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Streszczenie: Akwaporyny to transbłonowe białka, które tworzą kanały w wewnętrznych i ze-
wnętrznych błonach komórkowych. Ich wysoka różnorodność molekularna u roślin wiąże się nie tylko 
z symplastycznym transportem wody ale również niektórych niskocząsteczkowych składników organ-
icznych i mineralnych, włącznie z dostarczaniem CO2 do chloroplastów. W związku z tym białka te 
mają znaczący wpływ na szereg procesów fizjologicznych roślin takich jak fotosynteza, kiełkowanie 
i wzrost zalążków, zawiązywanie korzeni bocznych, oraz utrzymanie homeostazy komórek i tkanek 
w warunkach stresowych. Do czynników regulujących bramkowanie kanałów akwaporynowych na-
leżą między innymi: fosforylacja, heteromeryzacja, zmiany pH, stężenie jonów Ca2+ i H2O2, hormony 
roślinne oraz lokalne zmiany ciśnienia. Mechanizmy regulujące za pośrednictwem akwaporyn gosp-
odarkę wodną są wysoce złożone gdyż łączą wyżej wymienione sygnały.

Słowa kluczowe: akwaporyny, bramkowanie, fosforylacja, heteromeryzacja, transport pęcherzykowy 

Summary: Aquaporins are transmembrane proteins that form channels in the inner and outer cell mem-
branes. Their high molecular diversity in plants is related not only to symplastic water movement but 
also to transport of small organic and mineral solutes, including transfer of CO2 into chloroplasts. 
Therefore these proteins have a significant influence on a number of physiological processes as pho-
tosynthesis, seeds germination and growth, lateral roots formation and maintenance of homeostasis 
of cells and tissues under stress conditions. The factors affecting the gating of aquaporins channels 
involve: phosphorylation, heteromerization, pH changes, Ca2+ and H2O2 concentration, plant hormones 
and local water pressure variations. The mechanisms governing aquaporins mediated water manage-
ment are highly complex since they combine above-mentioned signals.
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WSTĘP

Pobieranie wody i utrzymanie homeostazy osmotycznej w komórkach jest 
głównym ograniczeniem napotykanym przez organizmy żywe. Rośliny muszą 
dostosować swoją gospodarkę wodną w odpowiedzi na trudne warunki środowi-
skowe, takie jak susza, zasolenie, niska temperatura, ale także zmiany w natęże-
niu światła, niedobory składników odżywczych lub zakwaszenie gleby. Charak-
terystyka molekularna i funkcjonalna akwaporyn, białek, które ułatwiają dyfuzję 
wody przez błony komórkowe, wykazała ich znaczenie w regulacji odpowiedzi 
na wymienione bodźce środowiskowe [4, 20]. Komórkowy i tkankowy przepływ 
wody u roślin kontrolowany jest dzięki bezpośredniej lub pośredniej regulacji 
aktywności akwaporyn. 

Akwaporyny to małe (od 26 do 35 kDa) [17], transbłonowe białka, które  
tworzą kanały w wewnętrznych i zewnętrznych błonach komórkowych żywych orga-
nizmów. Syntetyzowane są w retikulum endoplazmatycznym (ER), a następnie trans-
portowane wzdłuż szlaku wydzielniczego do błony plazmatycznej [36, 56]. Białka te 
są zbudowane z 6 hydrofobowych alfa-helis transbłonowych połączonych pętlami. 
W centralnej części monomeru akwaporyny znajdują się struktury skróconych he-
lis, ułożone symetrycznie na przeciwległych stronach błony cytoplazmatycznej, po-
łączone pętlami z zewnętrznymi helisami, co tworzy mechanizm otwierania kanału  
(ryc. 1). Akwaporyny z reguły występują jako tetramery, gdzie każdy monomer for-
muje osobny kanał przepływowy. O właściwościach przewodzących akwaporyn bło-
ny komórkowej decyduje kompozycja monomerów, które mogą być kodowane przez 
odrębne izogeny [38]. O kształcie kanału decyduje podwójny konserwatywny motyw 
NPA, zawierający asparaginę, prolinę i alaninę, znajdujący się na obu skróconych he-
lisach, w miejscu sekwencji przylegającym do ściany kanału. N- i C- końce białka są 
skierowane do cytoplazmy [91]. 

Akwaporyny roślinne można podzielić na pięć homologicznych podrodzin: 
PIP – akwaporyny błony komórkowej (ang. Plasma membrane Intrinsic Prote-
in), TIP – akwaporyny tonoplastu (ang. Tonoplast membrane Intrinsic Protein), 
NIP – akwaporyny typowe dla błony peribakteroidalnej (ang. Nodulin 26-like  
Intrinsic Protein), SIP – białka o nieznacznej homologii z akwaporyną 1 człowie-
ka (ang. Small basic Intrinsic Protein) [23] oraz niesklasyfikowane białka błono�-
we XIP [54]. W porównaniu do ssaków, akwaporyny roślinne charakteryzują się  
większą liczbą izoform, odpowiednio 35, 36, 33 u rzodkiewnika, kukurydzy i ryżu 
[18, 47, 79]. Poszczególne izoformy wydają się mieć odrębną rolę we wzroście,  
rozwoju i abiotycznej tolerancji na stres [41]. Najwięcej doniesień odnosi się do  
funkcjonowania akwaporyn błony komórkowej oraz tonoplastowej, ze względu 
na ich potencjalnie ważną rolę w regulacji przepuszczalności hydraulicznej ko-
rzeni i liści oraz osmoregulacji w obrębie cytoplazmy komórkowej. 
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Niektórzy badacze [33] sugerują, że białka PIP mogą regulować cały transport 
wody w komórkach, gdyż pęcherzyki izolowane z błony komórkowej posiadają 
100-krotnie mniejszą przepuszczalność niż pęcherzyki tonoplastowe. Natomiast 
akwaporyny tonoplastowe wydają się mieć kluczową rolę w regulacji osmotycz-
nej niezbędnej w sytuacji stresu suszy czy też zasolenia.

FUNKCJE AKWAPORYN

Do funkcji akwaporyn należy przede wszystkim transport wody, ale dodatkowo 
mogą one transportować niskocząsteczkowe, nienaładowane związki, takie jak: glice-
rol, mocznik, Si, B, CO2, NH3, NH4OH, H2O2, krótkie alkohole [9, 10, 35]. O specy�-
ficzności przewodzenia dla każdego z tych związków decyduje kształt kanału. Mogą 
występować także kanały wielospecyficzne. W zależności od rodzaju związków trans-
portowanych przez kanały białkowe można określić fizjologiczne funkcje akwaporyn.

Wiele akwaporyn ulega wysokiej ekspresji w korzeniach [13, 67, 79], co  
potwierdza istotność tych białek w korzeniowym transporcie wody. Jony rtęci 
(Hg2+), które są blokerem akwaporyn, wiążącym się do reszt cysteinowych we-

RYCINA 1. Schemat budowy monomeru akwaporyn. Cyframi 1-6 zaznaczono domeny transbłonowe, 
literami A-E zaznaczono pętle łączące [19, 91]
FIGURE 1. Model of the aquaporin monomer. Numbers 1-6 indicate transmembrane domains, letters 
A-E indicate connecting loops [19, 91]
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wnątrz lub w pobliżu poru, po raz pierwszy użyte zostały w korzeniach pomidora 
[58], wykazując, że akwaporyny mogą w 70% odpowiadać za wodne przewodnictwo 
korzeni (Lpr). Wynik ten został potwierdzony przez wykorzystanie innych inhibi-
torów akwaporyn (azydek, słabe kwasy), które wykazywały podobne właściwości 
do Hg2+ u Arabidopsis [84]. Akwaporyny również ulegają wysokiej ekspresji w li�-
ściach, gdzie przyczyniają się do przewodnictwa hydraulicznego wewnętrznych 
tkanek [22, 51, 100]. Pierwszy dowód na funkcje akwaporyn w liściach uzyskano 
u słonecznika poprzez hamowanie ich funkcji chlorkiem rtęci [69]. Jednakże udział 
akwaporyn w przewodnictwie hydraulicznym liścia jest znacznie niższy niż w korze-
niach i wynosi odpowiednio dla liści około 25%, a korzeni 70% [72, 84, 92]. Wiele 
rodzajów stresu abiotycznego w glebie, takich jak: zasolenie, niedostatek tlenu lub 
składników odżywczych znacząco zmniejszają Lpr u różnych gatunków roślin [4].

Bor jest niezbędnym składnikiem dla wzrostu roślin, który jednakże może być 
toksyczny gdy obecny jest w wysokich stężeniach. Rola akwaporyn w transporcie 
kwasu borowego po raz pierwszy została zaproponowana przez Dordasa i wsp. [25]. 
AtNIP5;1 reprezentuje pierwszą grupę akwaporyn wykazujących znaczący wkład 
w poborze boru u roślin. Ich ekspresja znacząco się zwiększa w czasie niedoboru 
boru, a aktywność białka w transporcie kwasu borowego została wykazana poprzez 
ekspresję nip5;1 w oocytach żaby lub poprzez zastosowanie roślin typu knock-out 
[88]. Takano i wsp. [86] zaproponowali mechanizm współpracy, w którym AtNIP5;1 
absorbuje kwas borowy [B(OH)3] z gleby, natomiast AtBOR1 działa jako drugorzę-
dowy transporter boranu [B(OH)4-] [87], aby przetransportować boran do ksylemu. 

Krzem jest kolejnym głównym minerałem dla niektórych roślin (odpowiada 
za 10% suchej masy pędów ryżu), który zwiększa odporność na stres biotyczny 
i abiotyczny [27, 29]. Podejście genetyczne pozwoliło na zidentyfikowanie Lsi1 
(OsNIP2;1) jako pierwszego białka transportującego krzem u roślin [57]. OsNIP2;1 
funkcjonuje jako kanał do napływu kwasu krzemowego i razem z transporterem 
Lsi2 ułatwia pobór krzemu z gleby do tkanek [57, 66]. U Arabidopsis, krzem rów-
nież odgrywa rolę w odporności na infekcję grzybami [34]. 

Jony amonowe rzadko są dostępne dla roślin na stanowiskach nieuprawnych, jed-
nak stosowane są jako składnik nawozów mineralnych dla zbóż. Pomimo tego, że 
transportery dla NH4

+ zostały zidentyfikowane dawno temu, początkowo uważano 
że azot amonowy przedostaje się przez błony komórkowe w postaci NH3, głównie 
poprzez dyfuzję swobodną [46]. Jednak dla kilku homologów TIP Arabidopsis i psze-
nicy wykazano zdolność ułatwiania transportu specyficzną dla NH3, co może mieć 
znaczenie dla jego kompartmentacji do wakuoli [43, 46, 55]. Interakcje symbiotycz�-
ne roślin z mikroorganizmami glebowymi mogą dostarczyć ciekawych informacji 
pomagających w zrozumieniu roli akwaporyn w pozyskiwaniu przez rośliny NH4

+/
NH3. Po pierwsze, symbioza mikoryzowa powoduje znaczące zmiany w ekspresji 
akwaporyn u roślin [3, 59, 93]. Swoiste akwaporyny roślin strączkowych, takie jak  
GmNod26 ulegają ekspresji w błonie peribakterioidalnej brodawek wiążących N2 
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[32]. Po drugie, GmNod26 jest akwaporyną transportującą amoniak, która do swej 
domeny C-terminalnej wiąże cytozolową syntetazę glutaminową, aby stworzyć szlak 
metaboliczny i prawdopodobnie zwiększyć w ten sposób asymilację amoniaku [45, 
61]. Po trzecie, niektóre akwaporyny grzybów ulegające symbiotycznej ekspresji wy�-
kazują wysoką przepuszczalność dla NH3 [24] i mogą przyczyniać się do przenosze�-
nia NH3 z cytoplazmy grzyba do rośliny. 

Akwaporyny mogą brać również udział w dyfuzji CO2 w tkankach liści, wyko-
rzystywanego w procesie fotosyntezy. Przesłankami dla tej konkluzji są następujące 
fakty. Aktywność fotosyntezy i przewodnictwo CO2 w komórkach mezofilu u bobu 
i fasoli ulega inhibicji po zastosowaniu chlorku rtęci [89]. Dodatkowo, NtAQP1 i At�-
PIP1;2, z tytoniu i rzodkiewnika, wspomagają transbłonowy transport CO2 w przy-
padku heterologicznej ekspresji w oocytach Xenopus [40]. Modyfikacje genetyczne 
ich funkcji u tytoniu lub Arabidopsis wykazały dodatnią korelację pomiędzy ich eks-
presją a przewodnictwem CO2 mezofilu [40]. NtAQP1 i AtPIP1;2 również znacząco 
przyczyniają się do całkowitego transportu wody w roślinie [72, 81]. Sugeruje to is�-
totną zależność między transportem H2O a CO2 w wewnętrznych tkankach liści. 

Chloroplasty komórek mezofilowych są zwykle ciasno upakowane wzdłuż tej 
części błon komórkowych, które mają kontakt z przestrzeniami powietrznymi łączą-
cymi się z aparatem szparkowym. Dlatego też pierwotnie zakładano, że CO2 dosta-
je się do chloroplastów drogą dyfuzji z pominięciem cytoplazmy [28]. Wykazano  
jednak, że przepuszczalność obu typów błon dla dwutlenku węgla jest czynnikiem 
znacząco ograniczającym jego asymilację [31]. Wyżej wymienione właściwości 
akwaporyny NtAQP1 wskazywały, że jednym z czynników zwiększających współ-
czynnik przewodniości mezofilu dla CO2 (ang. mesophyll conductance, gm) może być 
transport CO2 przez białka kanałowe. Teoretyczne przesłanki sugerują, że taki trans-
port ma znaczenie jedynie w przypadku błon o niskiej przepuszczalności dla CO2. 
W mezofilu sytuacja taka występuje gdyż przepuszczalność błony komórkowej, która 
styka się z przestrzenią podszparkową, jest 5-cio krotnie wyższa niż przylegająca do 
tej błony powierzchnia chloroplastu. Bezpośredniego dowodu potwierdzającego po-
średnictwo akwaporyn dostarczyli Uehlein i wsp. [94], którzy wykazali, że zarówno 
w błonie komórkowej jak i w błonie chloroplastów tytoniu zakotwiczone są kanały 
akwaporyny NtAQP1. Natomiast mutacja genu AtPIP1;2 u Arabidopsis powodowa-
ła zmniejszenie dyfuzji CO2 w liściach oraz fotosyntezy [40]. Dane funkcjonalne, 
wiążące ekspresję akwaporyn z aktywnością fotosyntezy, konduktancją mezofilową 
i szparkową dla CO2, a także zawartością RUBISCO, sugerują, że pośrednictwo ka-
nałów akwaporynowych może być istotnym czynnikiem wpływającym na wydajność 
fotosyntecznej asymilacji CO2 [31, 77, 78] .

Nasiona odgrywają kluczową rolę w cyklu reprodukcyjnym roślin wyższych. 
Większość nasion jest organami silnie odwodnionymi. Rozległa i dobrze zorga-
nizowana wymiana wody jest powiązana z dojrzewaniem i kiełkowaniem nasion, 
uwzględniając ich imbibicję, a następnie rozwój zalążków [99]. U Arabidopsis 
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i grochu, pochodne rtęci zmniejszały tempo kiełkowania nasion oraz ich pęcznie-
nie [96, 98], co sugeruje rolę akwaporyn w tych procesach. 

Stymulującą rolę akwaporyn we wzroście młodych siewek wykazano z uży-
ciem roślin transgenicznych. Dla przykładu, nadekspresja AtPIP1;2 u tytoniu 
znacząco zwiększała wzrost roślin. Transgeniczne rośliny tytoniu z nadekspresją  
AtPIP1;2, wykazują zwiększoną dehydratację liści podczas stresu suszy [1]. Niedawno  
opublikowana praca na temat roli białek PIP w powstawaniu korzeni bocznych [71] 
dostarcza dokładniejszych danych dotyczących roli akwaporyn we wzroście tka-
nek roślinnych. Hormon auksyna, który reguluje wzrost i rozwój korzeni, powoduje 
silną negatywną regulację transkrypcji prawie wszystkich genów PIP i TIP w ko-
rzeniach Arabidopsis, tym samym będąc dobrym regulatorem ekspresji akwaporyn 
w miejscach pojawiania się korzeni bocznych. Auksyna hamuje również transport 
wody w komórkach i w różnych regionach korzeni. 

REGULACJA AKTYWNOŚCI AKWAPORYN ROŚLINNYCH

Rośliny posiadają niezwykłą zdolność do wychwytywania różnych sygnałów 
z otaczającego je środowiska i odpowiednio dostosowania do nich właściwości 
transportu wody. Obecnie znanych jest kilka mechanizmów regulacji aktywności 
akwaporyn, m.in. przez fosforylację, heteromeryzację, zmiany pH, stężenie jonów 
Ca2+ czy też H2O2 i hormony roślinne oraz lokalne zmiany ciśnienia wywoływane 
przepływem wody przez kanał. 

FOSFORYLACJA

Fosforylacja akwaporyn została odnotowana jeszcze przed poznaniem ich funk-
cji i specyfiki.  Była pierwszą znaną modyfikacją, która bezpośrednio wpływała na 
aktywność kanału białkowego. Wykazano fosforylację in vivo i in vitro reszt sery-
nowych na N- lub C- końcu PvTIP3;1 ziarna fasoli (Ser7), SoPIP2;1 liści szpinaku 
(Ser274 i Ser277), i korzeni soi GmNod26 (Ser262) [65]. Dowody wskazują, że fosfo�-
rylacje te spowodowane są przez kinazę błonową zależną od wapnia. Fosforyla-
cja błonowych akwaporyn  Arabidopsis oraz kukurydzy została zaobserwowana 
dzięki spektrometrii mas oraz znakowaniu radioaktywnemu [80]. Heterologiczna 
ekspresja akwaporyn w oocytach Xenopus jest wiarygodną metodą sprawdzenia 
funkcji oraz regulacji akwaporyn. W porównaniu z oocytami kontrolnymi, oocyty 
w których dochodziło do ekspresji akwaporyn w błonie, pęczniały gwałtowniej po 
przeniesieniu do hipoosmotycznego medium. Przydatną cechą tego systemu jest 
możliwość użycia agonistów i antagonistów kinaz i fosfataz, co pozwala zbadać 
rolę fosforylacji w kontroli aktywności akwaporyn. Dla przykładu aktywność ka-
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nału wodnego PvTIP3;1 w oocytach Xenopus, zwiększała się po dodaniu agoni-
sty cAMP który stymulował oocytową kinazę A. Podobnie aktywność SoPIP2;1 
i GmNod26 wzrastała gdy oocyty inkubowano w obecności kwasu okadaikowego 
będącego inhibitorem fosfataz [63]. Fosforylacja roślinnych akwaporyn jest bez�-
pośrednio związana z gwałtownym i odwracalnym bramkowaniem kanału in situ 
[48]. Ponieważ zidentyfikowane in vivo miejsca fosforylacji znajdowały się na cy-
tozolowym N- lub C-końcu białka oraz dane strukturalne na temat tych domen nie 
były dostępne, komputerowy model dla negatywnie naładowanych grup fosfora-
nowych w tych pozycjach nie mógł być zaproponowany. Zatem dodatkowe dane 
są wymagane aby scharakteryzować mechanizm bramkowania regulowany przez 
fosforylację N- lub C-końca. Nie można w chwili obecnej wykluczyć, że fosforyla-
cja roślinnych akwaporyn jest mechanizmem regulacji egzocytotycznego transportu 
białek, jak to zaobserwowano u ssaczej AQP2 [16]. W komórkach kanalika zbior�-
czego nerki, hormon diuretyczny wazopresyna zwiększa poziom wewnątrzkomór-
kowego cAMP, co w konsekwencji prowadzi do aktywacji kinazy A i fosforylacji 
Ser256 AQP2. Fosforylacja AQP2, która zachodzi w pęcherzykach wewnątrzkomór-
kowych, powoduje połączenie się tych pęcherzyków z apikalną częścią błony ko-
mórkowej, co w konsekwencji prowadzi do zwiększenia przepuszczalności błony. 

Oprócz fosforylacji seryn na N- lub C- końcu istnieją eksperymentalne dane 
wskazujące, że fosforylowana może być seryna w cytoplazmatycznej pętli blisko 
pierwszego motywu NPA. Seryna ta jest konserwatywna dla wszystkich roślinnych 
PIP i kilku TIP i zawarta jest w sekwencji Arg/Xaa-Lys-Xaa-Ser-Xaa-Xaa-Arg, któ-
rą mogą fosforylować kinazy białkowe, w tym kinaza zależna od wapnia. Zastąpie-
nie tych reszt serynowych alaniną w SoPIP2;1 lub PvTIP3;1 spowodowało zmniej-
szenie aktywności kanału wodnego gdy którakolwiek ulegała ekspresji w oocytach 
Xenopus [49]. Wysoki stopień konserwatywności tej seryny sugeruje, że pełni ona 
ważną rolę funkcjonalną i strukturalną. Jak dotąd nie zaobserwowano fosforylacji 
tej seryny w eksperymentach in vivo i in vitro. Należy jednak podkreślić, że prze-
ciwciało przeciwko konserwatywnemu białku PIP2 pszenicy zawierającemu fosfo-
rylowaną serynę rozpoznało prążek w oczekiwanym miejscu dla PIP2 w rozdziale 
elektroforetycznym ekstraktu z korzeni kukurydzy [2]. Białka tego nie ujawniono 
po dodaniu inhibitora fosfatazy. 

Regulacja fosforylacji roślinnych akwaporyn może być kontrolowana w zależ-
ności od stopnia rozwoju lub czynników środowiskowych. Dla przykładu, fosfory-
lacja PvTIP3;1 wykrywana in vitro osiągała najwyższe wartości w rozwijających 
się nasionach i ulegała obniżeniu podczas pęcznienia nasion [50], co prawdopo�-
dobnie odzwierciedla wzmożoną fosforylację PsTIP3;1 in vivo podczas tych sa-
mych okresów i sugeruje dynamiczną kontrolę puchnięcia i fuzji wakuol [62].  
Fosforylacja Ser274 SoPIP2;1 była wzmożona przez wzrost potencjału wody liści 
oraz spadała podczas deficytów wody, prawdopodobnie aby zapobiec wypływo-
wi wody z komórek liści [49]. Ostatnio odnotowano, że fosforylacja i defosfory�-
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lacja akwaporyn błonowych u tulipana reguluje otwieranie się płatków kwiatów 
w 20°C i ich zamykanie w 5°C [5]. Obserwacje te były skorelowane ze zmianami 
w transporcie wody z łodygi do płatków, który był zależny od Ca2+. Przykłady te ja-
sno pokazują istotną rolę fosforylacji i defosforylacji roślinnych akwaporyn, nawet 
gdy molekularne konsekwencje tych modyfikacji pozostają nieznane.

HETEROMERYZACJA

Na aktywność akwaporyn może mieć wpływ również oligomeryzajca białek. 
Generalnie akwaporyny występują jako tetrametry, zarówno in vitro jak i in vivo. 
Tetrameryzacja następuje w wyniku interakcji α helis sąsiadujących monome-
rów oraz zewnątrzkomórkowej pętli, która przyczynia się do stabilizacji tetrame-
ru [68]. Wiele eksperymentów pokazało, że różne akwaporyny tworzą stabilne 
homotetramery. Wykazano jednak również, że kilka izoform roślinnych tworzy 
hetrotetramery. Przykładowo heteromery dwóch tonoplastowych akwaporyn 
z nasion soczewicy zostały wykryte w eksperymentach sieciowania (ang. cross-
linking). Inkubacja błon tonoplastowych w obecności odczynnika sieciującego 
wzmagała formowanie się dimerów, trimerów i tetramerów, utworzonych z białek 
o masie 25 i 26 kDa [39]. 

O heteromeryzacji błonowych akwaporyn wnioskowano na podstawie badań 
koekspresji ZmPIP w oocytach Xenopus. Roślinne białka PIP mogą być podzie-
lone na dwie duże grupy, PIP1 i PIP2, na podstawie ich sekwencji i aktywności 
kanału wodnego. Wszystkie PIP2 wykazują wysoką aktywność kanału wodnego 
w oocytach Xenopus lub pęcherzykach drożdży, natomiast PIP1 zazwyczaj w tych 
układach są nieaktywne lub mają bardzo niską aktywność [83, 101]. Koekspresja 
ZmPIP1;2 oraz innej ZmPIP2 w oocytach Xenopus wykazała większą efektyw-
ność tej ostatniej, co było prawdopodobnie efektem usprawnienia transportu PIP2 
do błony komórkowej. Fizyczne interakcje pomiędzy ZmPIP1;2 i ZmPIP2 wyka-
zano przy wykorzystaniu chromatografii powinowactwa, a taka heteromeryzacja 
skutkowała wyższym poziomem ZmPIP1;2 w błonie komórkowej. Pomimo tego, 
że izoformy ZmPIP1;1 i ZmPIP1;2 wykazywały słabą aktywność gdy ulegały 
ekspresji indywidualnie, widoczna była zwiększona ich aktywność gdy ulegały 
ekspresji razem. Również koekspresja ZmPIP1;2 i ZmPIP2;5 powodowała zwięk-
szoną aktywność kanału wodnego, lecz nie obserwowano żadnego efektu współ-
działania ZmPIP1;1 i ZmPIP2;5. Co ciekawe, mutanty ZmPIP1;1LE, w których 
przez substytucję czterech aminokwasów zmieniono sekwencję pętli E na taką 
jak w ZmPIP1;2, w eksperymentach koekspresji zachowywały się identycznie 
jak ZmPIP1;2. Wyniki te wskazują, że heteromeryzacja ZmPIP1 jest wymaga-
na aby te izoformy działały jako funkcjonalny kanał wodny [30]. Wykazano, że 
reszty aminokwasowe w pętli E są ważne w propagowaniu zmian strukturalnych 
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od helisy 6 do motywu NPA. Alternatywnie zmiany w pętli E mogą wpłynąć na 
symetryczny motyw NPA i zmienić aktywność kanału, lub wpływać na strukturę 
międzybłonowej helisy 6, a przez to na oligomeryzację białka. Istotna rola pętli 
E w aktywności akwaporyn została odnotowana wcześniej w chimerach krowiej 
akwaporyny AQP0 i ludzkiej AQP2. 

Dalsze eksperymenty są niezbędne aby ujawnić interakcje akwaporyn w ko-
mórkach roślinnych oraz określić fizjologiczną istotność tych procesów.

TRANSPORT PĘCHERZYKOWY AKWAPORYN

Ukierunkowany transport białek odgrywa również kluczową rolę w ekspresji 
i regulacji akwaporyn roślinnych. Wiadomo, że białka PIP1, wykazują słabą aktyw-
ność transportu wody, gdy podlegają odosobnionej ekspresji w oocytach Xenopus. 
Można to wytłumaczyć nieprawidłowym transportem białek do błony komórkowej 
oocytu [30]. Efekt ten udało się wyeliminować poprzez koekspresję z homologa�-
mi PIP2. Dowód na bezpośrednie oddziaływanie pomiędzy PIP1 i PIP2 został 
uzyskany przez oczyszczanie metodami powinowactwa, koimmunoprecypitacji 
oraz mikroskopii fluorescencyjnego rezonansowego przeniesienia energii (FRET) 
[30, 101]. Potwierdziło to hipotezę, że tworzenie się heterotetramerów może 
pełnić ważną rolę w prawidłowej lokalizacji kanałów wodnych na powierzchni 
komórki roślinnej. Wewnątrzkomórkowy transport roślinnych akwaporyn induko-
wany bodźcem po raz pierwszy został scharakteryzowany u Mesembryanthemum 
crystallinum. Podczas stresu osmotycznego, akwaporyna tonoplastowa McTIP1;2 
zostaje przeniesiona z wakuoli do pęcherzyków wewnątrzkomórkowych poprzez 
wykorzystanie mechanizmu zależnego od glikozylacji [97]. Zaproponowano  
również, że ukierunkowany transport białek PIP i TIP odgrywa ważną rolę w od-
powiedzi korzeni na stres solny i oksydacyjny [36, 56]. Potraktowanie korzeni 
Arabidopsis roztworami soli lub H2O2 powodowało spadek przewodnictwa wod-
nego korzeni (Lpr) o 70% i relokalizację akwaporyn błonowych i tonoplastowych 
[13]. Kolejne badania pokazały, że w ukierunkowanym transporcie izoform PIP, 
wywołanym stresem solnym, pośredniczy kaskada sygnałowa uruchamiana re-
aktywnymi formami tlenu (ROS). Dodatkowo wykazano rolę fosforylacji Ser283 

w ukierunkowanym transporcie białka do odpowiedniego przedziału endosomal-
nego [12, 73]. Zaawansowane techniki mikroskopii fluorescencyjnej wskazują na 
wpływ stresu solnego na dynamikę transportu białek PIP w komórkach epider-
malnych korzeni. Technika mikroskopowa przywracania fluorescencji po foto-
wygaszaniu (FRAP) pokazała, że stres solny zwiększa krążenie akwaporyn bło-
ny komórkowej pomiędzy powierzchnią komórki a endosomami, oddziałując 
na endo- i egzocytozę [56, 60]. Jednak dokładny mechanizm zarządzający tym  
procesem nie został jeszcze poznany. 
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REGULACJA ZALEŻNA OD PH I STĘŻENIA Ca2+

Regulacja akwaporyn przez zmiany stężenia Ca2+ i/lub protonów była wykaza-
na dla ssaczych AQP0, AQP3, AQP6, i roślinnych PIP [70]. Przepuszczalność dla 
wody błony komórkowej komórek korzenia lub zawiesin komórkowych Arabidopsis 
była zmniejszona w obecności wolnego Ca2+ i/lub niskiego pH. Kwasica cytozo-
lowa jest obserwowana podczas anoksji spowodowanej zalaniem gleby i towarzy-
szy jej ograniczenie przepuszczalności wody w komórkach korzenia. Co ciekawe,  
pokazano że w oocytach Xenopus kanały wodne AtPIP2;1, AtPIP2;2, AtPIP2;3 
i AtPIP1;2 zamykają się pod wpływem zmian pH w cytozolu z 7 do 6. Aminokwa-
sem głównie odpowiedzialnym za bramkowanie AtPIP2;2 związane ze zmianą pH 
jest His197, która znajduje się w pętli D. Substytucja His197 przez alaninę (Ala197) 
zmniejsza efekt kwasicy cytozolowej [92]. 

Wysokorozdzielcza analiza krystalograficzna akwaporyny Pichia pastoris po-
kazała, że motyw NPA w centrum kanału oraz inny konserwatywny motyw Arg227 
i His212 blisko wyjścia zewnętrznego, oddziałują z przepływającymi cząsteczkami 
wody. Dzięki tworzącym się przejściowo wiązaniom wodorowym cząsteczki wody 
oddzielane są od siebie i przepychane przez kanał. Odziaływania te decydują o se-
lektywności kanału dla cząsteczek naładowanych, stanowiąc m.in. barierę elektro-
statyczną dla protonów [53]. 

Wraz ze spadkiem pH, cząsteczki wody częściej występują w postaci jonów hy-
droniowych (H3O

+), które zbyt silnie oddziałują ze ścianą kanału, zmniejszając jego 
przepustowość. Model strukturalny sugeruje prawdopodobny mechanizm bramko-
wania zależnego od pH dla AtPIP2;2. Cytoplazmatyczna strona AtPIP2;2, wyłącza-
jąc N-koniec, posiada dużą liczbę zasadowych aminokwasów i ujemnie naładowaną 
powierzchnię. W czasie kwasicy cytozlowej His197 oraz inne histydyny po stronie 
cytozolowej są uprotonowane i posiadają ładunek dodatni. Głównie His103 tworzy 
kluczową część poru kanału [85] i jest wysoce konserwatywna w rodzinie białek 
akwaporyn błonowych (MIP), natomiast pozycje His197 i His264 są wysoce konser-
watywne w roślinnych PIP i dlatego mogą odgrywać ważna rolę u tych izoform. 

Aby zbadać wpływ pH na strukturę AtPIP2;2 stworzono tetrameryczne modele, 
gdzie histydyny 103, 197 i 264 zostały przedstawione jako uprotonowane lub nie. 
Następnie przeprowadzono na tych modelach symulacje dynamiki molekularnej. 
W wyniku symulacji model z histydyną His197 pozbawioną ładunku dodatniego był 
w stanie otwartym, a model z histydyną posiadającą ładunek dodatni w stanie za-
mkniętym, w którym pętla D przykrywała światło poru [19]. Model ten wyjaśnia 
obserwowane efekty u mutantów AtPIP2;2. Substytucja H197D sprawia, że kanał 
jest cały czas otwarty co prawdopodobnie spowodowane jest obecnością ujemnie 
naładowanych reszt kwasu asparaginowego, który zakłóca wiązania jonowe pomię-
dzy pętlą D a ujemnie naładowanym N-końcem. U mutanta H197K obserwuje się 
niewrażliwość kanału na zmiany pH oraz niską jego aktywność, co spowodowane 



AKWAPORYNY ROŚLINNE – FUNKCJE I CZYNNIKI REGULUJĄCE ICH AKTYWNOŚĆ 217

jest dodatnio naładowaną lizyną, która umożliwia, niezależnie od pH, interakcję 
między pętlą D a N-końcem, prowadząc do zamknięcia kanału. Wrażliwość na pH 
u mutanta H197A nie została zniesiona lecz znacząco zmniejszona [92]. Obserwa�-
cje te sugerują przesunięcie się krzywej odpowiedzi na pH oraz udział kwasowych 
aminokwasów takich jak kwas asparaginowy i glutaminowy w „wyczuwaniu” pH. 
Wrażliwość na pH była także zmniejszona u mutantów R194A i D195A, oraz była 
całkowicie zniesiona dla podwójnych mutantów R194A/H197A i D195A/H197A. 
Modele te sugerują że His197 u Arabidopsis odgrywa kluczową rolę w tworzeniu 
„siatki napięciowej”, do której zaliczamy reszty Arg194 i Asp195, które stabilizują 
stan zamknięty kanału poprzez wiązania jonowe z N-końcem AtPIP2;2. Mecha-
nizm prowadzący do redukcji przepuszczalności wody przez błony w obecności 
Ca2+, jaki zaobserwowano w komórkach rzodkiewnika, pozostaje nadal niejasny. 
W przypadku ssaczych AQP0, zmniejszenie poziomu Ca2+ lub pH zwiększało prze-
puszczalność kanału dla wody, natomiast obniżenie obydwu jednocześnie powo-
dowało dalsze zmniejszenie przepuszczalności kanału dla wody [70]. Zwiększanie 
lub zmniejszanie poziomu wewnątrzkomórkowego Ca2+ niwelowało wrażliwość na 
zewnątrzkomórkowy Ca2+, co wskazuje, że ten mechanizm regulacji zachodzi po 
stronie cytoplazmatycznej. Ostatnie dane wskazują, że zmiany poziomu Ca2+ oraz 
pH mogą zachodzić niezależnie od siebie. Wrażliwość AQP0 na pH jest zależna od 
pozycji histydyny w pętli A, natomiast Ca2+ ma oddziaływanie regulacyjne, powo-
dując wiązanie się kalmoduliny do C-końca AQP0. Podobnie jak naładowana hi-
stydyna w pętli A, tak samo jon Ca2+, obecny w rejonie C-końca za pośrednictwem 
kalmoduliny, może reorganizować cząsteczki wody dookoła poru w taki sposób, że 
ogranicza przepływ wody przez kanał wodny [19].

SYGNAŁY CIŚNIENIOWE

Spadek ciśnienia turgorowego (oddziaływanie wnętrza komórki) albo zmiany 
ciśnienia osmotycznego (oddziaływanie ze strony tkanek) mogą skutkować odpo-
wiednio: większym lub mniejszym przewodnictwem kanału akwaporynowego.

Jako sygnał stresu wodnego pomiędzy korzeniem a pędem zaproponowano 
zmiany ciśnienia w ksylemie [21]. Sygnał ciśnienia prawdopodobnie zwiększa  
poziom kwasu abscysynowego (ABA) w pędzie, w odpowiedzi powodując zamy-
kanie się aparatów szparkowych. Zmiana w naprężeniu ksylemu, okaleczenie ksy-
lemu poprzez nacięcie pędu lub liści, zmiany w tempie transpiracji prawdopodobnie 
powodują otwarcie się akwaporyn [64]. 

Zmniejszone naprężenie ksylemu w korzeniach może powodować wzrost ciśnie-
nia turgoru w komórkach korzenia; natomiast u soi turgor korzeniowy spada już 5 min 
po odcięciu wierzchołka pędu [95]. Wyniki te mogą zostać wytłumaczone gradientem 
turgoru w poprzek korzenia. Zmiany gradientu ciśnienia w poprzek komórek korty-
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kalnych korzeni pszenicy i kukurydzy, w szybki sposób wpływają na zmiany w po-
ziomie transpiracji [76]. Należy podkreślić, że Hachez i współpracownicy (2012) 
[37] nie wykazali żadnych znaczących różnic w turgorze komórek kortykalnych 
kukurydzy hodowanej w świetle oraz w ciemności, gdy aparaty szparkowe są za-
mknięte. W tym przypadku przewodnictwo hydrauliczne komórek kortykalnych 
korzenia było wyższe u roślin hodowanych w świetle, co było powiązane z wyż-
szym poziomem mRNA różnych izoform akwaporyn PIP. Być może te sprzecz-
ne obserwacje mogą być wytłumaczone poprzez: różne ścieżki transportu wody 
w poprzek korzenia u różnych gatunków roślin [15], różne rodzaje odpowiedzi  
wykazywane przez różne warstwy komórek kortykalnych, [76], oraz regulację 
związaną z cyklem okołodobowym, przeciwstawne do efektów transpiracji. 

H2O2

Nadtlenek wodoru, który jest reaktywną formą tlenu (ROS), jest produktem 
ubocznym metabolizmu roślinnego, który może być toksyczny przy wysokich stę-
żeniach. Przy niższych stężeniach, może służyć jako cząsteczka sygnałowa podczas 
reakcji roślin na stres zasolenia, suszy i niskiej temperatury. Wiadomo, że niektóre 
izoformy akwaporyn ułatwiają dyfuzję nadtlenku wodoru do cytoplazmy, organelli, 
a także przestrzeni pozakomórkowych, co sprzyja przemieszczaniu się tej sygnalnej 
cząsteczki [11].

Oprócz bycia przypuszczalnym substratem dla pewnych typów akwaporyn [8] 
H2O2 jest silnym inhibitorem akwaporyn i korzeniowego transportu wody. Dla przykła-
du egzogenne H2O2 zmniejszało komórkowe i/lub korzeniowe przewodnictwo wody 
u ogórka i kukurydzy [2, 12]. Podejrzewa się, że u alg H2O2 bierze udział w bram-
kowaniu akwaporyn poprzez mechanizmy bezpośredniej oksydacji aminokwasów 
światła kanału [42], natomiast związek ten nie był wstanie zahamować akwaporyn 
rzodkiewnika po ich ekspresji w oocytach Xenopus. W korzeniach Arabidopsis, H2O2 
oddziałuje raczej poprzez szlaki sygnałowe związane z Ca2+ i fosforylacją, prowadząc 
do relokalizacji białek PIP w wewnątrzkomórkowych pęcherzykach [12]. Jednakże, 
mechanizm ten wydaje się różnić w zależności od gatunku. Dla przykładu nie obser-
wowano żadnego efektu na Lpr poprzez podanie egzogennego H2O2 u kukurydzy [2], 
natomiast niski poziom egzogennego H2O2 zwiększał Lpr u fasoli [7].

HORMONY ROŚLINNE

Hormony roślinne są ważnymi cząsteczkami sygnałowymi, które odgrywają 
istotną rolę w kontrolowaniu pobierania i transportu wody oraz wzrostu roślin, za-
równo w warunkach optymalnych jak i stresowych. W warunkach suszy ABA wpły-
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wa nie tylko na zamknięcie szparek, ale również reguluje funkcjonowanie akwapo-
ryn w całej roślinie. Podawanie roślinom egzogennego ABA [75] oraz obserwacje 
roślin z nadprodukcją lub deficytem ABA [90] wykazały pozytywny wpływ tego 
hormonu na Lpr. W przeciwieństwie, kwas abscysynowy zmniejsza przewodnictwo 
hydrauliczne liści u Arabidopsis poprzez zahamowanie regulacji akwaporyn w ko-
mórkach pochwy okołowiązkowej [72] ze stałym zmniejszeniem fosforylacji kilku 
izoform PIP2 w siewkach [52]. 

Hose i współpracownicy [44] byli pierwszymi, którzy donieśli o tym że  
auksyny (IAA) redukują hydrauliczne przewodnictwo komórek kory pierwotnej 
korzenia. Najnowsze badania wykazały, że auksyna ta u Arabidopsis działa za pośred-
nictwem czynnika ARF7, hamując ekspresję większości PIP zarówno na poziomach 
transkrypcyjnym jak i translacyjnym [71]. ARF7 wcześniej zidentyfikowano jako jeden  
z głównych czynników transkrypcji zaangażowanych w auksyno-zależny rozwój hy-
pokotyla i korzeni bocznych. Kwas salicylowy, hormon wydzielany przy ataku pa-
togena lub podczas stresu abiotycznego, działa podobnie do soli i hamuje ekspresję 
akwaporyn błony komórkowej oraz obniża poziom Lpr poprzez mechanizmy związa-
ne z działaniem ROS [12, 14]. Inne hormony stymulujące wzrost, takie jak giberelina 
3 (GA3) i brasinosteroidy również uczestniczą w regulacji aktywności akwaporyn [6, 
82], ale do tej pory mechanizmy te nie są poznane. Przy okazji badań, obrazujących 
wpływ kwasu salicylowego oraz analogów auksyny na konstytutywne krążenie pę-
cherzykowe białek błony cytoplazmatycznej u rzodkiewnika, wykazano silnie hamu-
jący wpływ tych hormonów na proces endocytozy akwaporyny PIP2 [26, 74].

Etylen może zwiększać przewodnictwo hydrauliczne pędu. Także mechanizm 
związany z ograniczeniem przewodnictwa hydraulicznego liści spowodowanym 
brakiem fosforu, okazuje się być pośredniczony przez etylen. Natomiast spryski-
wanie liści inhibitorem prekursora syntezy etylenu nie znosiło inhibującego efektu 
zranienia pędu na Lpr  [20, 95].

PODSUMOWANIE

Badania przeprowadzone w ostatnich 20 latach, pozwoliły na znaczący postęp 
w poznaniu struktury i funkcji roślinnych akwaporyn. Jednak wciąż daleko nam do 
pełnego poznania ich roli. Akwaporyny wykazują wysoką różnorodność moleku-
larną u roślin a funkcje wielu izoform, nawet u najczęściej badanych organizmów 
takich jak rzodkiewnik czy ryż, nie są cały czas poznane. Uzyskane wyniki jednak 
pokazują, że akwaporyny nie uczestniczą wyłącznie w transporcie wody ale rów-
nież w transporcie licznych niskocząsteczkowych składników organicznych i mi-
neralnych. Białka te mają wpływ na szereg procesów fizjologicznych roślin, takich 
jak: kiełkowanie i wzrost zalążków, zawiązywanie korzeni bocznych, dostarczanie 
CO2 do chloroplastów oraz na utrzymanie homeostazy komórek i tkanek w warun-
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kach stresowych. Aktywność akwaporyn kontrolowana jest przez wiele bodźców 
zewnętrznych jak i wewnętrznych cząsteczek sygnałowych. Mechanizmy regulują-
ce aktywność akwaporyn to między innymi: fosforylacja, heteromeryzacja, zmiany 
pH, stężenie jonów Ca2+ i H2O2, hormony roślinne oraz lokalne zmiany ciśnienia 
zmieniające przepływ wody przez kanał. Mechanizmy regulujące gospodarkę wod-
ną za pośrednictwem akwaporyn są wysoce złożone i łączą różne sygnały, przez co 
na wiele pytań nie ma dotychczas odpowiedzi.
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