaszczytnej, ale i 
odpowiedzialnej roli.

KRYSTALOGRAFIA

Dekadę temu, w 2014 roku, obchodzony był Międzynarodowy Rok Krysta-
lografii. Była to setna rocznica upamiętniająca przyznanie Nagrody Nobla Ma-
xowi von Laue, fizykowi, który odkrył dyfrakcję promieni rentgenowskich na 
kryształach siarczanu (VI) miedzi (II). Rok 1914 uznaje się za początek nowocze-
snej krystalografii rentgenowskiej, jednak jej podwaliny były kształtowane już 
od XVII wieku. W roku 1611 ukazało się dzieło Johannesa Keplera pt. „Strena seu 
de Nive Sexangula” (ang. On the Snowflake, or the Six-Angled Crystal) [1], w którym 
sformułował hipotezę dotyczącą sześciokątnej symetrii płatków śniegu, wynika-
jącej z regularnego upakowania cząsteczek wody (Ryc. 1A).

Początki biokrystalografii, która skupia się na badaniach makromolekuł tj. 
białek i kwasów nukleinowych, datuje się na rok 1840, kiedy to Friedrich Hüne-
feld otrzymał kryształy hemoglobiny z dżdżownicy, świni oraz człowieka [2]. 
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W 1958 roku, John Kendrew opublikował pierwszą krysta-
lograficzną strukturę trójwymiarową mioglobiny wyizolo-
wanej z kaszalota [3]. Za te trwające ponad 20 lat badania, 
J. Kendrew wraz ze swoim współpracownikiem Maxem Pe-
rutzem, otrzymali w 1962 roku Nagrodę Nobla w dziedzi-
nie chemii. W tym samym roku Nagrodę Nobla otrzymali 
również James Watson, Francis Crick i Maurice Wilkins za 
wyznaczenie helikalnej struktury A-DNA, również w opar-
ciu o krystalografię [4]. O sile biologii strukturalnej, której 
fundamentem jest krystalografia, stanowi fakt, że około 
trzydziestu Nagród Nobla zostało przyznanych za osiągnię-
cia w tym obszarze [5].

Celem biokrystalografii jest określenie trójwymiarowej 
struktury makrocząsteczki, tj. pozycji jej atomów w krysz-
tale (Ryc. 1B). Badać w ten sposób można białka rozpusz-

czalne, błonowe oraz kwasy nukleinowe. Kryształ jest to 
materiał składający się z wysoce uorganizowanych, powta-
rzających się we wszystkich kierunkach atomów, jonów lub 
cząsteczek, tworzących sieci krystaliczne. Najmniejszymi 
powtarzalnymi częściami kryształu są komórki elementar-
ne, które tworzą siedem rodzajów układów krystalograficz-
nych, jednak najłatwiej wyobrazić je sobie jako bryły, takie 
jak np. sześciany lub prostopadłościany (Ryc. 1B). Wysoki 
stopień organizacji atomów w krysztale umożliwia stoso-
wanie operacji symetrii (np. rotacje i translacje) do uprosz-
czenia opisu ułożenia atomów w krysztale. Innymi słowy, 
jeśli elementy struktury poddamy właściwym dla danego 
kryształu operacjom symetrii, to otrzymamy niezmieniony 
układ elementów, który jest identyczny ze stanem począt-
kowym. Połączenia układów krystalograficznych i operacji 
symetrii składają się na tzw. grupy przestrzenne [6].

Rycina 1. (A) Diagram J. Keplera ilustrujący najbardziej wydajne sposoby upakowania cząsteczek w strukturze trójwymiarowej. Źródło: www.seh.ox.ac.uk/blog/jo-
hannes-kepler-on-snowflakes (B) Relacja pomiędzy siecią krystaliczną a komórką elementarną. Źródło (mod.): collegesidekick.com/study-guides/cheminter/unit-cells 
(C) Kryształy roślinnego enzymu ze szlaku biosyntezy histydyny, dehydratazy fosforanu imidazologlicerolu (IGPD/HISN5), oraz dyfraktogram jednego z nich. Zwróć 
uwagę na koncentryczny wzór tworzony z refleksów. (D) Porównanie mapy gęstości elektronowej, w różnych rozdzielczościach, wokół reszty histydyny enzymu IGPD.
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Naświetlanie kryształu wiązką promieni rentgenowskich 
prowadzi do ich dyfrakcji na warstwach atomów kryształu, 
konkretnie na elektronach. Odbite promienie rejestrowane 
są na detektorze w postaci refleksów, czego wynikiem jest 
obraz dyfrakcyjny (Ryc. 1C). Na podstawie ułożenia i inten-
sywności refleksów można obliczyć parametry wielkości 
komórki elementarnej oraz grupę przestrzenną. Następ-
nie stosując zaawansowane narzędzia matematyczne, m. 
in. odwróconą transformatę Fouriera, otrzymuje się mapę 
gęstości elektronowej, do której można dopasować model 
białka lub kwasu nukleinowego na podstawie ich sekwen-
cji. Wszystkie niezbędne obliczenia wykonuje się za pomo-
cą dostępnych programów, wyspecjalizowanych w każdym 
etapie procesowania danych. Jakość tych danych jest wprost 
proporcjonalna do jakości otrzymanych kryształów, dlatego 
pomiar dyfrakcyjny traktuje się jako ostatni etap ekspery-
mentalny w drodze do rozwiązania struktury [7].

Parametrem mającym duże znaczenie dla jakości struktu-
ry krystalograficznej, szczególnie mapy gęstości elektrono-
wej, jest rozdzielczość. W skrócie, rozdzielczość definiuje się 
jako najmniejszą odległość z jaką można odróżnić od siebie 
dwa punkty. Fale rentgenowskie są falą elektromagnetycz-
ną o długości ok. 0,5 Å–2,5 Å (Å, Angstrem; 1 Å = 0,1 nm), 
co pozwala rozróżniać atomy. Dla porównania, fala światła 
widzialnego, wykorzystywana w mikroskopach optycz-
nych, ma długość 400–700 nm (4000–7000 Å), co nie pozwa-
la na obserwacje pojedynczych cząsteczek, z uwagi na mak-
symalną rozdzielczość około 200 nm, czyli połowę długo-
ści fali. Im wyższa rozdzielczość (tzn. mniejsza jej wartość 
liczbowa) tym więcej informacji na temat danego obiektu 
możemy uzyskać. Przy rozdzielczości 4–6 Å (wyżej opisa-
na pierwsza struktura mioglobiny) możemy zaobserwować 
co najwyżej przebieg elementów struktury drugorzędowej 
białek, np. α-helis, natomiast przy rozdzielczości 1,5 Å uwi-
doczni się ułożenie łańcuchów bocznych reszt aminokwaso-
wych lub położenie ligandów w makrocząsteczce (Ryc. 1D). 
Znajomość pozycji atomów i ich wzajemnych oddziaływań 
umożliwia zrozumienie molekularnej funkcji białek (recep-
torów, enzymów, czynników transkrypcyjnych, komplek-
sów białkowych itd.) oraz kwasów nukleinowych.

Krystalografia posiada również pewną słabość. Odna-
lezienie warunków w których wykrystalizuje np. białko 
nie jest łatwym zadaniem. Dostępne są komercyjne zesta-
wy odczynników, zawierające roztwory o zróżnicowanym 
składzie chemicznym, które mają promować krystalizację 
białka. Na krystalizację wpływ ma wiele czynników fizy-
kochemicznych, takich jak temperatura otoczenia, skład 
buforów, sekwencja i rozpuszczalność białka, stężenie biał-
ka czy stężenie soli i innych związków towarzyszących. 
Czasami odnalezienie właściwych warunków może trwać 
latami, ale otrzymanie kryształów i rozwiązanie struk-
tury rekompensuje ten wysiłek. Otrzymane w ten sposób 
kryształy zazwyczaj nie przekraczają 0,5 mm długości. Aby 
przygotować je do eksperymentu dyfrakcyjnego należy je 
wyłowić, pracując pod mikroskopem stereoskopowym. 
Ponieważ eksperyment dyfrakcyjny prowadzi się zazwy-
czaj w warunkach kriogenicznych, do kryształu należy za-
stosować krioprotektant i zamrozić go w ciekłym azocie. 
Krioprotekcja zapobiega powstawaniu lodu krystalicznego, 

który może niszczyć strukturę kryształu i zaburzać pomiar 
dyfrakcyjny. Jest to kluczowe dla zachowania właściwości 
bardzo wrażliwych kryształów biocząsteczek, które szybko 
ulegają zniszczeniom radiacyjnym w wyniku stosowania 
wysokoenergetycznych wiązek promieni rentgenowskich. 
Z drugiej jednak strony, powstanie bardzo intensywnych 
źródeł promieniowania rentgenowskiego (synchrotronów) 
pod koniec XX wieku, znacznie ułatwiło badania krystalo-
graficzne.

KRIOGENICZNA MIKROSKOPIA ELEKTRONOWA

Kriomikroskopia elektronowa (ang. cryogenic electron 
microscopy, cryoEM) to metoda obrazowania opierająca się 
o rozpraszanie wiązki elektronów przez atomy makroczą-
steczek, zamrożonych, a konkretnie zwitryfikowanych, w 
lodzie amorficznym, tzn. pozbawionym struktury krysta-
licznej. Witryfikacja to proces bardzo szybkiego chłodzenia 
cieczy w niskich temperaturach. Ciałem amorficznym zna-
nym z życia codziennego jest, np. szkło. Próbkę białka (lub 
kompleksów białek z kwasami nukleinowymi) umieszcza 
się na mikrosiateczkach (ang. grid). Roztwór osadza się w 
oczkach siateczek dzięki napięciu powierzchniowemu, two-
rząc warstwę o grubości maksymalnie kilkunastu nm [8]. 
Tak cienka warstwa łatwiej ulega witryfikacji. Z uwagi na 
mały kontrast cząsteczek biologicznych, cryoEM zazwyczaj 
jest skuteczne w badaniu dużych białek lub kompleksów.

W przypadku mikroskopu optycznego wykorzystujące-
go światło widzialne, granica rozdzielczości wynosi około 
200 nm. Chociaż jest to wystarczające do obrazowania ko-
mórek, jest niewystarczające dla biocząsteczek. Dlatego też 
konieczne jest wykorzystanie innego rodzaju wiązki. Fizy-
ka uczy nas, że elektron ma podwójne właściwości cząstki i 
fali. W mikroskopie elektronowym (ang. electron microscope, 
EM), długość fali (np. 2 pm) regulowana jest poprzez zmia-
nę energii. Podobnie jak mikroskop optyczny, EM również 
wykorzystuje system soczewek do ogniskowania i kierowa-
nia wiązki elektronów. Szczególną cechą tych soczewek jest 
jednak to, że są one elektromagnesami, ponieważ tor ruchu 
naładowanych elektronów można zmieniać w polu magne-
tycznym.

Mikroskop elektronowy pozwala rejestrować na detek-
torze elektrony przechodzące przez próbkę. Podobnie jak 
w przypadku konwencjonalnego mikroskopu, wynikiem 
jest dwuwymiarowa projekcja. Ponieważ pojedyncza pro-
jekcja zawiera bardzo mało informacji na temat struktury 
białka, opracowano metodę zwaną analizą pojedynczych 
cząstek (ang. single-particle analysis, SPA). Przy założeniu, 
że wszystkie cząsteczki białka są strukturalnie identyczne, 
różnica w kształcie projekcji różnych cząsteczek wynika 
z ich orientacji w lodzie. W trakcie procesowania danych, 
specjalistyczne algorytmy pozwalają klasyfikować podobne 
projekcje oraz odtworzyć z nich trójwymiarową mapę, by 
ostatecznie rozwiązać strukturę biocząsteczki. Warto pod-
kreślić, że cryoEM nie tylko otwiera szansę na badanie sta-
tycznej struktury, ale pozwala także odtworzyć dynamikę 
cząsteczki.

Ostatnio zaobserwowano bardzo szybki rozwój cryoEM 
w trzech aspektach: rozwoju detektorów, algorytmów obli-
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czeniowych, a także zastosowania sztucznej inteligencji w 
przetwarzaniu danych. Doprowadziło to do zwiększenia 
liczby struktur w bazie Protein Data Bank (PDB) rozwiąza-
nych techniką cryoEM, która przeżywa obecnie etap rozwo-
ju podobny do tego, na jakim krystalografia była w latach 
1995–2010. Przykładowo, w roku 2010 w bazie PDB zde-
ponowano 57 struktur otrzymanych metodą cryoEM, a w 
2023 r. było to prawie 4600 struktur [9].

Dzisiaj cryoEM jest metodą komplementarną do krysta-
lografii, która ma od dawna ugruntowaną w nauce pozy-
cję. Obecny rekord rozdzielczości wynosi 1,22 Å dla mysiej 
apoferrytyny, o masie całego 24-meru równej 480 kDa [10]. 
CryoEM okazuje się doskonałe do badania dużych kom-
pleksów białkowych (>1 MDa), zarówno błonowych, jak i 
cytoplazmatycznych, których krystalizacja jest często nie-
możliwa. Za rozwój cryoEM Jacques Dubochet, Joachim 
Frank i Richard Henderson zostali uhonorowani nagrodą 
Nobla w dziedzinie chemii w 2017 roku.

BADANIE STRUKTURY BIAŁEK BŁONOWYCH

Białka błonowe obejmują wszystkie białka osadzone w 
dwuwarstwie lipidowej komórki (w tym w błonach orga-
nelli) lub z nią związane [11]. Nie jest przesadą stwierdze-
nie, że białka błonowe są strażnikami komórek. Odgrywają 
one kluczową rolę w sygnalizacji np. receptory sprzężone z 
białkiem G (ang. G protein-coupled receptor, GPCR), adhezji 
komórek (kadheryny), rozpoznawaniu (białka kompleksu 
zgodności tkankowej), transporcie (kanały jonowe, pompy 
jonowe, transportery hormonów, itp.), często posiadając 
również aktywność enzymatyczną. Warto zauważyć, że 
białka błonowe stanowią cel molekularny wielu zatwier-
dzonych terapii. Na przykład, zmiany w strukturze recep-
tora endoteliny typu A (ETAR) stoją za wysokim ciśnieniem 
krwi. Rozumiejąc strukturę i funkcję ETAR, zaprojektowa-
no i zsyntetyzowano bosentan, który jest antagonistą tego 
receptora, zatwierdzonym jako lek.

Charakterystyczna struktura białek błonowych pozwa-
la im oddziaływać z hydrofobowym wnętrzem błony. Ze 
względu na hydrofobową stronę zewnętrzną, struktura 
białka błonowego może zostać łatwo zakłócona po „wyję-
ciu” go z natywnej błony. Dlatego też poznawanie struktur 
białek błonowych jest trudniejsze. Duży rozmiar (powyżej 
100 kDa) oraz elastyczność znacznie zmniejszają szansę na 
krystalizację. Konieczność naśladowania środowiska lipi-
dowego, niezbędna do utrzymania prawidłowej struktu-
ry jest również sporym wyzwaniem. Duży postęp w zro-
zumieniu białek błonowych umożliwiło cryoEM. Rozwój 
technologii dedykowanej białkom błonowym szczególnie 
związany jest imitacją środowiska naśladującego naturalne 
lipidy, tj. wprowadzaniem detergentów [12], nanodysków 
[13], liposomów, itp. Wszystko to prowadzi do wykładni-
czego rozwoju liczby struktur białek błonowych. W szcze-
gólności postęp w cryoEM utorował drogę do zrozumienia 
GPCR [14], otwierając możliwości projektowania nowych 
agonistów GPCR [15].

Wciąż jednak struktura bardzo wielu kluczowych bia-
łek błonowych i kompleksów wielobiałkowych nie została 
poznana. Do poznawania architektury największych kom-

pleksów, pomocna okazuje się tak zwana kriotomografia 
elektronowa (cryoET). Technika ta daje szansę przyjrzenia 
się komórce, mogąc dostarczyć informacji o interakcjach 
biocząsteczek w jej wnętrzu. Ponieważ rozdzielczość cry-
oET jest obecnie ograniczona, aby zbadać oddziaływania 
białek błonowych stosuje się szereg innych technik, takich 
jak transfer energii rezonansu Forstera [16] czy spektrosko-
pię sił atomowych [17].

SPEKTROSKOPIA NMR

Spektroskopia NMR, obok omawianej wcześniej krysta-
lografii rentgenowskiej, stanowi jedną z najważniejszych 
metod, pozwalających na wyznaczanie struktur trójwy-
miarowych makrobiomolekuł. Zgodnie z bazą danych 
PDB, znanych jest obecnie 216 tysięcy struktur białek oraz 
kwasów nukleinowych wyznaczonych przy użyciu jednej 
z trzech metod: krystalografii rentgenowskiej (84,5%), cry-
oEM (8,8%) oraz spektroskopii NMR (6,6%) (https://www.
rcsb.org/stats/summary). Większość struktur białkowych 
została rozwiązana metodą krystalograficzną, co wynika z 
charakteru badanych struktur, które są przeważnie dużymi 
układami biomolekularnymi o dobrze zdefiniowanej struk-
turze. Jednakże część biopolimerów, w których występują 
dynamiczne zmiany konformacyjne i są problematyczne 
w krystalizacji, może być analizowana wyłącznie metoda-
mi bazującymi na pomiarach w roztworze. Spośród ww. 
metod, klasyczną metodą opisującą zachowanie biomole-
kuł w roztworze jest spektroskopia NMR, umożliwiając 
precyzyjne powiązanie fizjologiczne pomiędzy strukturą 
trójwymiarową badanej biocząsteczki, a pełnioną przez nią 
funkcją. Zgodnie ze statystyką bazy PDB, metoda spektro-
skopii NMR umożliwiła rozwiązanie 1479 struktur wolnych 
kwasów nukleinowych (nieskompleksowanych z białkami), 
podczas gdy metodami krystalografii rentgenowskiej roz-
wiązano 2760 takich struktur. W przypadku niekanonicz-
nych struktur biomolekuł, takich jak G-kwadrupleksy, na 
529 rozwiązanych struktur, aż 285 z nich zostało opisane 
techniką NMR w roztworze.

Spektroskopia NMR stanowi skuteczną metodę wyzna-
czania struktury biomolekuł z rozdzielczością atomową, co 
w tym przypadku rozumiemy jako możliwość selektywnej 
obserwacji lokalnego otoczenia poszczególnych atomów. Co 
więcej, przedstawione wyżej statystyki nie odzwierciedlają 
całego wkładu spektroskopii NMR w biologię struktural-
ną, gdyż wiele badań NMR nie kończy się zdeponowaniem 
struktury wysokorozdzielczej w PDB. Wykonywanie badań 
w roztworze zapewnia niezaburzoną dynamikę molekular-
ną oraz swobodne oddziaływania międzycząsteczkowe, co 
sprawia, że spektroskopia NMR jest niezastąpioną metodą 
badania tych zjawisk. Różnorodność technik pomiarowych 
NMR nie tylko zapewnia szerokie spektrum informacji na 
temat dynamiki konformacyjnej, ale także pozwala na re-
jestracje interakcji zachodzących w badanym układzie, w 
przedziale czasowym od pikosekund do nawet dni.

Spektroskopia NMR oparta jest na podstawowych wła-
ściwościach mechaniki kwantowej spinów jądrowych. Wy-
korzystuje ona naturalne właściwości magnetyczne jąder 
atomowych 1H, 13C, 15N, 31P, w celu uzyskania informacji o 
otoczeniu chemicznym danego atomu. Niestety, najbardziej 
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rozpowszechnione w przyrodzie izotopy węgla, azotu i tle-
nu (12C, 14N, 16O) nie posiadają odpowiednich właściwości 
magnetycznych, co utrudnia obserwację tych atomów bez 
specjalnego znakowania badanej cząsteczki. W badaniach 
nieznakowanych biomolekuł trzeba się więc skupić na ob-
serwacji izotopów wodoru 1H oraz izotopu 31P.

Zróżnicowane lokalne środowiska chemiczne, otaczające 
poszczególne jądra powodują, że sygnały mogą występo-
wać na różnych częstotliwościach rezonansowych. Oznacza 
to, że jądra o różnym środowisku chemicznym, pojawią 
się w odmiennych obszarach widma NMR, umożliwiając 
przypisanie sygnałów do poszczególnych atomów. Anali-
zowanie strukturalne złożonych układów staje się możliwe 
poprzez zidentyfikowanie atomów wodoru, które są prze-
strzennie bliskie, ale odległe w sekwencji badanej biomole-
kuły. Takie obserwacje interakcji między atomami wodoru 
znajdującymi się stosunkowo blisko siebie (do około 5–6 Å), 
umożliwia jądrowy efekt Overhausera – znany powszech-
nie jako NOE (ang. nuclear Overhauser effect).

Pomimo szerokiego wachlarza możliwości, które oferuje 
spektroskopia NMR, posiada ona również ograniczenia. W 
przypadku kwasów nukleinowych o rozmiarach >10 kDa, 
interpretacja widm staje się problematyczna, ponieważ 
wraz ze wzrostem ich masy cząsteczkowej, obserwuje się 
nakładanie sygnałów rezonansowych. Jest to spowodowa-
ne stłoczeniem widmowym atomów w obrębie biomolekuły 
oraz z małej heterogenności jednostek nukleotydowych, w 
porównaniu ze zróżnicowaniem reszt aminokwasowych w 
białkach. Metodą pozwalającą na kompensację tego ogra-
niczenia, wynikającego z budowy cząsteczki oraz braku 
możliwości obserwacji niektórych izotopów wchodzących 

w skład biomolekuł, jest zastosowanie znakowania izoto-
powego. Pozwala to na badanie większych cząsteczek, po-
przez całkowite, częściowe i/lub selektywne znakowanie 
izotopami 13C, 15N oraz 2H [18]. Największa struktura roz-
wiązana za pomocą spektroskopii NMR należy do enzymu 
z grupy rybonukleoprotein typu box C/D, który metyluje 
rybosomalny RNA na atomach 2’-O reszt rybozy. Struktura 
ta ma rozmiar ok. 390 kDa [19]. Do największych układów 
RNA, których struktury zostały rozwiązane metodą spek-
troskopii NMR należy cząsteczka pochodząca od wirusa 
HIV-1 (155 reszt), kluczowa w jego procesie replikacji (ang. 
HIV-1 RNA packaging signal) [20]. Bez znakowania, możli-
wości te ograniczają się do rozwiązania struktur składają-
cych się z ok. 20–30 reszt RNA [18].

Znane są dwie główne strategie wzbogacania izotopowe-
go RNA – chemiczna, na podłożu stałym metodą fosfory-
noamidową oraz transkrypcja in vitro, na matrycach DNA z 
udziałem polimerazy T7, z wykorzystaniem uzyskanych w 
procesie enzymatycznej fosforylacji rybonukleozydo-5’ tri-
fosforanów (rNTP) z komórek bakterii Escherichia coli hodo-
wanych na pożywce z obecnymi izotopami 13C i 15N. Ogra-
niczeniem tej metody jest brak możliwości otrzymywania 
krótkich nici oligorybonukleotydowych. Metoda ta jest 
znacznie tańsza niż synteza chemiczna. Otrzymanie okre-
ślonej sekwencji nukleotydowej znakowanej izotopowo 
cząsteczki DNA jest trudniejsze. Selektywne znakowanie 
izotopowe, umożliwiło badanie kompleksów białkowych o 
rozmiarach sięgających 1 MDa [21].

Ogromną zaletą spektroskopii NMR, jest możliwość uzy-
skiwania informacji strukturalnych o badanej biomolekule 
w sposób ciągły: od pierwszych eksperymentów pozwa-

Rycina 2. Fragmenty widm protonowych NMR struktur G-kwadruplesów DNA. Lewa strona – region iminowy, prawa – region aromatyczny. Niebieskie i czerwone 
gwiazdki oznaczają atomy pochodzące od różnych struktur. Przedstawione cztery widma pokazują, jak zmieniają się sygnały w zależności od warunków pH (od góry – 
5.8, 5.8, 7.2, 7.2), a także szybkości topnienia (ang. annealing) (od góry – szybko, szybko, wolno, wolno).
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lających ocenić jednorodność strukturalną badanej próbki, 
poprzez wyznaczenie struktury drugorzędowej po wstęp-
nej analizie widm, aż po rozwiązanie struktury wysokoroz-
dzielczej po całkowitym przypisaniu sygnałów w widmie. 
W wielu wypadkach już niskorozdzielcze informacje uzy-
skane po wstępnej analizie widm wystarczają do udzielenia 
odpowiedzi na postawione pytania badawcze.

Już po wykonaniu pierwszego widma NMR, często od 
razu można wysnuć przypuszczenia odnośnie struktury 
drugorzędowej, nie skupiając się na całości widma, lecz ba-
zując na przesunięciach chemicznych odpowiednich grup 
atomów. Dla przykładu, w widmie 1H NMR zarejestrowa-
nym dla kwasów nukleinowych, sygnały iminowe wystę-
pujące przy 10–15 ppm pozwalają na oszacowanie ilości 
par zasad w cząsteczce (każda para AT, UT, GC ma jeden 
proton iminowy), przy czym pary Watsona-Cricka pojawia-
ją się w regionie 12–15 ppm, natomiast pary niekanoniczne 
przy 10–12 ppm (Ryc. 2). Ten zakres przesunięć jest charak-
terystyczny także dla tworzenia się G-kwadrupleksów. Pa-
trząc na fragment widma 1H NMR w regionie iminowym, 
często możemy także stwierdzić liczbę form strukturalnych, 
bazując na liczności sygnałów, to znaczy czy w roztworze 
znajduje się jeden konkretny konformer, czy więcej [22,23]. 
Niestety nie zawsze jest to możliwe, wynika to z kinetyki 
tworzenia związków (przy szybkiej kinetyce otrzymamy 
sygnały formy uśrednionej) lub ze zjawiska nakładania się 
sygnałów.

Ustalenie struktury trzeciorzędowej wymaga przede 
wszystkim przypisania jak największej liczby sygnałów w 
widmie dwuwymiarowym NOE badanej cząsteczki. W na-
stępnym etapie otrzymujemy dane strukturalne w formie 
więzów konformacyjnych [24]. Następnie na podstawie 
przypisanych sygnałów w widmie NOESY konkretnym 
atomom w cząsteczce, porównuje się ich intensywności i 
w ten sposób przewiduje odległości pomiędzy atomami w 
strukturze.

Aby przejść od rozwiązanego widma do ustalenia struk-
tury trzeciorzędowej, wykorzystywane są różne algorytmy, 
które próbują dopasować niezdefiniowaną konformacyj-
nie cząsteczkę do danych NOE. Dzieje się to przez prze-
szukanie przestrzeni konformacyjnej, czyli przetestowanie 
wszystkich możliwych konformacji, by powstający model 
jak najbardziej spełniał dane eksperymentalne, czyli od-
ległości międzyatomowe. W tym celu wykonuje się wiele 
powtórzeń tej samej symulacji przy użyciu tych samych 
danych wejściowych, ale różnych, losowo wybranych wa-
runków początkowych i porównuje się otrzymaną grupę 
konformerów, by mieć pewność, że zawsze otrzymujemy tą 
samą strukturę [25,26].

Najczęściej stosowanymi metodami badań struktural-
nych biomolekuł są algorytmy restryktywnej dynamiki 
molekularnej (ang. restrained Molecular Dynamics, rMD), me-
toda symulowanego wyżarzania (ang. simulated annealing, 
SA) oraz geometrii odległościowej (ang. distance geometry, 
DG) [27]. Po zakończeniu modelowania molekularnego 
otrzymujemy dziesiątki struktur, które różnią się od siebie. 
Po ich nałożeniu i otrzymaniu, tzw. rodziny struktur, jeste-
śmy w stanie określić zdefiniowanie konformacyjne wyzna-

czonej struktury (Ryc. 3), którą następnie możemy złożyć 
do bazy PDB, deponując rodzinę ok. 10–20 struktur najlepiej 
spełniających dane NOE.

Zarówno białka, jak i kwasy nukleinowe (DNA, RNA) 
nie są sztywnymi strukturami. Okazuje się, że można za-
obserwować całą gamę procesów dynamicznych, które 
mogą być istotne dla funkcji biologicznych danej biomole-
kuły [28]. Dynamika molekularna w tego typu układach jest 
obecna na wszystkich poziomach architektury cząsteczki 
– od ruchów „lokalnych”, ograniczonych do pojedynczych 
reszt, poprzez dynamikę w obrębie poszczególnych ele-
mentów struktury drugorzędowej (na przykład przejściowe 
„otwierania” par zasad w dupleksach DNA/RNA), aż po 
zmiany przekształcające całą strukturę trzeciorzędową, jak 
dynamika pomiędzy poszczególnymi helisami tworzącymi 
skomplikowane struktury RNA [24]. Jednocześnie ruchy 
te zachodzą w bardzo szerokim przedziale czasowym, od 
pikosekund (wibracje, zmiany kątów dwuściennych w czą-
steczkach cukrów), aż po godziny czy dni (przejścia struk-
turalne pomiędzy różnymi strukturami trzeciorzędowymi). 
Mimo tak wielkiej różnorodności skal czasowych ruchów 

Rycina 3. Przedstawienie rodzin struktur otrzymanych za pomocą NMR. Panel 
A prezentuje bardzo dobrze zdefiniowaną rodzinę struktur. Panel B przestawia 
rodzinę struktur wyznaczaną za pomocą mniejszej liczby więzów strukturalnych, 
co przekłada się gorsze zdefiniowanie wzajemnej orientacji elementów helikal-
nych [57].
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biomolekuł, spektroskopia NMR dostarcza nam szerokiego 
wachlarza narzędzi, które razem pozwalają na badanie ca-
łego zakresu tych procesów dynamicznych [24,28]. Także, 
na przykład w celu zbadania zakresu ruchów pomiędzy 
dwiema helisami tworzącymi element RNA TAR z wirusa 
HIV-1, zastosowano resztkowe sprzężenia dipolowe (ang. 
residual dipolar couplings, RDC), które są wrażliwe na orien-
tację wiązań między atomami w układzie odniesienia całej 
cząsteczki [29]. Innymi ważnymi narzędziami badania dy-
namiki są pomiary czasu relaksacji R1ρ oraz metoda CEST 
(ang. chemical exchange saturation transfer), pozwalające na 
obserwację krótko żyjących alternatywnych struktur bada-
nej biomolekuły o wyższych energiach (ang. excited states, 
ES) [30].

Zaprezentowane przykłady pokazują jak szerokiego 
spektrum informacji dostarcza spektroskopia NMR o struk-
turze, oddziaływaniach, dynamice oraz funkcji biomolekuł. 
Jednak złożoność układów biomolekularnych sprawia, że 
do ich właściwego opisu potrzeba często więcej danych niż 
może dostarczyć jakakolwiek pojedyncza technika badaw-
cza. Spektroskopia NMR jest narzędziem silne komplemen-
tarnym do krystalografii rentgenowskiej i wspólne wyko-
rzystanie obu metod pozwala na uzyskanie szerszego spek-
trum informacji na temat analizowanych biocząsteczek. Na 
przykład porównanie struktury przestrzennej biomolekuły 
w ciele stałym (w krysztale), z nawet podstawowymi pa-
rametrami NMR zmierzonymi w roztworze, pozwala na 
szybką ocenę czy obecne są różnice strukturalne pomiędzy 
tymi warunkami. W przypadku labilnych kompleksów bia-
łek z kwasami nukleinowymi, krystalografia rentgenowska 
pozwala zapewnić szczegółowy, statyczny obraz struktury 
molekularnej poszczególnych komponentów, podczas gdy 
badania NMR są szczególnie przydatne do zrozumienia 
często dynamicznych oddziaływań pomiędzy nimi [31].

METODY OBLICZENIOWE I BIOINFORMATYKA 
W BIOLOGII STRUKTURALNEJ

Metody obliczeniowe bioinformatyki są nieodłącznym 
narzędziem badań biologii strukturalnej. Pozwalają one 
gromadzić, systematyzować i przetwarzać wiedzę o struk-
turach molekularnych, a także tworzyć modele cząsteczek 
i procesów będących ich udziałem, co umożliwia symulo-
wanie in silico wielu eksperymentów laboratoryjnych. Wa-
runkiem początkowym badań podstawowych w biologii 
strukturalnej jest dostęp do danych o budowie cząsteczek. 
Te gromadzone są w bazach pierwotnych (dane ekspery-
mentalne) i wtórnych (dane adnotowane, wzbogacone o 
dodatkowe parametry, wizualizacje, statystyki, itd.). Bazy 
wtórne powstają jako produkt analizy danych pierwotnych, 
która często opiera się na specjalizowanych narzędziach ob-
liczeniowych. Wśród tych ostatnich wymienić można, np. 
programy stworzone w IChB PAN – RNApdbee (do analizy 
struktury przestrzennej, oznaczania struktury drugorzędo-
wej, klasyfikacji pseudowęzłów) [32], WebTetrado (do wy-
krywania kwadrupleksów i wyznaczania ich parametrów 
strukturalnych) [33] czy DrawTetrado (do wizualizacji kwa-
drupleksów) [34]. Przyczyniły się one do opracowania m. 
in. RNA FRABASE [35] – bazy eksperymentalnych struk-
tur RNA, wraz z zaawansowaną wyszukiwarką motywów, 
ONQUADRO – bazy struktur tetrad i kwadrupleksów [36] 

oraz RNAsolo – bazy oczyszczonych struktur 3D RNA po-
grupowanych według podobieństwa [37]. Ostatnią z nich 
zaprojektowano, m.in. do analizy komparatywnej algoryt-
mów przewidujących strukturę drugo- i trzeciorzędową 
RNA oraz trenowania metod predykcyjnych, bazujących 
na uczeniu maszynowym. Komputerowe przewidywanie 
struktury 2D i 3D, do jakiej zwijają się cząsteczki o okre-
ślonej sekwencji jest coraz powszechniej stosowanym po-
dejściem uzyskiwania ogólnej wiedzy o budowie kwasów 
nukleinowych i białek, a także wstępnym etapem projekto-
wania cząsteczek o określonej funkcjonalności. Stosuje się 
w nim najczęściej algorytmy symulujące proces zwijania 
(modelowanie de novo), metody bazujące na modyfikacji 
struktur homologicznych (modelowanie komparatywne), 
składanie z fragmentów oraz – ostatnio – modele uczenia 
maszynowego. Jednym z najpopularniejszych predyktorów 
struktury 3D RNA jest system RNAComposer, autorstwa bio-
informatyków z IChB PAN, który składa modele z fragmen-
tów wyciętych ze struktur eksperymentalnych. Dokładność 
i jakość przewidywania ocenia się korzystając z miar odle-
głości (np. RMSD, MCQ, GDT-TS), podobieństwa (np. INF, 
TM-score, LCS) i jakości (ang. clash score). Na części z nich 
bazują również metody służące do wyszukiwania wspól-
nych podstruktur czy klastrowania cząsteczek w zbiorze. 
Do najnowszych wyzwań bioinformatyki strukturalnej 
należy analiza topologii komputerowych modeli 3D RNA. 
Algorytmy predykcyjne, zwłaszcza te oparte o uczenie ma-
szynowe, generują bowiem struktury zawierające splątane 
motywy (wykrywa je program RNAspider) [38] lub węzły 
topologiczne, niespotykane dotychczas w naturalnych czą-
steczkach RNA. Przyszłość pokaże czy są to halucynacje czy 
predykcje, które potwierdzą się w nadchodzących latach.

Ogólnodostępna baza PDB, która gromadzi struktury bia-
łek i kwasów nukleinowych, przeżywa szybki wzrost liczby 
deponowanych struktur. Dla przedstawienia skali rozwoju, 
w roku 1995 cała baza PDB liczyła 3812 struktur, a w samym 
tylko 2023 r. zdeponowano 14480 struktur, podczas gdy całe 
PDB zawiera ich już ponad 216 tysięcy [9]. Oprócz struktur 
otrzymanych eksperymentalnie, PDB pozwala również na 
dostęp do prawie miliona modeli wygenerowanych meto-
dami obliczeniowymi. Algorytmy sztucznej inteligencji, np. 
AlphaFold, ESMFold czy RoseTTAFold, potrafią przewidywać 
struktury 3D makrocząsteczek. Należy jednak pamiętać, że 
algorytmy te stosują duże uproszczenia, a struktury otrzy-
mane eksperymentalnie zawsze będą bliższe prawdzie.

ZASTOSOWANIE BIOLOGII STRUKTURALNEJ 
W PROJEKTOWANIU LEKÓW

Biologia strukturalna stanowi potężne narzędzie wy-
korzystywane w procesie projektowania leków, a tym 
samym znacząco wpływa na rozwój medycyny i farma-
kologii. Struktury krystalograficzne stanowią pewnego 
rodzaju mapę dla naukowców, bowiem poprzez ich ana-
lizę naukowcy uzyskują wgląd w molekularne podsta-
wy chorób, co umożliwia precyzyjne zidentyfikowanie 
celów terapeutycznych. Wspominanym celem terapeu-
tycznym mogą być kwasy nukleinowe: DNA lub RNA, 
a także białka. W przypadku krystalografii białek, szczegól-
nie istotnym aspektem jest poznanie miejsca aktywnego en-
zymu i domeny funkcjonalnej docelowego białka. Szczegó-
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łowa wiedza na temat wspomnianych elementów struktury 
pozwala na zastosowanie metody projektowania leków 
w oparciu o strukturę (ang. structure-based drug discovery, 
SBDD). W rezultacie zaprojektowane leki są dobrze dopa-
sowane do celu terapeutycznego (wysoce specyficzne), co 
przyczynia się do zwiększenia ich skuteczności i ogranicze-
nia skutków ubocznych [39].

Przykładem leku, który został opracowany w oparciu o 
SBDD jest Imatinib – preparat stosowany w leczeniu prze-
wlekłej białaczki szpikowej (ang. chronic myelogenous leuke-
mia, CML) oraz ostrej białaczki limfoblastycznej (ang. acute 
lymphotic leukemia, ALL). Za jedną z molekularnych pod-
staw wyżej wymienionych typów nowotworów, uznaje się 
nieprawidłowe działanie kinazy tyrozynowej. Imatinib w 
sposób wysoce specyficzny wiąże się receptorami kinazy 
tyrozynowej, co prowadzi do zahamowania aktywności en-
zymu, a w konsekwencji zahamowania wzrostu komórek 
nowotworowych (proliferacji) i ich apoptozy (programowa-
nej śmierci komórki). Wykorzystanie biologii strukturalnej 
przyczyniło się do zwiększenia specyficzności leku oraz 
zminimalizowania ryzyka wystąpienia efektów niepożąda-
nych. Wskazuje na to zahamowanie aktywności enzymu, 
bez zakłócenia innych procesów komórkowych [40,41].

Metodą, która zyskuje na popularności, potwierdzając 
swoją skuteczność, jest tzw. krystalograficzne przesiewanie 
fragmentów (ang. crystallographic fragment screening) [42]. 
Znajduje ono zastosowanie, gdy możliwa jest krystaliza-
cja celu molekularnego (np. białka lub RNA). Otrzymane 
kryształy nasącza się wówczas małocząsteczkowymi związ-
kami (fragmentami). Następnie analiza otrzymanych map 
gęstości elektronowych pozwala zidentyfikować te związki, 
które wiążą się z celem. Jednocześnie otrzymywane są in-
formacje o miejscu i sposobie wiązania, co z kolei pozwala 
na wskazanie miejsc modyfikacji cząsteczki w celu zwięk-
szenia energii oddziaływania.

Metody oparte na biologii strukturalnej znalazły zastoso-
wanie, m.in. w rozwoju innych terapii przeciwnowotworo-
wych. Szczególnie obiecującą strategią w walce z chorobami 
nowotworowymi jest terapia celowana. Personalizowane 
strategie terapeutyczne określane są mianem „szytych na 
miarę”, opierają się bowiem na indywidualnych predyspo-
zycjach pacjenta [43]. Zastosowanie biologii strukturalnej w 
terapiach celowanych w głównej mierze opiera się na anali-
zie strukturalnej kwasów nukleinowych, np. analizie zmian 
w ramionach chromosomów [44].

Istotnym obszarem zastosowań biologii strukturalnej 
jest także badanie mechanizmów lekooporności - zjawiska 
powszechnie obserwowanego w chorobach o podłożu bak-
teryjnym [45]. Przykładowo, analizując rybosomy różnych 
gatunków bakterii naukowcy odkryli, że bakterie mody-
fikują swój rybosom poprzez metylację miejsca wiązania 
antybiotyku, uniemożliwiając tym samym związanie leku. 
Powyższe dane stały się inspiracją do opracowania anty-
biotyku o nazwie Cresomycin, który jest zoptymalizowany 
pod kątem wiązania z rybosomem [46].

Naturalnie występujące kwasy nukleinowe DNA i RNA 
zaangażowane w procesy chorobotwórcze, stały się waż-

nym celem przy projektowaniu i opracowywaniu leków 
[47]. W szczególności techniki spektroskopii NMR pozwa-
lają na efektywne monitorowanie interakcji biomolekuł z 
ligandami w roztworze. Podobnie jak w przypadku badań 
struktury biomolekuł, spektroskopia NMR pozwala na śle-
dzenie różnych aspektów oddziaływań międzycząsteczko-
wych, w zależności od postawionych celów badawczych: od 
samego potwierdzenia występowania oddziaływań kwas 
nukleinowy – ligand, poprzez ocenę ich specyficzności, 
aż po wyznaczenie struktur przestrzennych kompleksów. 
Do pierwszej kategorii należą eksperymenty przesiewowe 
(ang. screening), pozwalające na identyfikację nowych ligan-
dów oddziałujących z badaną biomolekułą, na podstawie 
zmian w sygnałach rezonansowych NMR, np. poszerzenia, 
przesunięcia [47]. Obserwacja tych zmian pozwala wyod-
rębnić z dużych bibliotek związków chemicznych te, które 
wchodzą w interakcje z biomolekułą. Dodatkowym atutem 
staje się możliwość wyznaczenia stałych wiązania nowo od-
krytych ligandów. Spektroskopowe przesiewanie ligandów 
zyskuje znaczącą przewagę nad innymi metodami, ponie-
waż nie wymaga chemicznej modyfikacji biocząsteczki, ani 
cząsteczki reporterowej [48]. Dla już zidentyfikowanych 
ligandów możliwa jest również wstępna, niskorozdzielcza 
identyfikacja miejsca wiązania, na podstawie eksperymen-
tów śledzących zmiany przesunięć chemicznych w obrębie 
makromolekuły, wywołane obecnością liganda [49]. Wresz-
cie, w przypadku tworzenia specyficznego wiązania mię-
dzy ligandem, a biomolekułą, możliwy jest pomiar odległo-
ści między atomami tworzącymi kompleks poprzez efekt 
NOE, a w konsekwencji wyznaczenie struktury trójwymia-
rowej kompleksu.

Obecnie techniki biologii strukturalnej coraz częściej 
wspomagane są metodami obliczeniowymi, co istotnie 
przyspiesza proces opracowania nowych leków. Algorytmy 
uczenia maszynowego wykorzystują dane strukturalne do 
przewidywania interakcji lek – cel, a także lek – komórka, 
umożliwiając, np. szacowanie właściwości związków przed 
wprowadzeniem do modeli zwierzęcych [50]. Należy rów-
nież podkreślić, że narzędzia dostarczane przez biologię 
strukturalną znajdują zastosowanie również przy projekto-
waniu innych cząsteczek aktywnych biologicznie, takich jak 
na przykład herbicydy [51-56].

Istnieje szerokie spektrum zastosowań strategii opartych 
na biologii strukturalnej w projektowaniu leków i innych 
związków aktywnych biologicznie. Dotyczy to zarówno 
zrozumienia mechanizmów chorób, projektowania leków o 
zwiększonej skuteczności i zmniejszonych efektach ubocz-
nych, a także rozwoju terapii celowanych.

PODSUMOWANIE

Biologia strukturalna to nauka niezwykle interdyscy-
plinarna. Jej rozkwit umożliwiony został przez postępy w 
biologii molekularnej, chemii, fizyce i informatyce. Dzięki 
temu możliwe było opracowanie szeregu metod ekspery-
mentalnych, bazujących na różnych fizycznych fenome-
nach. Przedstawione metody są w stosunku do siebie kom-
plementarne, umożliwiając badania wszystkich rodzajów 
biocząsteczek. To właśnie komplementarność krystalografii, 
cryoEM, spektroskopii NMR i metod obliczeniowych poka-
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zuje, że o prawdziwej mocy badań strukturalnych stanowi 
wdrażanie metodologii skombinowanych. Co więcej, bada-
nia strukturalne cząsteczek biologicznych z jednej strony 
posiłkują się odkryciami dokonanymi w innych obszarach, 
a z drugiej inspirują kolejne.

Zaprezentowane przykłady metod stosowanych w Insty-
tucie Chemii Bioorganicznej Polskiej Akademii Nauk po-
kazują dobitnie, że biologia strukturalna była, jest i będzie 
jednym z jego naukowych filarów. Poznawanie struktur 
biocząsteczek napędzają ekscytacja i naukowa satysfakcja, 
każdorazowo towarzyszące rozwiązaniu struktury. Dotych-
czasowe odkrycia motywują do kolejnych, otwierając nowe 
perspektywy, jednocześnie przesuwając ograniczenia me-
tod. W efekcie możliwe jest otrzymanie coraz pełniejszego 
obrazu funkcjonowania zarówno zdrowych, jak i chorych 
komórek na poziomie molekularnym. Wiele terapii zosta-
ło opracowanych dzięki wdrożeniu biologii strukturalnej, a 
ciągły rozwój pozwala z nadzieją patrzeć w przyszłość.
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ABSTRACT
Structural biology is focused on understanding the architecture of biomolecules, such as proteins and nucleic acids. Deciphering the structure 
helps to understand their function in the cell at a very precise – molecular level. This makes it possible to not only determine the basis of 
diseases but also to propose therapeutic strategies and tools. Such a strong motivation for the development of structural biology has led to 
the development of a number of methods, which enable determination of the structures of the molecules of life. The continuous progress has 
been enabled by the integration of biology, chemistry, physics, and computer science, making structural biology extremely interdisciplinary.
In its 35-year history, the Institute of Bioorganic Chemistry of the Polish Academy of Sciences in Poznan has become one of the key Polish 
institutions conducting research in the field of structural biology. On one hand, the research has brought international recognition, and on the 
other hand, it has forced the implementation and development of cutting-edge methods. This review discusses the methods used in structural 
biology at the Institute.


