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				Streszczenie

				MikroRNA (miRNA) nie kodują białek, a jednak odgrywają ogromną rolę w wielu pro-cesach biologicznych, w tym w rozwoju i regeneracji mięśni szkieletowych. miRNA regulują procesy zachodzące w trakcie rekonstrukcji mięśni, począwszy od utrzymywania komórek satelitowych w stanie spoczynkowym, przez ich aktywację, proliferację i różni-cowanie w mioblasty, aż po fuzję tych komórek prowadzącą do powstania miotub. miRNA wpływają także na przebieg chorób degeneracyjnych mięśni szkieletowych, a ich poziom jest zmieniony w stanach chorobowych. Z tego powodu uważa się, że mogą być wykorzysta-ne jako biomarkery chorób lub nawet cele terapeutyczne. Co ciekawe, aktywność fizyczna również wpływa na zmiany poziomu miRNA w tkance mięśniowej oraz krwiobiegu. Obser-wowane różnice w profilach ekspresji tych cząsteczek są zależne od rodzaju, czasu trwania oraz intensywności treningu.

				Wstęp

				Mięśnie szkieletowe charakteryzują się szczególnymi właściwościami takimi, jak zdolność do regeneracji w odpowiedzi na uszkodzenia mechaniczne (np. zmiażdżenie, intensywny wysiłek fizyczny), termiczne (np. działanie wysokiej lub niskiej temperatury) oraz chemiczne (np. działanie toksyn). W przypadku chorób wpływających na funkcjonowanie mięśni szkieletowych takich, jak dys-trofie mięśniowe, dochodzi do ciągłej degeneracji tkanki mięśniowej, co objawia się znacznym ograniczeniem mobilności chorych, a w konsekwencji może pro-wadzić do śmierci [1]. Również podczas codziennych aktywności dochodzi do mikrouszkodzeń i następującej po nich regeneracji włókien mięśniowych. Sza-cuje się, że jądra komórkowe powstających w ciągu jednego tygodnia nowych włókien mięśniowych, stanowią około 1 do 2% wszystkich jąder komórkowych obecnych w tkance mięśniowej [1].

				Podstawową rolę w regeneracji uszkodzonych włókien mięśniowych odgry-wają komórki satelitowe (ang. Satellite cells, KS), czyli komórki macierzyste mię-śni szkieletowych. Komórki te, zlokalizowane są między błoną włókna mięśnio-wego (sarkolemmą), a błoną podstawną otaczającą włókno mięśniowe. W odpo-wiedzi na uszkodzenie tkanki ulegają aktywacji, proliferują, różnicują, a następ-nie fuzjują odtwarzając tym samym zniszczone włókna mięśniowe [2,3]. Funk-cjonowanie KS i włókien mięśniowych regulowane jest przez wiele czynników zarówno wewnątrzkomórkowych, jak i zewnątrzkomórkowych. Odpowiedź KS na stan zapalny rozwijający się w uszkodzonym mięśniu jest regulowana przez szereg mechanizmów wewnątrzkomórkowych, do których należą: i) aktywacja szlaków sygnałowych, ii) działanie mięśniowych czynników regulatorowych (ang. Myogenic regulatory factors, MRFs) modyfikujących profil ekspresji genów, iii) regulacja regeneracji przez mikroRNA (miRNA) [4,5].

				Rozwój mięśni i ich homeostaza wymagają precyzyjnej modulacji ekspresji genów przez mechanizmy epigenetyczne, wśród których regulacyjne działanie miRNA odgrywa kluczową rolę [6]. W tej pracy, skupiamy się na przedstawie-niu roli miRNA podczas regeneracji mięśni szkieletowych, w tym proliferacji, różnicowaniu KS oraz mioblastów. Omówimy także zagadnienia związane z potencjalnym wykorzystaniem miRNA jako biomarkerów odzwierciedlających stan mięśni w chorobach degeneracyjnych (dystrofie) oraz po intensywnym wy-siłku fizycznym.

				Regeneracja mięśni szkieletowych

				Przebieg regeneracji mięśni szkieletowych jest podobny u różnych organi-zmów (np. myszy, szczura i człowieka) i dzieli się na dwa główne etapy: degene-racji oraz rekonstrukcji. Podczas degeneracji uszkodzone włókna mięśniowe ule-gają stopniowej nekrozie, w wyniku czego dochodzi do uwolnienia czynników 
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				chemotaktycznych do przestrzeni zewnątrzkomórkowej. Do miejsca uszkodzenia napływają komórki stanu zapal-nego. Ich zadaniem jest usunięcie uszkodzonych fragmen-tów włókien mięśniowych [7,8]. W ciągu kilku sekund po urazie aktywowany jest układ dopełniacza, który działa jak czujnik uszkodzenia. Jego aktywacja prowadzi do nacieku neutrofili i makrofagów. Te uwalniają cytokiny prozapalne takie, jak czynnik martwicy nowotworów α (ang. Tumor ne-crosis factor alpha, TNF-α), interleukinę 1 (ang. Interleukin-1, IL-1) oraz histaminę. Histamina zwiększa przepuszczalność naczyń krwionośnych, a obecność cytokin prozapalnych promuje migrację komórek odpornościowych, co powo-duje zwiększenie ich liczby w miejscu uszkodzenia. Naj-wyższy poziom neutrofili obserwuje się od 6 do 24 godzin po urazie, natomiast spadek ich liczby następuje po około 72–96 godzinach [9]. U ludzi i myszy makrofagi obserwo-wane są w miejscu uszkodzenia już 24 godziny po urazie. Makrofagi występują również w zdrowych nieuszkodzo-nych mięśniach. Zlokalizowane są w przestrzeni śródmiąż-szowej (między włóknami mięśniowymi) oraz przestrzeni okołonaczyniowej. Podobnie jak KS, makrofagi są szybko aktywowane po uszkodzeniu. Chociaż liczba nieaktyw-nych makrofagów rezydujących w zdrowych mięśniach jest stosunkowo niewielka (około jeden makrofag na pięć włó-kien mięśniowych), można ją zwiększyć poprzez forsow-ne ćwiczenia [10]. Wyróżniamy makrofagi typu M1, które mają działanie prozapalne oraz M2 o charakterze przeciw-zapalnym [11]. Wydaje się jednak, że oba rodzaje tych ko-mórek mogą występować jednocześnie, a także wykazy-wać mieszany fenotyp M1/M2 [12]. Początkowo w miejscu uszkodzenia obecne są makrofagi M1 odpowiedzialne za fagocytozę resztek włókien mięśniowych oraz wydzielanie cytokin prozapalnych: TNF-α, IL-6, IL-1β. Makrofagi M1 oczyszczają miejsce uszkodzenia z nekrotycznych włókien mięśniowych, przygotowując przestrzeń, którą będą mogły zająć różnicujące KS. KS w odpowiedzi na czynniki takie, jak TNF-α czy uwalniany z macierzy zewnątrzkomórkowej czynnik wzrostu hepatocytów (ang. Hepatocyte growth fac-tor, HGF), ulegają aktywacji i wznawiają cykl komórkowy. W mięśniach szczurów wzrost liczby KS następował już po 15 godzinach od uszkodzenia tej tkanki [13]. Z kolei u myszy szczyt proliferacji KS obserwowany był od 72 do 96 godzin po urazie [14]. U ludzi wykazano wzrost odsetka KS po 72 godzinach od treningu [15]. Proliferujące KS różnicują w mioblasty, które fuzjują tworząc miotuby. Dojrzewanie miotub prowadzi do powstania nowych włókien mięśnio-wych, odtwarzana jest architektura, unerwienie i funkcjo-nalność mięśnia szkieletowego. Część KS nie różnicuje, ale wraca do stanu spoczynkowego, co pozwala na utrzymanie rezerwuaru tych komórek niezbędnego do kolejnych rund regeneracji. Podczas wyciszania stanu zapalnego kluczową rolę odgrywają makrofagi M2. Mogą one migrować do miej-sca uszkodzenia lub powstawać na skutek zmiany fenoty-pu makrofagów M1. Zmiana fenotypu następuje wskutek wpływu mikrośrodowiska, najczęściej działania interferonu gamma (ang. Interferon-gamma, INF-γ) [16]. Makrofagi M2 wytwarzają cytokiny o działaniu przeciwzapalnym (inter-leukiny: IL-4, IL-10, IL-13), co prowadzi do zmniejszenia stanu zapalnego. IL-10 odgrywa istotną rolę w zmianie fe-notypu makrofagów z M1 na M2 w uszkodzonym mięśniu, a przejście to jest niezbędne do prawidłowego przebiegu 

			

		

		
			
				regeneracji mięśni szkieletowych. Natomiast IL-4 i IL-13 chronią mięśnie przed atrofią (zanikiem), stymulując m.in. produkcję białek mięśniowych [17]. Co ważne, cytokiny wydzielane przez makrofagi M2 także indukują różnicowa-nie KS w mioblasty, a następnie promują fuzję mioblastów i powstawanie miotub. Biorą one również udział w two-rzeniu nowych naczyń krwionośnych i indukują odkłada-nie składników macierzy zewnątrzkomórkowej takich, jak: laminina-α1 i laminina-α5 oraz kolagen IV i V, które odbu-dowują błonę podstawną otaczającą nowopowstałe włókna mięśniowe [18–20].

				Molekularne podłoże regeneracji mięśni szkieletowych

				Kolejne etapy różnicowania KS – od mioblastów, aż do dojrzałych włókien mięśniowych – podlegają ścisłej regu-lacji przez czynniki transkrypcyjne z rodziny MRF. Należą do niej białka: MYF5 (ang. Myogenic factor 5), MYOD (ang. Myoblast determination protein), miogenina (ang. Myogenin) i MRF4 (ang. Myogenic regulatory factor 4). Charakterystycz-nymi markerami KS są czynniki transkrypcyjne PAX7 (ang. Paired box protein 7) a także MYF5. PAX7 hamuje ekspresję MYF5 i MYOD, chroniąc tym samym KS przed przedwcze-snym różnicowaniem. Po aktywacji KS poziom PAX7 spa-da, dochodzi do wzrostu MYF5 i MYOD. Oba te czynniki stymulują wczesne etapy różnicowania KS w mioblasty. MYOD indukuje ekspresję genu MyoG kodującego mioge-ninę. Miogenina następnie stymuluje ekspresję Myf6 kodu-jącego MRF4. Miogenina i MRF4 regulują końcowe etapy regeneracji, czyli fuzję mioblastów, różnicowanie miotub i ich dojrzewanie we włókna mięśniowe. Ponadto miogeni-na indukuje transkrypcję genów kodujących białka aparatu kurczliwego włókien mięśniowych oraz receptora acetylo-choliny (element połączeń nerwowo-mięśniowych niezbęd-ny do prawidłowego funkcjonowania mięśni) [21]. MRF4 odpowiada za prawidłowe dojrzewanie nowopowstałych włókien mięśniowych [22].

				miRNA specyficzne dla mięśni szkieletowych

				miRNA są odpowiedzialne za potranskrypcyjną regu-lację ekspresji genów. Są to krótkie (19–30 nukleotydowe) niekodujące cząsteczki RNA. Ich udział w regulacji eks-presji genów polega na komplementarnym lub częściowo komplementarnym wiązaniu się z 3’-UTR (region nieule-gający translacji) swoich docelowych mRNA. Związanie miRNA z mRNA prowadzi do destabilizacji transkryptu, co z kolei skutkuje hamowaniem translacji i produkcji białka. Niektóre badania wykazały, że miRNA mają również zdol-ność aktywowania ekspresji genów w zależności od typu komórek, panujących warunków oraz obecności różnych kofaktorów [23]. Ta różnorodność zaangażowania miRNA w potranskrypcyjną regulację ekspresji genów umożliwia komórkom szybką odpowiedź na zmieniające się warunki oraz zapobiega niepotrzebnym stratom energii [23].

				W budowie miRNA wyróżnia się kilka charakterystycz-nych domen funkcjonalnych. Są to kolejno: sekwencja ko-twicząca na końcu 5’, sekwencja „seed”, fragment centralny, sekwencja dodatkowa oraz „ogon”, który znajduje się na końcu 3’ (Ryc. 1). Najważniejszym regionem miRNA, któ-
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				ry odpowiada za rozpoznanie docelowego mRNA jest do-mena „seed”. Sekwencja dodatkowa również bierze udział w tym oddziaływaniu, najczęściej, gdy sekwencja „seed” nie jest w pełni komplementarna do sekwencji docelowej mRNA. Pojedyncze miRNA mogą przyłączać się do kilku mRNA, a także wiele miRNA może rozpoznawać ten sam mRNA (gen targetowy). Dojrzałe cząsteczki miRNA wraz z białkami z rodziny AGO (ang. Argonaute, u ssaków AGO2) oraz białkami wiążącymi RNA tworzą kompleks RISC (ang. RNA-induced silencing complex), który uczestniczy w wyci-szaniu ekspresji genów (tzw. interferencji RNA) poprzez: 1) degradację mRNA lub 2) represję translacji [24,25]. Typ regulacji zależny jest od stopnia komplementarności mię-dzy miRNA a mRNA. Wysoki stopień komplementarno-ści prowadzi do destabilizacji docelowego mRNA poprzez dekaping i deadenylację lub jego bezpośrednią degradację, która jest katalizowana przez białko AGO2 i polega na cię-ciu mRNA przez endonukleazy. Przy braku pełnej kom-plementarności częściej dochodzi do odwracalnej represji translacji. Jednak efekt działania miRNA jest jednakowy – dochodzi do redukcji ilości białka produkowanego na ma-trycy danego mRNA.

				miRNA można sklasyfikować na podstawie poziomu jego ekspresji w danej tkance. Wyróżnia się miRNA: (1) spe-cyficzne dla tkanki (ang. tissue-specific), kiedy poziom eks-presji danego miRNA jest co najmniej 20-krotnie wyższy w porównaniu ze średnimi wartościami w innych tkankach; (2) występujące w danej tkance (ang. tissue-enriched), kiedy poziom ekspresji danego miRNA jest wysoki jednak nie na tyle, by zakwalifikować go do grupy miRNA specyficznych tkankowo; (3) niewykrywalne w danej tkance (ang. undetec-table) [26]. miRNA syntetyzowane wyłącznie lub preferen-cyjnie w mięśniach poprzecznie prążkowanych nazywane są miomiRami (przedrostek mio oznacza mięśnie, skrót miR pochodzi od nazwy mikroRNA) [27]. Do najlepiej zbada-nych miomiRów należą: miR-1, miR-133a, miR-133b, miR-206, miR-208a, miR-208b, miR-486 oraz miR-499 [28–31]. Większość z nich obecna jest zarówno w mięśniach szkiele-towych, jak i w mięśniu sercowym. Wyjątkami są miR-206 specyficzny wyłącznie dla mięśni szkieletowych oraz miR--208a występujący wyłącznie w mięśniu sercowym. Z kolei 

			

		

		
			
				miR-486 określany jest jako ten, którego poziom jest wyższy w tkance mięśniowej. Badania wskazują na istotną rolę róż-nych miRNA podczas rozwoju mięśni szkieletowych, ich regeneracji w tym także w utrzymywaniu KS w stanie spo-czynkowym, ich aktywacji i różnicowaniu. Ważnymi regu-latorami ekspresji wybranych miomiRów (miR-1, miR-133, miR-206) są czynniki MRF [32]. Ponadto miomiRy regulują ekspresję MRF [30,33].

				miRNA odpowiedzialne za utrzymanie komórek satelitowych w stanie spoczynkowym

				Do tej pory wykazano udział kilku miRNA w utrzyma-niu KS w stanie spoczynkowym. Jednym z nich jest miR-31, który hamuje ekspresję Myf5, a tym samym różnicowanie KS [34,35] (Ryc. 2). Zaliczane do rodziny miR-15 cząstecz-ki miR-195 i miR-497 mają taką samą sekwencję „seed”. Ich celem są mRNA kodujące aktywatory cyklu komórkowego: fosfatazę CDC25a (ang. Cell division cycle 25a), cyklinę D1 oraz cyklinę D2 (Tabela 1). miR-195 i miR-497 hamują pro-liferację KS, zwiększając pośrednio poziom PAX7, a obniża-jąc poziom MYOD, co prowadzi do wejścia KS w stan spo-czynkowy [36,37]. Wyciszenie ekspresji miR-195 i miR-497 w KS prowadzi do wzrostu syntezy fosfatazy CDC25a, cy-klin D1/D2 oraz obniżenia poziomu PAX7, co prowadzi do wznowienia cyklu komórkowego i intensywnych podzia-łów. Udowodniono również wpływ miR-489 na podziały KS. miR-489 działa przez potranskrypcyjną supresję proto-onkogenu DEK odpowiedzialnego za wyjście KS ze stanu spoczynkowego i ich proliferację (Ryc. 2, Tabela 1) [38]. Ha-mowanie ekspresji DEK przez miR-489 hamuje proliferację KS [39]. Aktywacja KS prowadzi do gwałtownego spadku ekspresji miR-489 i tym samym wznowienia podziałów. Podczas aktywacji KS obserwuje się również podwyższoną ekspresję miR-708. Wykazano, że steruje on równowagą po-między utrzymaniem stanu spoczynkowego, a samoodno-wą KS poprzez obniżanie ekspresji genu Tns3. Tns3 koduje tensynę 3 – białko regulujące migrację KS w niszy (Tabela 1) [40]. Utrzymanie ekspresji Tns3 na niskim poziomie powo-duje zahamowanie migracji KS i zatrzymanie ich w niszy, utrzymując je tym samym w stanie spoczynkowym.
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				Rycina 1. Budowa miRNA. W strukturze miRNA wyróżnia się 5 sekwencji. Zaczynając od końca 5’ są to: sekwencja kotwicząca, sekwencja seed, sekwencja centralna, sekwencja dodatkowa oraz ogon na końcu 3’.
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				miRNA odpowiedzialne za aktywację i różnicowanie komórek satelitowych oraz proliferację mioblastów

				Wśród miRNA wyróżniamy również takie, które promują przejście KS z fazy spoczynkowej do różnicowania (Ryc. 2). Są to: miR-1, miR-27b, miR-133, miR-206 oraz miR-486 (Ryc. 2, Tabela 1). miR-1, miR-27b i miR-206 odpowiadają za za-hamowanie ekspresji genu Pax3 (ang. Paired box protein 3), który jest paralogiem Pax7. Podczas rozwoju zarodkowego czynnik transkrypcyjny PAX3 jest odpowiedzialny za róż-nicowanie komórek mezodermy, formowanie dermomioto-mu oraz migrację komórek prekursorowych mięśni szkie-letowych z dermomiotomu do zawiązków kończyn [41]. W dorosłych organizmach jest markerem KS zlokalizowanych w przeponie. PAX3 podobnie jak PAX7, zabezpiecza KS przed przedwczesnym różnicowaniem poprzez zahamo-wanie ekspresji genów związanych z różnicowaniem mio-genicznym, np. kodujących ciężkie łańcuchy miozyn mię-śniowych (ang. Myosin heavy chain, MYH) MYH1, MYH3, 

			

		

		
			
				MYH8. Wiadomo, że aktywność PAX3 jak i PAX7 związana jest także z indukcją proliferacji KS [42]. Za obniżenie eks-presji Pax7 odpowiadają miR-1, miR-206 i miR-486. Za ob-niżenie ekspresji Pax3 w KS odpowiada miR-27b. Co więcej, indukuje on podziały mioblastów przez obniżenie ekspresji genu Mstn kodującego miostatynę (Tabela 1). Spadek po-ziomu miostatyny prowadzi do aktywacji KS, umożliwiając tym samym rozpoczęcie regeneracji mięśni [43]. Podsumo-wując, zahamowanie ekspresji Pax3 i/lub Pax7 umożliwia różnicowanie KS w mioblasty.

				Kolejnym miRNA, który stymuluje różnicowanie KS oraz promuje proliferację mioblastów jest miR-133a. Jego rolą jest hamowanie ekspresji czynnika transkrypcyjnego SRF (ang. Serum response factor), który jest jednym z kluczowych regulatorów różnicowania komórek mięśniowych (Tabela 1). SRF kontroluje transkrypcję genów miogenicznych (np. miogeniny i MRF4). Ponadto zahamowanie ekspresji czyn-nika SRF w ludzkich mioblastach zmniejsza poziom trans-kryptów miR-199a-5p, który odpowiada za hamowanie 
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				Rycina 2. miRNA obecne podczas regeneracji mięśni szkieletowych. Wybrane miRNA oraz ich cele (w ramkach) biorące udział w utrzymaniu komórek satelitowych w stanie spoczynku, ich aktywacji, proliferacji i różnicowaniu w mioblasty, miotuby i włókna mięśniowe. W zależności od tego, czy w artykułach źródłowych badana była ekspresja mRNA, czy białek jako cele omówionych miRNA przedstawiono odpowiednio geny (kursywa) i białka (drukowane litery). Na rycinie zakończenia strzałek symbolizują odpowiednio: hamowanie (┬) lub indukcję (↑) ekspresji genu/białka/procesu.
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				ekspresji czynników sygnalizacyjnych szlaku WNT (ang. Wingless integrated). Czynniki te biorą udział w regulacji proliferacji oraz różnicowania KS i mioblastów. Obniżenie poziomu miR-199a-5p umożliwia, więc prawidłowy prze-bieg różnicowania miogenicznego (Tabela 1) [44].

				Podziały mioblastów regulowane są również przez miR-351 i miR-664. Zidentyfikowano gen E2f3 jako cel miR-351 (Tabela 1). E2F3 jest jednym z czynników trans-krypcyjnych regulujących ekspresję cykliny E [45]. Jego aktywność jest kluczowa dla przejścia z fazy G1 do S, a więc wznowienia cyklu komórkowego, a tym samym podziałów mioblastów. Mioblasty linii C2C12 transfeko-wane miR-664 proliferowały intensywniej w porównaniu do komórek kontrolnych. Co więcej zaobserwowano, że miR-664 hamował ich różnicowanie poprzez obniżenie 

			

		

		
			
				ekspresji genów i białek miogenicznych, np. miogeniny i MYH [46]. Natomiast zahamowanie ekspresji miR-664 indukowało różnicowanie miogeniczne. Wykazano, że mechanizm działania miR-664 opiera się na degradacji transkryptów mRNA, jak i hamowaniu translacji białek SRF i WNT1 podczas proliferacji mioblastów i różnico-wania miogenicznego [46].

				miRNA odpowiedzialne za różnicowanie mioblastów

				miRNA, które hamują proliferację i tym samym umoż-liwiają różnicowanie mioblastów w miotuby to: miR-1, miR-17, miR-19, miR-26a, miR-29, miR-133a, miR-146b, miR-148a, miR-206, miR-181 (Ryc. 2, Tabela 1). Jak wcze-śniej wspomniano, miR-206 hamuje ekspresję Pax3 i Pax7, co prowadzi do ograniczenia proliferacji mioblastów, a 

			

		

		
			
				Tabela 1. Wybrane miRNA i pełnione przez nie role podczas regeneracji mięśni szkieletowych. W zależności od tego, czy praca źródłowa dotyczyła ekspresji mRNA czy białek, w tabeli wymieniono odpowiednio geny (kursywa) lub białka (drukowane) jako cele miRNA. Strzałki oznaczają odpowiednio wzrost (↑) lub spadek (↓) ekspresji genów/białek.
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				tym samym sprzyja ich różnicowaniu w miotuby. Ponad-to wykazano, że podwyższony poziom ekspresji miR-1 i miR-206 promuje różnicowanie miogeniczne poprzez ha-mowanie ekspresji deacetylazy histonowej 4 (ang. Histone deacetylase 4, HDAC4). Hamowanie ekspresji HDAC4 pro-wadzi do wzrostu transkrypcji czynników z rodziny MEF2 (ang. Myocyte enhancer factors 2). MEF2 tworzy kompleks np. z MYOD oraz E12, aktywując ekspresję genów kodu-jących lekkie łańcuchy miozyny (ang. Myosin light chain, MLC) czy desminę, stymulując tym samym dalsze etapy różnicowania mioblastów w miotuby [47].

				Proces fuzji mioblastów i formowania miotub jest kon-trolowany przez miR-29. Celem miR-29 jest mRNA kodu-jący czynnik transkrypcyjny YY1 (ang. Ying Yang 1). YY1 hamuje różnicowanie miogeniczne blokując transkrypcję genów kodujących α-aktynę, mięśniową kinazę kreatyno-wą i MYH2b (izoformę 2b ciężkich łańcuchów miozyny specyficzną dla szybkokurczących się włókien mięśnio-wych). Wykazano, że nadekspresja miR-29 prowadzi do spadku tempa proliferacji mysich mioblastów linii C2C12, zmniejszenia poziomu YY1 i promowania formowania miotub [48,49]. Kolejnym miRNA, który stymuluje róż-nicowanie mioblastów jest wspomniany wcześniej miR--133a. Odpowiada on za hamowanie ekspresji czynnika transkrypcyjnego SP1 (ang. Specificity protein 1), co obniża zdolność mioblastów do proliferacji, stymulując ich różni-cowanie [50].

				miRNA mogą również działać synergicznie. Do ta-kiego tandemu należą miR-17 i -19, które promują róż-nicowanie mioblastów linii C2C12 in vitro oraz KS in vivo, poprzez zahamowanie ekspresji genów Ccnd2 i Jak1. Tym samym, indukują różnicowanie mioblastów i mio-tub oraz wspomagają regenerację mięśni szkieletowych. Efektem działania miR-17 jest podwyższona ekspresja MyoD1 i Myh3, czyli markerów charakterystycznych dla mioblastów i zarodkowych włókien mięśniowych (Tabe-la 1) [51]. Dodatkowo miR-19 zwiększa ekspresję Myh3, promując dojrzewanie miotub. Kolejnymi miRNA, które działają w synergii podczas różnicowania mioblastów są miR-26a i miR-146b. Regulują one ekspresję genu Smad4 (Tabela 1) [52]. Wyciszenie Smad4 w mysich KS prowa-dzi do ich przyspieszonego różnicowania w mioblasty i włókna mięśniowe [53]. Innym miRNA, którego ekspre-sja wzrasta wraz z różnicowaniem miogenicznym jest miR-148a. Nadekspresja miR-148a w mioblastach C2C12 prowadzi do obniżenia poziomu kinazy ROCK1 (ang. Rho-associated protein kinase 1), negatywnego regulatora różnicowania miogenicznego (Tabela 1) [54]. Innym miR-NA, który wpływa na ekspresję opisywanego wcześniej czynnika MYOD, jest miR-181. Docelowym transkryptem dla miR-181 jest ten kodujący HOX-A11 (ang. Homeobox A11), który hamuje ekspresję MyoD1 (Tabela 1). Zaindu-kowany przez miR-181 spadek ekspresji Hox-A11, po-woduje wzrost poziomu MYOD, przez co możliwe jest dalsze różnicowanie mioblastów w miotuby i dojrzewa-nie włókien mięśniowych [44,55]. Nadekspresja miR-181 stymulowała różnicowanie miogeniczne mysich zarod-kowych komórek macierzystych w miotuby poprzez in-dukcję ekspresji Myf5 oraz Myh2 [55].

			

		

		
			
				miRNA w chorobach mięśni szkieletowych

				Choroby bezpośrednio wpływające na funkcjonowanie mięśni szkieletowych określane są terminem pierwotnych chorób mięśniowych. Zalicza się do nich miopatie, czy-li choroby prowadzące do postępującego osłabienia oraz zaniku mięśni. Konsekwencją jest upośledzenie zdolności lokomotorycznych, a w niektórych wypadkach osłabienie mięśni oddechowych i śmierć chorego [56]. Najpoważniej-szymi chorobami mięśni szkieletowych są dystrofie mię-śniowe, wśród których szczególnie intensywnie badana jest dystrofia mięśniowa Duchenne’a (ang. Duchenne muscular dystrophy, DMD) oraz jej łagodniejsze odmiany: dystrofia mięśniowa Beckera (ang. Becker’s muscular dystrophy, BMD), dystrofia twarzowo-łopatkowo-ramienna (ang. Facioscapu-lohumeral muscular dystrophy, FSHD), dystrofie miotoniczne typu 1 i 2 (ang. Myotonic dystrophies type 1 and 2, DM1, DM2) czy dystrofia obręczowo-kończynowa (ang. Limb-girdle mu-scluar dystrophy, LGMD). Udało się zidentyfikować szereg miRNA, których poziom w mięśniach bądź surowicy pa-cjentów cierpiących na powyższe choroby różnił się od tego zaobserwowanego u zdrowych osób. Podobną zależność opisano analizując zwierzęta będące modelami tych scho-rzeń. Obecność tych różnic sugeruje nie tylko, że miRNA odgrywają istotną rolę w przebiegu chorób, ale także budzi nadzieje na wykorzystanie tych cząsteczek jako biomarke-rów, a w przyszłości być może jako potencjalnych celów te-rapeutycznych [57–60].

				Dystrofia mięśniowa Duchenne’a (DMD) i dystrofia mięśniowa Beckera (BMD)

				DMD i BMD są recesywnymi chorobami dziedzicznymi sprzężonymi z płcią. Ich przyczyną jest mutacja w genie kodującym dystrofinę [61,62]. Dystrofina wraz z innymi białkami takimi, jak sarkoglikany tworzy kompleks DAPC (ang. Dystrophin associated protein complex). Jest on odpo-wiedzialny za kotwiczenie filamentów aktynowych włó-kien mięśniowych do lamininy, będącej jednym z białek macierzy zewnątrzkomórkowej. Kotwiczenie cytoszkieletu włókien mięśniowych do macierzy zewnątrzkomórkowej chroni przed ich uszkodzeniem w wyniku skurczu mięśnia [63]. Konsekwencją braku dystrofiny jest uszkodzenie sar-kolemmy i nekroza włókien mięśniowych. Często dochodzi też do nieprawidłowej regeneracji włókien mięśniowych i zastępowania ich przez tkankę łączną oraz tłuszczową [64]. W wyniku mutacji prowadzących do DMD w mięśniach szkieletowych dystrofina w ogóle nie jest syntezowana. W przypadku BMD mutacje prowadzą do powstania skróco-nej wersji tego białka, co jest bezpośrednią przyczyną ła-godniejszego przebiegu BMD w porównaniu do DMD. Dzięki wykorzystaniu zwierzęcego modelu DMD (myszy mdx), udało się uzyskać wiele danych na temat jej rozwo-ju i przebiegu [65]. Należy jednak pamiętać, że mysz mdx jest jedynie niedoskonałym modelem, a przebieg choroby u tych zwierząt jest inny i łagodniejszy, niż u pacjentów cho-rych na DMD. Czas życia myszy mdx skrócony jest o ok. 25% w porównaniu do myszy typu dzikiego, podczas gdy u osób cierpiących na DMD o ok. 75% w porównaniu do osób zdrowych. U myszy obserwuje się również wydajniejszą re-generację uszkodzonych mięśni oraz zmniejszony stopień włóknienia tkanki w porównaniu do pacjentów chorych na DMD. Rzadziej występują również kardiomiopatie, uszko-
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				dzenia ośrodkowego układu nerwowego, czy poważne de-fekty lokomotoryczne [65].

				Zmiany w ekspresji miomiRów obserwowane są w przy-padku wielu chorób degeneracyjnych mięśni. Jest to naj-prawdopodobniej związane z ciągłymi cyklami degeneracji oraz regeneracji tkanki i utrzymywaniem tych cząsteczek na wysokim poziomie. Na podstawie wyników uzyskanych w licznych badaniach wykazano, że w surowicy pacjentów cierpiących na DMD wzrasta poziom miRNA z rodziny miomiRów – miR-1, miR-206 oraz miR-133a/b (Tabela 2). Podobną zależność zaobserwowano także u myszy mdx i w psim modelu DMD (przykładowe publikacje: ludzie [66–68], myszy i ludzie [35,69], myszy [70], myszy i psy [71]). Najnowsze badania pokazują, że całkowita delecja genu kodującego miR-133b u myszy mdx negatywnie wpływa na przebieg choroby i pogłębia jej fenotyp [72]. Do miRNA, których ekspresja jest zmieniona w dystroficznych mię-śniach szkieletowych u ludzi należą także miR-499, miR-208 oraz miR-486. miR-499 oraz miR-208 wpływają na wzrost i typ formowanych włókien mięśniowych poprzez regula-cję takich białek, jak miostatyna czy MYH. miR-486 m.in. hamuje Pax7, co prowadzi do różnicowania KS [73]. W su-rowicy pacjentów chorych na DMD zaobserwowano wyż-szy poziom miR-499 oraz miR-208b [67] (Tabela 2). Poziom ekspresji miR-486 w mięśniach szkieletowych pacjentów chorych na DMD oraz myszy mdx był niższy, niż u osobni-ków zdrowych. Nie zaobserwowano natomiast spadku eks-presji miR-486 w mięśniach pacjentów cierpiących na BMD. Możliwe, że do prawidłowej ekspresji miR-486 konieczna 

			

		

		
			
				jest obecność dystrofiny, która nie jest produkowana w ko-mórkach myszy mdx oraz chorych na DMD, ale w skróco-nej formie występuje u pacjentów chorych na BMD [58,74]. Wyniki analiz myszy mdx wykazały, że miR-486 może także wpływać na wiele elementów szklaku przekazywania sy-gnału zależnego od kinazy białkowej B (Akt) tj. p27KIP1, p21CIP1, PTEN, czy FOXO1. Do genów efektorowych tego szlaku należą np. receptor β dla płytkopochodnego czynni-ka wzrostu (ang. Platelet-derived growth factor beta receptor, PDGFRβ), białka RHO, czy kinaza CDC42. Tym samym, miR-486 może pośrednio wpływać na liczne procesy za-chodzące w mioblastach oraz miotubach takie, jak cykl ko-mórkowy, migracja, fuzja czy apoptoza [74,75]. Kolejnym miRNA, którego spadek zaobserwowano w dystroficznych mięśniach zarówno u ludzi, jak i myszy jest miR-29c (Tabela 2) [69,76]. Nadekspresja tego miRNA w mięśniach szkiele-towych myszy mdx poprawia ich regenerację i jednocześnie hamuje włóknienie tkanki [76]. W ludzkich mioblastach miR-29c, podobnie jak miR-1, zaangażowany jest także w regulację szlaku przekazywania sygnału dystrofina-neuro-nalna syntaza tlenku azotu (nNOS)-deacetylaza histonów 2 (HDAC2) [77]. U pacjentów cierpiących na DMD oraz u myszy mdx zaobserwowano także zwiększoną ekspresję miR-31 (Tabela 2) [69,78,79]. Wykazano, że miR-31 hamuje ekspresję dystrofiny poprzez wiązanie się z jej transkryp-tem. Zahamowanie aktywności miR-31 wpływa na wzrost ekspresji dystrofiny [80,81]. W mięśniach pacjentów cho-rych na DMD wykazano również wyższy poziom miR-199a (Tabela 2). miR-199a jest ściśle związany z regulacją ekspre-sji genów szlaku WNT takich, jak geny kodujące Frizzled 4 

			

		

		
			
				Tabela 2. Zmiany w poziomie miRNA w różnych jednostkach chorobowych. DMD – Dystrofia mięśniowa Duchenne’a, BMD – Dystrofia mięśniowa Beckera, FSHD – Dystrofia twarzowo-łopatkowo-ramienna, DM1 – Dystrofia miotoniczna typu 1, DM2 – Dystrofia miotoniczna typu 2, LGMD – Dystrofie obręczowo-kończynowe. Strzałki oznaczają odpowiednio wzrost (↑), spadek (↓) lub brak zmian (→) w ekspresji miRNA.
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				(FZD4) czy WNT2. Szlak ten ma bezpośredni wpływ na proliferację oraz różnicowanie mioblastów, więc modyfi-kacja jego aktywności przez miR-199a może wpływać na funkcjonowanie dystroficznych mięśni [44]. W dystroficz-nych mięśniach zarówno myszy, jak i ludzi wykazano też wyższy poziom miR-21, którego aktywność prowadzi do proliferacji fibroblastów oraz włóknienia tkanki. miR-21 jest ściśle związany ze szlakiem przekazywania sygnału zależ-nego od transformującego czynnika wzrostu β (ang. Trans-forming growth factor beta, TGFβ). Szlak ten, jest głównym regulatorem włóknienia, a miR-21 bezpośrednio reguluje m.in. translację białka SMAD7. Ponadto jego poziom jest związany z produkcją kolagenów [58,82–84]. Zahamowanie ekspresji miR-21 prowadzi do zmniejszenia fibrozy w dys-troficznych mięśniach myszy mdx [85].

				Dystrofia twarzowo-łopatkowo ramienna (FSHD)

				FSHD to choroba dziedziczona w sposób autosomalny dominujący związana z nieprawidłową ekspresją czynnika transkrypcyjnego DUX4. Najczęstszą przyczyną tego za-burzenia jest delecja tandemowo powtórzonych sekwencji o długości 3,3 kb w rejonie subtelomerowym chromoso-mu 4 (4q35) [86]. Choroba ta objawia się zwykle przed 20 rokiem życia, a jej typowe symptomy to osłabienie mię-śni twarzy, mięśni obręczy barkowej, a ostatecznie mięśni kończyn górnych. Analizy RNA izolowanego z surowicy oraz mioblastów uzyskanych od pacjentów cierpiących na FSHD wykazały zmiany w poziomie ekspresji kilkunastu miRNA, w tym wyższy poziom ekspresji miR-1, miR-206 oraz miR-133a/b, który najprawdopodobniej jest związa-ny z ciągłą regeneracją mięśni szkieletowych (Tabela 2) [87,88]. Sekwencjonowanie RNA uzyskanego z ludzkich mioblastów wykazało wyższy poziom tych cząsteczek w komórkach pobranych od pacjentów chorych na FSHD w porównaniu do tych, pobranych od osób zdrowych. W tych samych badaniach wytypowano też wcześniej nieopi-sane miRNA, których poziom ulegał zmianie w miobla-stach osób chorych, tj. miR-874 oraz miR-146a (Tabela 2) [89]. Analizy transkryptomu mioblastów uzyskanych od pacjentów chorych na FSHD wykazały także zwiększony poziom ekspresji miR-411 w porównaniu do mioblastów pobranych od zdrowych dawców (Tabela 2). Nadekspresja miR-411 w mysich mioblastach linii C2C12 prowadziła do obniżenia poziomu ekspresji czynnika 2 związanego z YY1 (ang. YY1 associated factor 1, YAF2) oraz spadku ekspresji genów kodujących białka charakterystyczne dla mio-blastów (MYOD, miogeninę oraz MYH1) [90]. YAF2 jest inhibitorem czynnika transkrypcyjnego YY1. Jak wspo-mniano wcześniej, aktywność YY1 hamuje różnicowanie miogeniczne poprzez inhibicję ekspresji MyoD1 [48]. W mioblastach uzyskanych od pacjentów chorych na FSHD wykazano wyższy poziom YY1 i niższy poziom YAF2 [90]. Wyższy poziom YY1 zaobserwowano także w surowicy pobranej od osób cierpiących na FSHD [91]. Inne cząstecz-ki, tj. miR-330, miR-331-5p, miR-34a, miR-380-3p, miR--516b, miR-582-5p, miR-517 i miR-625 zostały zapropono-wane jako biomarkery FSHD. Cząsteczki te były obecne w mięśniach płodów, w których DNA wykryto mutacje powodującą rozwój FSHD (Tabela 2) [92]. W najnowszych badaniach surowicy pobranej od pacjentów chorych na 

			

		

		
			
				FSHD również wytypowano szereg cząsteczek będących potencjalnymi markerami choroby, w tym ponownie miR--34a, a także np. miR-100, miR-103, miR-146b, czy miR-29b (Tabela 2) [91].

				Dystrofie miotoniczne typu 1 oraz 2 (DM1 i DM2)

				Dystrofia miotoniczna typu 1 (DM1) jest najczęstszą dystrofią dziedziczoną w sposób autosomalny dominują-cy. Jej przyczyną jest wzrost liczby tandemowych powtó-rzeń trzech nukleotydów CTG w rejonie 3’ genu kodujące-go kinazę białkową DMPK [93]. W mięśniach pobranych od pacjentów chorych na DM1 wykazano wyższy poziom ekspresji miR-206, miR-335, miR-33 oraz niższy poziom ekspresji miR-29b/c, miR-7, miR-10 i miR-133a/b, w po-równaniu do mięśni zdrowych dawców [94–96] (Tabela 2). Początkowo opisano także wzrost poziomu ekspresji miR-1 w mięśniach pacjentów cierpiących na DM1, jed-nak nowsze publikacje sugerują, że tego miRNA jest raczej mniej [95–97]. Liczne badania ekspresji miRNA w surowicy bądź krwi pobranej od pacjentów chorych na DM1 wyka-zały wyższy poziom miR-1, miR-133a/b i miR-206 [98,99] (Tabela 2). Wykryto również wyższą ekspresję takich miR-NA, jak: miR-193b i miR-191 [100,101], miR-574, miR-885, czy miR-886 [100–102], a także miR-454 [100,102] (Tabela 2). Co ciekawe, istnieją sprzeczne doniesienia na temat ekspresji miR-27b we krwi pacjentów chorych na DM1. Perfetti i współautorzy zaobserwowali spadek [100,102], natomiast Koutsoulidou i współautorzy wykazali wzrost poziomu miR-27b [101]. We krwi pacjentów cierpiących na DM1 wykryto również więcej miR-29b [103] (Tabe-la 2). DM2 charakteryzuje się łagodniejszymi objawami w porównaniu do DM1, a jej przyczyną jest amplifikacja czteronukleotydowej sekwencji CCTG w pierwszym in-tronie genu Cnbp [93,104,105]. Koduje on CNBP zwane również ZNF9 – białko wiążące kwasy nukleinowe, któ-rego rola w przebiegu DM2 nie jest dobrze poznana. Wia-domo natomiast, że może regulować poziom β-miozyny oraz wchodzić w interakcję z DAPC poprzez wiązanie się z α-dystroglikanem [106,107]. Przebadano biopsje mięśni pobrane od trzynastu pacjentów chorych na DM2. Zaob-serwowano wyższy poziom ekspresji 7 cząsteczek miRNA (miR-34a/b/c, miR-146b, miR-208a, miR-221 i miR-381) oraz niższy 4 cząsteczek (miR-125b, miR-193a/b i miR--378a) (Tabela 2) [108]. Co ciekawe, profil ekspresji zmie-nionych miRNA różnił się znacząco pomiędzy biopsjami mięśni szkieletowych pobranymi od pacjentów chorych na DM1, a tymi cierpiącymi na DM2.

				Dystrofie obręczowo-kończynowe (LGMD)

				LGMD to grupa chorób dziedziczonych w sposób auto-somalny dominujący bądź recesywny. Dzieli się je na dwie główne grupy – LGMD1, obejmujące choroby dziedzi-czone w sposób autosomalny dominujący oraz LGMD2, które dziedziczone są w sposób autosomalny recesywny. Poszczególne rodzaje LGMD wywołane są mutacjami w genach kodujących różne białka: desminę (LGMD1E) czy sarkoglikany (alfa – LGMD2D; gamma – LGMD2C), kalpa-inę 3 (CAPN3 – LGMD2A) [109]. Analizy biopsji mięśni pa-cjentów chorych na LGMD2A wykazały spadek ekspresji miomiRów – miR-1, miR-133a oraz miR-206. Upośledza to 
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					Typ ćwiczeń

				

				
					Materiał

				

				
					Wzrost ekspresji

				

				
					Spadek ekspresji

				

				
					Referencje

				

				
					miRNA obecne w tkance mięśniowej

				

				
					Ostry trening oporowy

					(3/6 godz.)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					–

				

				
					miR-1

				

				
					[118]

				

				
					Przewlekły trening oporowy (12 tyg.)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					–

				

				
					miR-1

				

				
					[124]

				

				
					Ostry trening oporowy

					(2 godz.)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					Młodzi mężczyźni 24,2±0,9 lat (miR-486-3p),

					Starzy mężczyźni 66,6±1,1 lat (miR-499a-5p, miR-99a-5p)

				

				
					Młodzi mężczyźni (miR-149-3p, miR-520g-3p, miR-99b-5p, miR-100-5p)

					Starzy mężczyźni (miR-186-5p, miR-196b, miR-335-5p, miR-628-5p, miR-489-5p)

				

				
					[114]

				

				
					Ostry trening oporowy

					(6 godz.)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					miR-423-5p

				

				
					miR-16-5p, miR-23b-3p, miR-24-3p, miR-26a-5p, miR-26b-5p, miR-27a-3p, miR-27b-3p, miR-29a-3p, miR-29c-3p, miR-30a-5p, miR-30d-5p, miR-133a, miR-133b, miR-95-3p, miR-107a, miR-126-3p, miR-133a, miR-133b, miR-140-3p, miR-181a-5p, miR-324-3p, miR-378a-5p
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					Trening interwałowy o wysokiej intensywności (HIIT) lub trening ciągły o umiarkowanej intensywności (MICT) + ćwiczenia oporowe

					(1/3 godz.)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					–

				

				
					miR-133a, miR-378, miR-486

				

				
					[127]

				

				
					Trening wytrzymałościowy z obciążeniem

					(90 min)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					–

				

				
					miR-1-3p, miR-206, miR-208a-5, miR-499

				

				
					[129]

				

				
					Długotrwały trening wytrzymałościowy (6 tyg.)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					–

				

				
					miR-1, miR-133a, miR-101, miR-455, miR-144, miR-15b, miR-26b, miR-28, miR-29b, miR-338, miR-92, miR-98, miR-451, miR-589,
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					Długotrwały trening wytrzymałościowy
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					Biopsja mięśnia obszernego bocznego
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					miR-1, miR-133a, miR-133b, miR-206
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					Krótkotrwały trening wytrzymałościowy (wysoka intensywność, 60 min)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					miR-1, miR-133a, miR-133b, miR-206
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					Krótkotrwały trening wytrzymałościowy (wysoka intensywność, 60 min)

				

				
					Biopsja mięśnia obszernego bocznego

				

				
					miR-1, miR-133a/b, miR-181a

				

				
					miR-9, miR-23a, miR23b, miR-31
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				Tabela 3. Zmiany w poziomie miRNA w mięśniach szkieletowych oraz krwi po treningu fizycznym.
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				różnicowanie mioblastów i prowadzi do nieprawidłowe-go przebiegu regeneracji oraz włóknienia tkanki (Tabela 2) [110]. Badania poziomu miRNA w surowicy myszy Sgca--null (mysi model LGMD2D) oraz Sgcg-null (mysi model LGMD2D) wykazały istotnie wyższy poziom niektórych miRNA, np. miR-1, miR-206, miR-133a/b, miR-149, miR--193b, miR-378, miR-30a/d, a także niższy poziom takich cząsteczek, jak miR-31, czy miR-199a (Tabela 2). Profil tych zmian był podobny do tych obserwowanych u myszy mdx. Najbardziej zbliżone profile ekspresji miRNA zaobserwo-wano, porównując surowicę myszy mdx oraz Sgcg-null. Wynika to prawdopodobnie z tego, że przebieg DMD oraz LGMD2D wpływa na funkcjonowanie zarówno mię-śni szkieletowych, jak i mięśnia sercowego, podczas gdy LGMD2C dotyczy jedynie mięśni szkieletowych [70].

				Wpływ wysiłku fizycznego na poziom miRNA u ludzi

				W następstwie intensywnych ćwiczeń fizycznych, dochodzi do zmian w funkcjonowaniu mięśni szkieleto-wych wyrażających się na wielu poziomach. Obserwuje się zmiany w poziomie ekspresji genów, syntezie bia-łek czy regulacji procesów ułatwiających komunikację między tkankami. Komunikacja (np. pomiędzy tkanką mięśniową i nerwową, czy śródbłonkiem naczyń) umoż-liwia odsunięcie w czasie uczucia zmęczenia i stopnio-wo adaptuje organizm do obciążeń treningowych. Do tej pory nie przedstawiono dokładnej charakterystyki me-chanizmów molekularnych, które są odpowiedzialne za przystosowanie organizmu do wysiłku [111]. Jest jednak pewne, że aktywność fizyczna reguluje ekspresję różnych genów, wpływając m.in. na metylację DNA, modyfikacje histonów czy ekspresję miRNA [112–114]. Analiza mate-riału uzyskanego z biopsji mięśni szkieletowych wyka-zała, że wysiłek fizyczny powoduje zmiany w poziomie miRNA zarówno u ludzi, jak i zwierząt laboratoryjnych [115–120]. Zakłada się, że zmiany profilu ekspresji miR-NA są zależne od adaptacji organizmu do wysiłku, co ma swoje odzwierciedlenie w plastyczności mięśni szkieleto-wych, efektywności i tempie ich regeneracji [121].

			

		

		
			
				Ekspresja miRNA w tkance mięśniowej po treningu siłowym lub wytrzymałościowym

				Pierwsze doniesienia o wpływie wysiłku fizycznego na ekspresję miRNA powiązano z regulacją syntezy białek w ludzkich mięśniach szkieletowych [118]. Czynnikiem stre-sowym w tym wypadku było wykonanie treningu oporo-wego. Trening ten obejmuje przeważnie statyczne ćwicze-nia siłowe, powodujące skurcz mięśni wywołany zastoso-waniem oporu (np. podnoszeniem ciężarów). Zastosowanie obciążenia, powoduje powstanie mikrouszkodzeń włókien mięśniowych, co działa jak impuls stymulujący proliferację i różnicowanie KS oraz powstawanie nowych i/lub rozrost istniejących włókien mięśniowych [122,123]. W efekcie do-chodzi do hipertrofii (zwiększenia objętości) i/lub hiper-plazji (zwiększenia liczby jąder komórkowych) włókien mięśniowych. Zaobserwowano, że 3 i 6-godzinny trening siłowy nóg obniżał ekspresję miR-1 w mięśniach (Tabela 3) [118]. Podobny spadek ekspresji miR-1 odnotowano po 12 tygodniach treningu oporowego nóg (Tabela 3) [124]. Ob-niżeniu poziomu miR-1 towarzyszył wzrost ekspresji insu-linopodobnego czynnika wzrostu 1 (ang. Insulin-like growth factor 1, IGF-1). Wzrost ten powiązano z aktywacją szlaku mTORC1, co prowadziło do zwiększania syntezy białek ta-kich, jak miogenina i miozyny (MYH1, MYH2a, MYH2b). W efekcie, zaobserwowano wzrost masy mięśniowej badanych [124,125]. Co ciekawe, w wynikach innych doświadczeń, w których analizowano mięśnie po 6 godzinach od ostre-go wysiłku siłowego lub 3 godzinach od ćwiczeń siłowo--wytrzymałościowych, nie stwierdzono zmian w poziomie miR-1, za to opisano spadek ekspresji miR-133a, miR-133b, miR-486 (Tabela 3) [126,127]. Podejrzewa się, że obniżenie ekspresji takich miRNA, jak miR-1 czy miR-133 jest koniecz-ne do rozwoju fizjologicznej hipertrofii [127,128]. Ponadto zauważono, że poziom miR-206 i miR-499 jest odwrotnie proporcjonalny do syntezy białek mięśniowych zachodzą-cej po treningu siłowo-wytrzymałościowym [129]. Uważa się więc, że synteza białek mięśniowych, w odpowiedzi na stymulację anaboliczną po ćwiczeniach z obciążeniem, zmniejsza ekspresję miomiRów [129]. Odmienne wnioski wyciągnięto w innej pracy, w której nie odnotowano zmian 
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				w ekspresji miR-1, miR-133a, miR-133b, miR-206, miR-486-5p 2 godziny po treningu siłowym nóg (Tabela 3) [119]. Bada-cze stwierdzili, że 2-godzinny odstęp od treningu do anali-zy jest zbyt krótki, aby wykryć istotne statystycznie zmiany w ekspresji miRNA.

				Oddzielna grupa badań obejmuje wpływ treningów wy-trzymałościowych na poziom miRNA w mięśniach szkie-letowych. Treningi wytrzymałościowe obejmują ćwiczenia dynamiczne, aerobowe. W przeciwieństwie do treningów oporowych, ćwiczenia wytrzymałościowe powodują szero-ki zakres zmian, głównie w układzie krążenia i układzie od-dechowym, rzadko prowadząc do rozległych mikrouszko-dzeń włókien mięśniowych. Stwierdzono, że czas trwania oraz intensywność ćwiczeń wytrzymałościowych to dwa główne modulatory poziomu miRNA w mięśniach. Porów-nano ekspresję miRNA w mięśniach nóg po aktywności długotrwałej (6–12 tygodni) o umiarkowanej intensywno-ści oraz krótkotrwałej (60 minut) o wysokiej intensywności. Wykazano, że w przypadku treningów długotrwałych ob-serwuje się spadek ekspresji miR-1, miR-28, miR-133a, miR-144 oraz miR-455 (Tabela 3) [130]. Inne badania wykazały spadek miR-1, miR-133a, miR-133b i miR-206 po dwunastu tygodniach treningu wytrzymałościowego (Tabela 3) [120]. Natomiast, krótkotrwałe treningi wytrzymałościowe o wy-sokiej intensywności prowadziły do wzrostu transkryp-cji miR-1, miR-133a, miR-133b oraz miR-181a (Tabela 3) [120,131]. Ponadto stwierdzono, że wzrost ekspresji miR-1 i miR-133a obserwowany natychmiast po intensywnych ćwiczeniach wytrzymałościowych, jest proporcjonalny do wzrostu syntezy MYOD, miogeniny i MRF4. Tak, jak już wspomniano wcześniej czynniki te regulują ekspresję mio-miRów [31,132].

				c-miRNA obecne w krwiobiegu po treningu siłowym lub wytrzymałościowym

				Omówione wcześniej badania opierały się na analizie biopsji mięśni szkieletowych osób aktywnych fizycznie. Ze względu na stosunkowo trudną dostępność takiego mate-riału i inwazyjność procedury, rozpoczęto poszukiwania alternatywnego źródła miRNA. W 2008 roku po raz pierw-szy opisano miRNA obecne w krwiobiegu pacjentów z ra-kiem prostaty [133]. Cząsteczki te określono jako krążące miRNA (ang. circulating miRNA, c-miRNA). Występowanie c-miRNA potwierdzono w różnych płynach biologicznych zdrowych osób. Były to: osocze, surowica, ślina, łzy, mocz, płyn owodniowy, mleko matki, płyn mózgowo-rdzeniowy, płyn otrzewnowy, płyn opłucnowy czy nasienie [134–138]. W osoczu lub surowicy c-miRNA są związane z białkami wiążącymi RNA, lipoproteinami o dużej gęstości lub są za-mknięte w pęcherzykach zewnątrzkomórkowych takich, jak mikropęcherzyki, egzosomy, czy ciałka apoptotyczne. Dzięki temu miRNA są odporne na degradację.

				W 2011 roku pojawiły się pierwsze przesłanki świad-czące o tym, że długotrwały (90-dniowy) wysiłek wytrzy-małościowy o wysokiej intensywności modyfikuje profil c-miRNA obecnych w osoczu [139]. Przedmiotem badania były c-miRNA zaangażowane w angiogenezę (miR-20a, miR-210, miR-221, miR-222 oraz miR-328), przebieg stanu zapalnego (miR-21, miR-146a), kurczliwość mięśni szkiele-towych i mięśnia sercowego (miR-21, miR-133a) oraz niedo-

			

		

		
			
				tlenienie tkanek (miR-21, miR-146a i miR-210). Wykazano wówczas zwiększoną ekspresję miR-20a, miR-221, miR-222, miR-21, miR-146a. Z kolei poziom miR-133a, miR-210, miR-328 był niezmieniony (Tabela 3). miR-20, miR-221, miR-222, miR-21, miR-146a są produkowane przez komórki śród-błonka naczyniowego, a po forsownym wysiłku stymulują angiogenezę w mięśniu szkieletowym i sercowym. Lepsze ukrwienie umożliwia wydajniejsze dostarczanie tlenu i składników odżywczych do pracujących mięśni, co stanowi kluczowy aspekt adaptacji do treningu.

				Trening siłowy również wpływa na profil wybranych c-miRNA. Ćwiczenia siłowe rąk i nóg zwiększają po-ziom miR-149, a obniżają miR-146a i miR-221 obecnych w surowicy. Natomiast nie wykazano zmian w poziomie c-miRNA specyficznych dla mięśni, np. miR-1, miR-133 (Ta-bela 3) [140]. Uczestnicy badania byli dobrze zaadoptowa-ni do zadanych im obciążeń treningowych, dlatego udział mikrouszkodzeń, z których mogły być uwalniane miomiRy (miR-1 i miR-133) był niewielki. Możliwe też, że miomiRy są wydzielane do krwi na drodze nieznanego jeszcze złożo-nego, selektywnego mechanizmu, uruchamianego w ściśle określonych warunkach.

				Wyjątkowym przykładem ćwiczeń wytrzymałościo-wych, które mogą prowadzić do powstania uszkodzeń włókien mięśniowych są maratony. Analiza osocza krwi pobranej bezpośrednio po zakończeniu maratonu wyka-zała istotny wzrost poziomu miR-1, miR-30a, miR-133a i miR-206 [141,142] (Tabela 3). Co ciekawe, w innych bada-niach kinetyka zmian poziomu c-miRNA związanych z procesami zapalnymi różniła się istotnie po biegach krótko – (10 km) i długodystansowych (maraton, tj. 42 km) [143]. Dane te potwierdzają po raz kolejny, że rodzaj i czas trwa-nia wysiłku w różny sposób moduluje ekspresją miRNA/c--miRNA.

				W zależności od tego, czy trening jest ukierunkowany na rozwój siły, masy czy wytrzymałości mięśniowej obserwu-je się odmienny poziom miR-16, miR-21, miR-222 i miR-93 we krwi (Tabela 3) [144]. miR-16 reguluje angiogenezę, ste-rując ekspresją receptora dla czynnika wzrostu śródbłon-ka naczyń (ang. Vascular endothelial growth factor receptor 2, VEGFR2) [145]. miR-21 pośrednio bierze udział w angioge-nezie stymulując ekspresję VEGF oraz czynnika indukowa-nego hipoksją (ang. Hypoxia-inducible factor 1 alpha, HIF-1α) [146]. Ponadto miR-21 wpływa na stabilność transkryptu kodującego syntazę tlenku azotu. Tlenek azotu odgrywa ważną rolę w regeneracji włókien mięśniowych, stymulując proliferację KS, angiogenezę i synaptogenezę [147]. miR-222 hamuje ekspresję genów kodujących: inhibitor cyklu komórkowego p27KIP1, kinazę HIPK-1 (ang. Homeodoma-in-interacting protein kinase) oraz czynnik transkrypcyjny HMBOX-1 (ang. Homeobox containing 1), dzięki czemu indu-kuje wzrost i proliferację kardiomiocytów (u sportowców zjawisko zwane kardiomegalią) [148]. Natomiast rola miR-93 w przystosowaniu do obciążeń treningowych nie jest do końca zrozumiana. Niektóre dane wskazują na jego udział w regulacji ekspresji VEGF [149]. Co ciekawe, udowodnio-no że wysiłki wytrzymałościowe zmieniają wzór ekspresji niektórych c-miRNA związanych z funkcjonowaniem ukła-
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				du krążenia (np. miR-142, miR-221, miR-126, miR-146a, miR-27b) (Tabela 3) [117,150].

				Należy pamiętać, że niektóre miRNA ulegają ekspresji zarówno w mięśniach szkieletowych, jak i mięśniu serco-wym. Są to: miR-1, miR-133a, miR-208b, miR-486, miR-499a/b. W związku z tym pochodzenie krążącego we krwi miRNA może być różne. Konieczne jest zatem opracowanie metody pozwalającej na określenie, skąd pochodzą anali-zowane cząsteczki, zanim zostaną stosowane w praktyce diagnostycznej. Wydaje się, że jednoczesna analiza miRNA specyficznych tylko dla mięśni szkieletowych (miR-206, miR-133b) i mięśnia sercowego (miR-208a) może stanowić rozwiązanie problemu ich pochodzenia. Zastosowanie ta-kiego podejścia pozwoli także określić, który narząd jest bardziej wrażliwy na określony protokół treningowy.

				Podsumowanie

				miRNA mają wpływ niemal na wszystkie procesy za-chodzące w organizmach zarówno fizjologiczne, jak i pa-tologiczne. Zrozumienie ich roli w regulacji regeneracji mięśni szkieletowych jest kluczowe dla pełnego poznania mechanizmów molekularnych wpływających na ten proces. miRNA próbuje się wykorzystać jako biomarkery chorób mięśniowych, co ułatwiłoby diagnostykę i wczesne wy-krywanie schorzeń. Ponadto są one potencjalnymi celami terapeutycznymi, a modulacja poziomem miRNA u osób chorych może złagodzić przebieg lub spowolnić rozwój choroby. Jednak sieć regulacji miRNA jest na tyle skompli-kowana i niewystarczająco poznana, że do dziś nie znalazły one zastosowania w klinice. Intensywny wysiłek fizyczny wpływa na zmiany w profilu ekspresji miRNA/c-miRNA, co podkreśla potencjalną rolę regulacyjną tych cząsteczek w systematycznych procesach adaptacji do treningu. Jednak rodzaj, intensywność, długość ćwiczeń, staż treningowy, moment pobierania materiału odzwierciedlają się w charak-terze zaobserwowanych zmian. Z tego względu określenie roli tych cząsteczek w odpowiedzi molekularnej na wysiłek fizyczny jest na razie niemożliwe, a miRNA/c-miRNA nie mogą być uznane za wiarygodne i powtarzalne biomarkery adaptacji do wysiłku.
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				ABSTRACT

				MicroRNAs (miRNAs), although do not encode proteins, they are involved in many biological processes. Here we focus on their role in skeletal muscle development and function. In health, they play an important role during skeletal muscle regeneration by regulating satellite cells quiescence, activation, proliferation, differentiation into myoblasts, and finally formation of myotubes. Moreover, miRNAs play a role in muscles disease development. For this reason, they can be used as disease biomarkers or potential therapeutic targets. Moreover, physical activity also influences the changes in miRNA expression. Certain types of exercises, their duration, and intensity differently impact the expression of many miRNAs.
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STRESZCZENIE
MikxoRNA (miRNA) nie koduja bialek, a jednak odgrywaja ogromng role w wielu pro-
cesach biologicznych, W tym w rozwoju i regeneracji mieéni szkieletowych. miRNA
reguluja procesy zachodzace w trakcie rekonstrukeji migéni, poczawszy od ufrzymywania
Kkomorek satelitowych w stanie spoczynkowym, przez ich aktywacje, proliferacje i rozni-
cowanie w mioblasty, az po fuzje tych komérek prowadzaca do powstania miotub. miRNA
wplywaja takze na przebieg chordb degeneracyjnych mieéni szkieletowych, a ich poziom
jest zmieniony w stanach chorobowych. Z tego powodu uwaza sie, ze moga byé wykorzysta-
ne jako biomarkery choréb lub nawet cele terapeutyczne. Co ciekawe, aktywnoé¢ fizyczna
réwniez wplywa na zmiany poziomu miRNA w tkance migéniowej oraz krwiobiegu. Obser-
wowane roznice w profilach ekspresji tych czasteczek sa zalezne od rodzaju, czasu trwania
oraz intensywnosci treningu.

WSTEP

Mieénie szkieletowe charakteryzuja sie szczegolnymi wlasciwosciami takimi,
jak zdolnosé do regeneracji w odpowiedzi na uszkodzenia mechaniczne (np.
zmiazdzenie, intensywny wysilek fizyczny), termiczne (np. dzialanie wysokiej
lub niskiej temperatury) oraz chemiczne (np. dzialanie toksyn). W przypadku
choréb wplywajacych na funkcjonowanie migéni szkieletowych takich, jak dys-
trofie miesniowe, dochodzi do ciaglej degeneracji tkanki mieéniowej, co objawia
sie znacznym ograniczeniem mobilnosci chorych, a w konsekwencji moze pro-
wadzi¢ do émierci [1]. Réwniez podczas codziennych aktywnosci dochodzi do
mikrouszkodzen i nastepujacej po nich regeneracji wlékien miesniowych. Sza-
cuje sie, ze jadra komérkowe powstajacych w ciagu jednego tygodnia nowych
widkien miesniowych, stanowia okolo 1 do 2% wazystkich jader komérkowych
obecnych w tkance miesniowej [1].

Podstawowa role w regeneradji uszkodzonych wlskien miesniowych odgry-
waja komorki satelitowe (ang. Satellite cells, KS), czyli komoérki macierzyste mie-
éni szkieletowych. Komorki te, zlokalizowane sa miedzy blona wlskna miesnio-
wego (sarkolemmay), a blona podstawna otaczajaca wlékno miesniowe. W odpo-
wiedzi na uszkodzenie tkanki ulegaja aktywacji, proliferuja, réznicuja, a nastep-
nie fuzjuja odtwarzajac tym samym zniszczone wiékna miesniowe [2,3]. Funk-
cjonowanie KS i wlokien miesniowych regulowane jest przez wiele czynnikéw
zarowno wewnatrzkomorkowych, jak i zewnatrzkomeérkowych. Odpowiedz KS
na stan zapalny rozwijajacy sie w uszkodzonym miesniu jest regulowana przez
szereg mechanizmow wewnatrzkomérkowych, do ktorych naleza: i) aktywacja
szlakéw sygnalowych, ii) dzialanie miesniowych czynnikéw regulatorowych
(ang. Myogenic regulatory factors, MRFs) modyfikujacych profil ekspresji genow,
iii) regulacja regeneracji przez mikroRNA (miRNA) [4,5].

Rozw6j miesni i ich homeostaza wymagaja precyzyjnej modulacji ekspresji
genéw przez mechanizmy epigenetyczne, wsréd ktérych regulacyjne dzialanie
miRNA odgrywa kluczowa role [6]. W tej pracy, skupiamy sie na przedstawie-
niu roli miRNA podczas regeneracji miesni szkieletowych, w tym proliferacji,
réznicowaniu KS oraz mioblastéw. Oméwimy takze zagadnienia zwiazane z
potencjalnym wykorzystaniem miRNA jako biomarkeréw odzwierciedlajacych
stan miesni w chorobach degeneracyjnych (dystrofie) oraz po intensywnym wy-
silku fizycznym.

REGENERACTA MIESNI SZKIELETOWYCH
Przebieg regeneracji migsni szkieletowych jest podobny u réznych organi-
2méw (np. myszy, szczura i czlowieka) i dzieli sie na dwa glowne etapy: degene-

racji oraz rekonstrukdji. Podczas degeneracji uszkodzone wiskna migéniowe ule-
gaja stopniowej nekrozie, w wyniku czego dochodzi do uwolnienia czynnikow
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