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Streszczenie
Białka zapasowe roślin strączkowych są jednym z głównych składników diety człowieka i zwie-
rząt. Zgromadzone w ich nasionach składniki mają przy tym walory prozdrowotne, wspomaga-
jące zapobieganie wielu chorobom cywilizacyjnym. Jednak nadal isnieje wiele niejasności na 
temat mechanizmów wytwarzania pełnowartościowych nasion. Trudno też wskazać, który ze 
składników nasion i w jakiej ostatecznej postaci jest odpowiedzialny za zaobserwowane dzia-
łanie ochronne in vivo. W artykule, na tle różnych rodzajów białek zapasowych, przedstawiono 
te, odkładane głównie u strączkowych. Scharakteryzowano je na przykładzie białek grochu 
(Pisum sativum); przedstawiono mechanizmy towarzyszące ich biosyntezie oraz transportowi 
do poszczególnych przedziałów komórkowych. Omówiono sposoby ich potranslacyjnego 
przetwarzania, proces segregacji i składowania w przeznaczonych do tego celu wakuolach. 
Zebrano dotychczasową wiedzę na temat procesu, w wyniku którego zgromadzone w nasionach 
depozyty białkowe stają się gotowe do wykorzystania. 

strączkowe • leguminy • wiciliny • konwiciliny • ciała białkowe • wakuole lityczne • wakuole magazynu-
jące białka • transport pęcherzykowy

Summary

Storage proteins of legumes are one of the main components of the human and animal diet. 
The substances collected in their seeds have the pro-health values, supporting the prevention 
of many civilization diseases. However, there are still many uncertainties about the mecha-
nisms leading to the production of nutritious seeds. It is also difficult to identify which of 
their constituents and in what final form are responsible for the observed protective effects 
in vivo. In this work, on the background of different types of storage proteins, these deposited 
mainly in legumes were in the focus of interest. They were characterized on the example of 
pea (Pisum sativum) proteins. Mechanisms associated with their biosynthesis and transport to 
specific cellular compartments was presented. Ways of their post-translational processing, 
segregation and storage in the specific vacuoles were also discussed. Therefore, the paper 
presents the state-of-the-art knowledge concerning the processes making the accumulated 
protein deposits ready to use by plants, animals and humans.

legumes • legumin • vicilin • convicilin • protein bodies • lytic vacuole • protein storage vacuole • vesicu-
lar transport
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Wstęp

W prawidłowo funkcjonujących organizmach żywych, 
komórkowy poziom każdego białka utrzymywany jest 
w stanie równowagi dynamicznej, będącej wypadkową 
procesów ich biosyntezy i rozpadu. Ciągłe przemiany 
białek, odbywające się podczas życia każdego organizmu, 
pozwalają na utrzymanie w komórkach kompletnego 
zestawu enzymów, białek strukturalnych i regulatoro-
wych, a także na formowanie niezbędnych do realizacji 
programów rozwojowych nowych białek, w odpowie-
dzi na sygnały środowiska, zarówno zewnątrz-, jak 
i wewnątrzkomórkowego . Każde białko stanowi pew-
nego rodzaju rezerwę aminokwasów, która po jego 
degradacji, może zostać w pełni lub częściowo wyko-
rzystana do biosyntezy nowych białek. Jednak w czasie 
ontogenezy roślin, dostępność wolnych aminokwasów 
często nie pokrywa się czasowo i przestrzennie z zapo-
trzebowaniem na te substraty. W trakcie ewolucji poja-
wiły się więc swoiste białka zapasowe, przystosowane 
do długoterminowego przechowywania aminokwasów 
w nasionach [38].

Rośliny odkładają białka w zarodku i komórkach wege-
tatywnych, aby zapewnić rezerwy węgla, azotu i siarki, 
potrzebne do późniejszego wzrostu i rozwoju [24]. For-
mowanie i akumulacja białek zapasowych pozwala na 
wykorzystywanie wcześniej zgromadzonych rezerw 
w odpowiednim dla rośliny czasie [38]. Białka zapasowe 
mają wysoki stosunek N/C, co wynika ze znacznego 
udziału amidów i argininy w ich składzie aminokwa-
sowym i ma związek z funkcją magazynowania azotu. 
Polimeryzacja podczas biosyntezy pozwala składować 
aminokwasy w stanie osmotycznie nieaktywnym. W cza-
sie formowania, białka zapasowe są chronione przed 
przedwczesną degradacją przez kilka mechanizmów. 
Głównym mechanizmem jest oddzielenie ich od cytopla-
zmy w wyspecjalizowanych, otoczonych błoną organel-
lach, nazywanych ciałami białkowymi [38].

Białka zapasowe

Zmagazynowane w nasionach białka zapasowe, ze 
względu na dużą wartość odżywczą, stały się zarówno 
istotnym składnikiem diety człowieka, jak i ważnym 
składnikiem pasz zwierzęcych, mających wpływ na 
jakość uzyskiwanych produktów mięsnych. Spożywane 
alternatywnie do białek pochodzenia zwierzęcego są 

nie tylko źródłem związków strukturalnych czy ener-
getycznych, ale również mogą pełnić rolę bioaktywną, 
będąc prekursorami biologicznie aktywnych peptydów, 
mających różnorodne fizjologiczne funkcje [50,53]. Naj-
bogatszym źródłem białek roślinnych są nasiona roślin 
strączkowych np.: soi, fasoli, grochu, łubinu, socze-
wicy itp. Zainteresowanie roślinami strączkowymi stale 
rośnie, zarówno ze względu na wzrost liczby ludno-
ści na świecie, jak i wzrost cen rynkowych surowców 
sojowych, w całości importowanych z rynków pozaeu-
ropejskich oraz konieczność stosowania w rolnictwie 
ekologicznym organizmów wolnych od modyfikacji 
genetycznych [10,53]. Powszechnie uznaje się, że rośliny 
strączkowe przyczyniają się skutecznie zarówno do 
zrównoważenia diety, jak i działają prozdrowotnie, zapo-
biegając chorobom sercowo-naczyniowym czy cukrzycy 
typu 2. Zwracają również uwagę właściwości antynowo-
tworowe, hipocholesterolemiczne i hipotensyjne białek 
pochodzących z roślin strączkowych. Przypisuje się im 
również udział w kontroli homeostazy lipidów i glukozy 
oraz w zapobieganiu otyłości [7,10,30,53]. Jednak nadal 
nie jest wyjaśnione, które składniki nasion są odpowie-
dzialne za zaobserwowane działanie ochronne in vivo, 
dlatego niezmiernie ważna jest ich szczegółowa analiza.

Białka w nasionach roślin strączkowych stanowią od 
około 200 g/kg suchej masy u grochu i fasoli do 380-
400 g/kg u soi i łubinu. Białka zapasowe, ze względu na 
różnice w rozpuszczalności, podzielono na 4 kategorie: 
albuminy – rozpuszczalne w wodzie i buforach wodnych 
o neutralnym pH, globuliny – rozpuszczalne w roztwo-
rach soli, prolaminy – rozpuszczalne w alkoholach oraz
gluteliny – rozpuszczalne w roztworach kwaśnych lub
zasadowych [43,53].

Albuminy są akumulowane w wielu nasionach, szczegól-
nie oleistych, często oprócz innych białek zapasowych 
np. u słonecznika Helianthus annuus (SFAs, Sun Flower 
Albumins), a napiny u rzepaku Brassica napus. Dobrze 
poznano również albuminy występujące u Bertholletia 
exelsa (białko Ber e1), u Ricinus communis (białka RicC1 
i RicC3) oraz u soi Glycine max (białka AL1 i AL3) i gro-
chu Pisum sativum (białka PA2). Albuminopodobne białka 
zapasowe odkładają również paprocie, np. matteucina 
w zarodnikach Matteucia struthiopteris [8,51,53].

Najbardziej rozpowszechnione w roślinach są globuliny, 
np. wicilina, konwicilina i legumina u Vicia faba i Pisum 
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ków. Heterogeniczność wywodzi się z kombinacji wielu 
czynników. Jest wynikiem m.in. ekspresji kilku nie-
wielkich wielogenowych rodzin, których indywidualne 
geny są blisko spokrewnione i kodują różne sekwencje 
pierwotne. Innymi czynnikami są modyfikacje post-
transkrypcyjne, proteolityczne procesy różnicujące 
i glikozylacja [16,41]. Niektóre podjednostki wicilin są 
cięte wskutek potranslacyjnej proteolizy zaraz po bio-
syntezie, dając w rezultacie peptydy o masach cząstecz-
kowych 12,5-33 kDa [20,21,45]. Wielkość powstałych 
fragmentów zależy od tego, czy podjednostka wiciliny 
rozszczepiana była w jednym, czy w dwóch miejscach 
potencjalnej obróbki: w miejscu α:β i/lub miejscu β:γ 

sativum, konglicynina i glicynina u Glycine max, faseolina 
u Phaseolus vulgaris, krucyferyna u Brassica napus, alfina 
i medykagina u Medicago sativa, kanawalina i konkana-
walina A u Cannavalia sp. oraz heliantynina u Helianthus 
annuus [51].

Prolaminy są charakterystyczne dla roślin jednoliścien-
nych. Typową cechą prolamin jest duża zawartość pro-
liny i glutaminy (30-70%). Są jednak znaczne różnice 
w strukturze pierwszorzędowej prolamin występujących 
u Triticeae (pszenica, jęczmień i żyto) oraz u Panicoideae 
(kukurydza, sorgo i proso). W obu grupach występują 
prolaminy bogate w siarkę i prolaminy ubogie w siarkę. 
Do najlepiej poznanych prolamin należą: α-, β-, γ- 
i δ-zeiny u Zea mays, β-, γ-hordeiny u Hordeum sp. i α-, 
γ-gliadyny u Triticum sp. [24].

Gluteliny, razem z prolaminami, są główną grupą białek 
zapasowych w bielmie roślin jednoliściennych. Do naj-
bardziej poznanych należą m.in.: hordenina u Hordeum 
vulgare, glutenina u Titicum aestivum czy oryzeina u Oryza 
sativa [51].

Globuliny strączkowych na przykładzie Pisum sativum

Białka magazynowane w liścieniach grochu (Pisum sati-
vum) charakteryzują się dużą zawartością izoleucyny, 
leucyny, fenyloalaniny i lizyny, której niewielkie ilości 
znajdują się w innych białkach pochodzenia roślinnego, 
występujących np. w zbożach [32,53]. Białka zapasowe 
u Pisum sativum należą głównie do globulin i dzielą się 
na dwie grupy różniące się stałą sedymentacji: 11S legu-
miny oraz 7S wiciliny i konwiciliny (ryc. 1). Są syn-
tetyzowane jako propolipeptydy o różnych masach 
cząsteczkowych. Ich proteolityczna obróbka następuje 
w wakuolach magazynujących białka – PSV (protein 
storage vacuole) [27,58]. Proporcje legumin i wicilin 
są determinowane genetycznie i środowiskowo [6,35]. 
U grochu, stosunek 7S/11S globulin mieści się w zakresie 
1,2-8,0, w zależności od odmiany, a nasiona mogą zawie-
rać średnio 14-31% białek [19].

Wszystkie leguminy składają się z dwóch polipepty-
dów o różnych rozmiarach nazywanych łańcuchami 
α (około 40 kDa) i β (około 22 kDa), połączonych most-
kiem dwusiarczkowym (ryc. 1). Obydwa polipeptydy są 
kodowane przez wspólne mRNA. Powstały w wyniku 
translacji wspólny prepropolipeptyd jest następnie 
transformowany w ER do odpowiednich propolipepty-
dów. Propolipeptydy są cięte na dojrzałe łańcuchy α i β 
przez limitowaną proteolizę w PSV [58]. 

Wiciliny i konwiciliny składają się z pojedynczych łań-
cuchów [38]. Wiciliny stanowią około 35% całkowitej 
zawartości białek w dojrzałych nasionach Pisum sativum. 
Globuliny te są trimerami o masie 150-170 kDa, skła-
dającymi się z trzech podjednostek o masach około 50 
kDa (ryc. 1) [16,41,45,58]. Wiciliny są heterogeniczne, 
ponieważ każda z trzech podjednostek może wykazywać 
wysoki stopień polimorfizmu u poszczególnych gatun-

 

Ryc. 1. Przetwarzanie globulin u grochu (wg [58], zmodyfikowano). Wszystkie 
globuliny mają peptyd sygnałowy kierujący do wnętrza ER, który jest usuwany 
współtranslacyjnie podczas wchodzenia białka do światła ER. Leguminy cięte 
są przez enzymy wakuolarne na dwie podjednostki (kwasową i zasadową), 
które zostają następnie połączone mostkiem dwusiarczkowym. Wiciliny 
mają dwa miejsca potencjalnego cięcia (A i B) w zależności od izoformy. 
Rozszczepienie w obu miejscach daje fragmenty α, β, γ, rozszczepienie w 
miejscu A daje fragmenty (α) i (β+γ), natomiast rozszczepienie w miejscu 
B daje fragmenty (α+β) i (γ). Nie wykazano czy konwiciliny przechodzą 
jakieś modyfikacje post- lub współtranslacyjne, inne niż usunięcie peptydu 
sygnałowego
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W miarę przesuwania się łańcuchów polipeptydowych 
do wnętrza siateczki, podlegają one fałdowaniu i przy-
bierają charakterystyczną dla siebie konformację prze-
strzenną. Nad prawidłowym fałdowaniem polipeptydów 
czuwają białka opiekuńcze – chaperony, np. białko wią-
żące – BiP (Binding Protein) [18,47]. Białka BiP otaczają 
na pewien czas nowo powstałe polipeptydy białek zapa-
sowych w świetle ER, a po spełnieniu swojej roli są uwal-
niane w sposób zależny od ATP [38]. W świetle ER białka 
są poddawane ścisłej kontroli jakości. Nieprawidłowo 
uformowane białka pozostają związane z BiP w świe-
tle ER, gdzie następuje próba przywrócenia im natyw-
nej struktury. Białka, których nie udało się odpowiednio 
złożyć, ulegają degradacji określanej jako ERAD (ER–
associated protein degradation). W procesie dyslokacji 
białka te są transportowane do cytosolu, a tam ostatecz-
nie degradowane przez system proteasomów [36,47,63].

W przyjęciu prawidłowej struktury niektórych białek, 
bardzo ważną rolę odgrywa tworzenie mostków dwu-
siarczkowych, które kowalencyjnie łączą reszty cyste-
iny w łańcuchach białka. Połączenia te pozwalają nadać 
cząsteczkom białka termodynamicznej i mechanicz-
nej stabilności oraz kontrolować właściwe fałdowanie 
i aktywność. Wprowadzenie mostków dwusiarczkowych 
do polipeptydu wymaga współpracy pary enzymów: 
oksydoreduktazy (np. ER oksydoreduktazy 1 – ERO1) 
i izomerazy disiarczkowej białek PDI (protein di–sul-
fide isomerase). ERO1 generuje mostki dwusiarczkowe 
de novo, natomiast PDI – występująca tylko w ER, może 
zmienić układ mostków dwusiarczkowych w syntety-
zowanym białku, dzięki oddziaływaniu swojej reszty 
cysteiny z mostkiem dwusiarczkowym białka. Oprócz 
mostków międzyłańcuchowych mogą występować rów-
nież wewnątrzłańcuchowe dwusiarczkowe połączenia, 
które przyczyniają się do utrzymania struktury tetra-
merycznej [43]. Mostki dwusiarczkowe tworzone są mię-
dzy łańcuchami α i β legumin, natomiast w wicilinach 
nie występują [38].

Glikozylacja polega na dodaniu do prekursorów bia-
łek zapasowych reszt cukrowych bogatych w mannozę 
[51]. Proces ten może zachodzić już podczas transloka-
cji białka do światła ER lub dopiero w aparacie Golgiego. 
Glikozylacja niektórych białek warunkuje ich aktyw-
ność, a innym jedynie ułatwia dojrzewanie i chroni 
przed degradacją proteolityczną. Glikozylacja może być 
również istotna dla ochrony białek w czasie wysychania 
nasion [51]. Leguminy na ogół nie ulegają glikozylacji, 
z wyjątkiem polipeptydu leguminy łubinu. U Pisum sati-
vum glikozylowana jest niewielka część wicilin [38].

Oligomeryzacja polega na łączeniu kilku łańcuchów 
białek w jedną cząsteczkę. Proces ten może zachodzić 
współtranslacyjnie, potranslacyjnie lub następować po 
fałdowaniu poszczególnych jednostek. Jeżeli fałdowanie 
następuje z udziałem chaperonów, to do oligomeryzacji 
może dojść dopiero po odłączeniu białek opiekuńczych. 
Oligomeryzacja może zachodzić w świetle ER lub w dik-
tiosomie. Białka oligomeryczne mogą się składać z takich 

(ryc. 1). W wyniku rozszczepienia powstają odpowied-
nio polipeptydy o masach: 33 kDa (αβ), 30 kDa (βγ), 19 
kDa (α), 13,5 kDa (β) i 16 lub 12,5 kDa (γ) [41]. Powstałe 
polipeptydy pozostają związane z niezmienionymi pod-
jednostkami w natywnym oligomerze 150skDa [5,45].

Konwiciliny (około 70 kDa), są bardzo podobne budową 
do wicilin. Wyodrębnianie tych białek jako trzeciej grupy 
globulin u Pisum sativum wydaje się wątpliwe. Według 
niektórych autorów, powinny być uważane raczej za  
α-wiciliny (ryc. 1) [5,41,58].

Biosynteza białek w ER

Proces translacji rozpoczyna się od syntezy sekwencji 
aminokwasów zwanej peptydem sygnałowym, która jest 
odpowiedzialna za współtranslacyjny transport prekur-
sorów białek zapasowych z cytoplazmatycznej strony 
ER do jego światła. Peptyd sygnałowy jest początkowym 
(N–terminalnym) fragmentem łańcucha o długości 15-29 
aminokwasów. Wyróżnia się w nim: region h – zbudo-
wany z aminokwasów hydrofobowych, region n – zbudo-
wany z 2-5 aminokwasów, mający ładunek dodatni oraz 
region c – zbudowany z około 7 aminokwasów polar-
nych. Nie wykryto homologii peptydów sygnałowych 
działających w różnych komórkach, a ponadto odmienne 
peptydy mogą kierować różne białka do światła ER w tej 
samej komórce. Możliwe jest, że zróżnicowanie odcin-
ków sygnałowych umożliwia skierowanie różnych bia-
łek do odmiennych obszarów ER [26,40].

Podczas translacji białka, peptyd sygnałowy jest począt-
kowo ukryty w kanale dużej podjednostki rybosomu. Gdy 
długość syntetyzowanego łańcucha peptydowego przekro-
czy 30-40 aminokwasów, koniec NH2 i następujące po nim 
aminokwasy zaczynają wysuwać się do cytoplazmy. Rezy-
dujące w cytoplazmie cząsteczki rozpoznające sygnał – SRP 
(Signal Recognizing Particle) przyłączają się, każda do jed-
nego odcinka sygnałowego, blokując jednocześnie miejsce 
A w rybosomie i wstrzymując biosyntezę białka. Utworzony 
kompleks SRP–rybosom wiąże się z receptorem SRP w bło-
nie siateczki endoplazmatycznej. Cząsteczka SRP pozostaje 
związana ze swoim receptorem przez krótki czas, pozwa-
lający jednak peptydowi sygnałowemu na odnalezienie 
i otwarcie kanału translokacyjnego w błonie ER. Po odłą-
czeniu i uwolnieniu SRP do cytoplazmy, rybosom pozostaje 
związany z błoną siateczki endoplazmatycznej, synteza 
białka zostaje wznowiona, a syntetyzowany polipeptyd 
przeciska się kanałem translokacyjnym, utworzonym przez 
zgrupowane białka, do wnętrza siateczki śródplazmatycz-
nej. Gdy łańcuch białkowy ma długość około 70-90 amino-
kwasów, peptyd sygnałowy jest odcinany przez peptydazę 
sygnałową. Proteolityczne usunięcie odcinka sygnałowego 
powoduje uwolnienie peptydu do światła siateczki i jest 
jednym z warunków zachodzących później modyfikacji 
potranslacyjnych [13,38,49]. Przed opuszczeniem ER pre-
kursory białek zapasowych mogą być obiektem potran-
slacyjnej obróbki, polegającej na glikozylacji, tworzeniu 
mostków dwusiarczkowych, składaniu przez chaperony 
i oligomeryzacji [38,62].
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w bardzo wielu odmianach, a w różnych szlakach trans-
portu biorą udział różne kompleksy SNARE. Kompleksy 
SNARE odgrywają ważną rolę w transporcie wakuolar-
nym i biogenezie wakuol. Są zaangażowane w fuzję błon 
PVC i wakuol, co odgrywa kluczową rolę w rozwoju i doj-
rzewaniu nasion [11,12,23].

Między aparatem Golgiego a ER odbywa się również 
transport retrogradowy, prowadzony z udziałem pęche-
rzyków opłaszczonych zwanych COPI (coat protein com-
plex I). Pęcherzyki COPI prowadzą zwrotny transport 
białek do ER (np. białek błędnie skierowanych do diktio-
somu), jak również transport substancji między cyster-
nami aparatu Golgiego, najczęściej od strony trans do 
cis. Ukształtowanie pęcherzyków COPI inicjuje GTPaza 
ARF1, która gromadzi heptameryczne kompleksy bia-
łek płaszcza. Kompleksy składają się z dwóch podjedno-
stek: trimeru złożonego z α–COP, β’ε– COP i ε–COP oraz 
tetrameru złożonego z β–COP, γ–COP, δ–COP, and ζ–COP. 
Przy tworzeniu pęcherzyka zachodzi selekcja białek sta-
nowiących jego cargo, m.in. przez łączenie się z trans-
błonowym białkiem receptorowym. Aby wypełniony 
białkami pęcherzyk COPI mógł się połączyć z błoną orga-
nelli docelowej, musi dojść do odpłaszczenia, co zachodzi 
przy aktywnym udziale ARF1. Odpłaszczenie umożliwia 
interakcję v–SNARE obecnych w błonie pęcherzyka oraz 
t–SNARE w błonie docelowej [14,23,48,55].

Wakuole roślinne

Wakuola jest przestrzenią zawierającą sok wakuolarny, 
odgraniczoną od cytoplazmy błoną, zwaną tonopla-
stem. Głównym składnikiem soku wakuolarnego jest 
woda, w której są rozpuszczone składniki nieorganiczne 
i organiczne. Wśród składników nieorganicznych wystę-
pują jony K+, Na+, Ca2+, Mg2+, Cu2+, Cl-, SO2

4
-, H2PO4

- i HCO3
-, 

natomiast wśród organicznych wyróżnia się wolne ami-
nokwasy, kwasy z cyklu kwasów trójkarboksylowych, 
sacharozę, maltozę i fruktozę. Składnikami soku mogą być 
również metabolity wtórne, takie jak glikozydy antocyja-
nowe, glikozydy flawonowe, alkaloidy i garbniki. W waku-
olach są magazynowane również składniki zapasowe 
w postaci białek, polisacharydów i tłuszczów [15,17,64].

Przyjmuje się trzy różne sposoby powstawania wakuol. 
Mogą być wynikiem wytwarzania pęcherzyków przez 
siateczkę śródplazmatyczną bądź wynikiem jej lokal-
nego rozszczepienia. Wakuole mogą też powstawać 
z pęcherzyków wytwarzanych przez aparat Golgiego lub 
z rozpadu dużych wakuol na mniejsze [15,59]. 

W komórkach roślinnych występują co najmniej dwa 
różne typy wakuol: wakuole lityczne – LV (lytic vacuole), 
które są spokrewnione z lizosomami ssaków oraz waku-
ole magazynujące białka – PSV (protein storage vacu-
ole) charakterystyczne dla roślin. Wakuole lityczne są 
typowe dla komórek wegetatywnych, a wakuole magazy-
nujące są głównie w tkankach magazynujących nasion. 
Wyjątek stanowią wegetatywne wakuole magazynujące, 
które są formowane w warunkach stresowych [15,62].

samych podjednostek – homooligomerów lub z różnych 
podjednostek – heterooligomerów. Proleguminy i wici-
liny ulegają trimeryzacji w świetle ER i w tej postaci są 
transportowane z ER do PSV [2,38].

Transport białek z ER do aparatu Golgiego

U roślin transport białek z ER do strefy cis aparatu 
Golgiego – czyli transport anterogradowy, zachodzi 
z udziałem powstających na błonie ER, opłaszczonych 
pęcherzyków COPII (coat protein complex II). Pęche-
rzyki powstają w miejscach eksportu z ER określanych 
jako ERES (ER, export sites), które są rejonami błony 
niezawierającymi rybosomów. Obszary te, rozciągają 
się zazwyczaj na długości około 40 nm. Przekazanie 
ładunku (cargo) z ER do aparatu Golgiego może nastą-
pić wtedy, gdy strefa cis diktiosomu znajduje się naprze-
ciwko ERES [4,23,31]. Ponieważ diktiosomy poruszają 
się w komórce wzdłuż włókien mikrofilamentów akty-
nowych z dużą prędkością, wynoszącą do 4 μm/s [31], 
powstawanie pęcherzyków COPII również musi prze-
biegać bardzo szybko. Nie można jednak wykluczyć 
istnienia innego niż pęcherzyk połączenia między ER 
i diktiosomem. Badania Martiego i wsp. [31] wykazały, 
że diktiosomy mogą być połączone z ER, nie wiadomo 
jednak, jakie białka biorą w tym udział oraz czy połą-
czenie takie zachodzi na całej powierzchni cysterny cis, 
czy tylko w specjalnych miejscach. Dynamiczne połącze-
nie powstawałoby w czasie odpłaszczania pęcherzyka 
z udziałem GTPazy Sar1, zapewniając czasowe połącze-
nie między organellami [31].

Ważną funkcję w transporcie z ER do cysterny cis dik-
tiosomu odgrywają GTPazy. Regulują rekrutację białek 
płaszcza do błony oraz ich późniejszą dysocjację, np. 
GTPaza Sec16 wyznacza miejsce powstania pęcherzyka 
na błonie ER. Białka płaszcza błony - heterodimery 
Sec23/24 oraz Sec13/31 polimeryzują na powierzchni 
błony formując kompleksy, które ją stopniowo defor-
mują na kształt opłaszczonego pęcherzyka COPII. Nato-
miast GTPaza Sar1 bierze udział w selekcji cargo do 
pęcherzyka. Tworząc kompleks z Sec23/24 różnicuje 
białka wydzielnicze od rezydujących w ER. Sar1 odgrywa 
też ważną rolę w odpłaszczeniu pęcherzyka i ekspozy-
cji błony podczas fuzji z aparatem Golgiego [4,14,31]. 
Główną rolę na wielu etapach ruchu pęcherzyków 
odgrywają również małe GTPazy z rodziny białek Rab. 
Białka Rab uczestniczą w procesie formowania pęche-
rzyków, w transporcie za pośrednictwem cytoszkieletu 
oraz w zakotwiczaniu do błony docelowej, gdyż wcho-
dzą w interakcje z białkami SNARE (soluble N–ethylma-
leimide–sensitive factor attachment protein receptor). 
SNARE to klasa białek błonowych niezbędnych do fuzji 
błon pęcherzyków z błoną organelli docelowych. Wyróż-
nia się dwa typy receptorów SNARE: v–SNARE (vesi-
cular–SNARE), występujące w błonie pęcherzyka 
transportującego, oraz t–SNARE (target–SNARE) będące 
elementem błony organelli docelowej. Białka v–SNARE 
wiążą się z białkami t–SNARE tworząc kompleks, a wią-
zanie to prowadzi do fuzji błon. Białka SNARE występują 
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stają się i stopniowo wypierają LV w liścieniach Pisum 
sativum [15,17]. Przemawia za nią również regeneracja 
wakuol w ewakuolizownych protoplastach. Tonoplasty 
nowo powstających wakuol pochodzą z ER lub powstają 
w cytoplazmie w postaci autofagosomów, które następ-
nie się łączą [15].

Główną funkcją LV jest trawienie białek i innych związków, 
jak również odzyskiwanie z nich cennych dla komórki 
składników oraz utrzymywanie turgoru, w związku z aku-
mulacją większości wody i minerałów w komórce [39]. LV 
służą również jako miejsca składowania ksenobiotycznych 
i toksycznych składników, mogących zaburzać przebiega-
jące w cytoplazmie procesy biochemiczne. W LV prze-
trzymywane są również, zaangażowane w obronę przed 
patogenami i roślinożercami, białka oraz metabolity 
wtórne, które są uwalniane w odpowiedzi na atak i uszko-
dzenia komórki [29]. LV zawierają liczne enzymy hydro-
lityczne, takie jak proteazy, glikozydazy, lipazy, nukleazy 
i peroksydazy. Wewnątrz wakuoli utrzymywane jest pH 
na poziomie 5,5-6,0. W utrzymaniu wewnętrznego środo-
wiska, główną rolę odgrywa tonoplast oraz wakuolarna 
ATPaza (vacuolar ATPase, V-ATPase) i wakuolarna pyro-
fosfataza (pyrophosphatase V-PPase), które katalizują 
zależny od ATP transfer protonów przez tonoplast. Ich 
aktywność tworzy gradient protonów i potencjał bło-
nowy, dzięki czemu możliwy jest aktywny transport przez 
błonę. Tonoplast jest selektywną błoną zawierającą liczne 
kanały oraz białka transportowe, które prowadzą prze-
pływ substancji organicznych i jonów między cytoplazmą 
i wakuolą. Przepływ metabolitów nieorganicznych jest 
prowadzony przez specyficzne kanały jonowe lub trans-
portery, podczas gdy substancje organiczne są przemiesz-
czane za pomocą tzw. transporterów ABC (ATP – binding 
cassette transporters). Ruch wody przez tonoplast jest 
ułatwiony przez kanały wodne tzw. akwaporyny [15,29].

Funkcją PSV jest magazynowanie minerałów i białek, 
które są kluczowe dla rozwoju zarodków przed i w cza-
sie kiełkowania [29]. Do mniej poznanych funkcji należy 
składowanie fosforu i innych minerałów, składników 
ochronnych, takich jak lektyny i chitynazy oraz enzymów 
proteolitycznych. Nieliczne PSV, których obecność stwier-
dzono w komórkach liści, funkcjonują najprawdopodob-
niej jako tymczasowy magazyn azotu (na czas wzrostu 
wegetatywnego) lub przechowują białka obronne, zwią-
zane z odpowiedzią na patogen [44]. PSV są dużo mniej-
sze niż LV, występują licznie i są często umiejscowione 
w centrum komórki. Budowa ich tonoplastu nie jest tak 
dobrze poznana jak LV, wiadomo jednak, że mają podobny 
skład białek. Wewnątrz PSV pH waha się w granicach 4,9-
5,5. Podobnie jak LV, PSV są zdolne do autofagii, która 
jest wykorzystywana przy pobieraniu magazynowanych 
w nich substancji zapasowych [15,62]. 

Transport białek do wakuol

Zarówno LV jak i PSV są częścią systemu wydzielni-
czego komórki i białka wakuolarne są do nich dostar-
czane przez szlaki wydzielnicze. Istnienie dwóch typów 

Wakuole można rozróżnić na podstawie specyficznych 
integralnych białek błonowych, pełniących funkcje 
markerów. Są to swoiste białka błonowe – TIPs (Tono-
plast Intrinsic Proteins), które należą do superrodziny 
akwaporyn i występują w różnych izoformach. U Ara-
bidopsis zidentyfikowano 10 izoform, które sklasyfiko-
wano w 5 podgrup: trzy γ-TIP (TIP1), trzy δ-TIP (TIP2), 
α- i β-TIP (odpowiednio TIP3;1 i TIP3;2), e–TIP (TIP4;1), 
z-TIP (TIP5;1) [22]. PSV w nasionach mają izoformę α-TIP 
i δ-TIP, dodatkowo mogą zawierać γ-TIP. PSV w tkankach 
wegetatywnych zawierają δ-TIP. W przeciwieństwie do 
nich, wakuole lityczne mają tylko γ-TIP, a autolizosomy 
indukowane głodzeniem tylko α-TIP. e-TIP obserwuje się 
głównie w korzeniach i organach kwiatowych [42,62,63].

Początkowo uważano, że różne typy wakuol mają takie 
samo pochodzenie, natomiast różna ich zawartość i inne 
występowanie zależy od warunków fizjologicznych lub 
typu tkanki. Jednak jednoczesne występowanie wakuol 
magazynujących i litycznych w tych samych komórkach, 
wykazane z użyciem ych markerów błonowych, podważa 
powyższą teorię. Ponadto, duża różnorodność wakuolar-
nych sygnałów sortujących opisanych u roślin i różne 
szlaki transportu białek sugerują, że różne typy wakuol 
mogą mieć różne pochodzenie [57,62].

W cyklu życiowym rośliny, obydwa typy wakuol wza-
jemnie się zastępują. Podczas embriogenezy, w zygocie 
formuje się duża LV, która przyczynia się do polaryza-
cji komórki. W dalszych etapach rozwoju zarodka, LV 
powstają w każdej komórce. Podczas dojrzewania 
zarodka, LV zostają zastąpione przez PSV, które odkła-
dają substancje zapasowe dla zarodka. W czasie kiełko-
wania, zmagazynowane materiały są mobilizowane, aby 
zapewnić substancje odżywcze i energię dla rosnącego 
zarodka. Gdy zapasy białek zostaną uwolnione, PSV jest 
zastąpione przez LV. LV stopniowo zwiększają objętość, 
aby wytworzyć turgor i wspomagać wzrost i ekspansję 
komórek. Przejście od PSV do LV jest dobrze widoczne 
w korzeniach zarodkowych. PSV są obecne w korzeniu, 
gdy opuszcza on okrywę nasienną. Podczas gdy korzeń 
się wydłuża, PSV utrzymują się w regionie meryste-
matycznym, a w regionie dystalnym pojawia się coraz 
więcej LV. W jaki sposób tak różne morfologicznie typy 
wakuol zastępują się w rozwoju embrionalnym i wegeta-
tywnym, nie jest wyjaśnione. Istnieją hipotezy, że nowy 
typ wakuol powstaje przez przemodelowanie istnieją-
cej wcześniej wakuoli lub formuje się de novo i gwałtow-
nie wypiera istniejący wcześniej typ. Przemodelowanie 
oznacza, że różne typy wakuol mogą się zastępować 
przez pewnego rodzaju przeprogramowanie wakuoli już 
istniejącej w komórce. Proces taki obserwowano w korze-
niach zarodkowych kiełkujących nasion Arabidopsis tha-
liana, Nicotiana tabacum, Pisum sativum i Hordeum vulgare, 
gdzie po uwolnieniu większości białek zapasowych, PSV 
łączyły się z sobą tworząc LV, a w miarę rozwoju, hybrydy 
PSV–LV nabierały coraz więcej cech LV, łącznie ze stop-
niową zamianą swoistych akwaporyn [15,64]. Hipotezę 
o powstawaniu wakuol de novo popierają obserwacje for-
mowania tubularnych (początkowo) PSV, które rozra-
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nują niezależnie od ich pozycji molekularnej w łańcuchu 
polipeptydowym. Najczęściej znajdują się w obszarze N–
końcowym białka, choć mogą występować również na 
końcu C lub bardziej wewnętrznie. Za pośrednictwem 
wysoce konserwatywnych interakcji ssVSD z waku-
olarnym receptorem sortującym VSR (vacuolar sorting 
receptor) zlokalizowanym w błonie cystern trans aparatu 
Golgiego (zwanym BP–80), powstałe kompleksy ligand 
– receptor kierowane są głównie do wakuol litycznych 
[46,60,63]. 

Determinanty ctVSD są charakterystyczne dla roślin 
i znajdują się na C-końcu łańcucha białkowego. Wiele róż-
nych C-końcowych peptydów może pełnić rolę sygnału 
sortującego i kierować białko do wakuoli. Sygnały te nie 
mają sekwencji homologicznej lub ustalonego rozmiaru, 

wakuol roślinnych, o różnych zawartościach i funkcjach 
wymaga osobnych szlaków, jak również odpowiedniej 
separacji poszczególnych substancji w aparacie Golgiego 
(ryc. 2). Aby białka mogły zostać przetransportowane 
do odpowiednich wakuol, muszą zawierać wakuolarne 
determinanty sortujące – VSD (vacuolar sorting deter-
minant). Wyróżnia się trzy typy VSD: ssVSD (sequence–
specific VSD), ctVSD (c-terminal VSD) i psVSD (physical 
structure VSD). Białka niemające VSD są wydzielane na 
powierzchnię komórki. Przeważnie ssVSD i ctVSD są 
usuwane przez proteazy wakuolarne podczas dojrzewa-
nia białek w wakuolach [33,46,62,63].

Determinanty ssVSD wymagają występowania swoistej 
sekwencji aminokwasowej Asn–Pro–Ile–Arg (asparagina, 
prolina, izoleucyna, arginina) lub jej podobnej i funkcjo-

Ryc. 2. Drogi transportu białek do wakuol (wg [39], zmodyfikowano);  CCV – pęcherzyki opłaszczone klatryną (clathrin-coated vesicles); ctVSD – wakuolarna 
domena sortująca C-końca (C-terminal vacuolar sorting determinant); DV – pęcherzyki gęste (dense vesicles); ER – siateczka wewnątrzplazmatyczna (endoplasmic 
reticulum); ER-b –pęcherzyki ER (ER-bodies); LV – wakuola lityczna (lytic vacuole); MVB – ciała wielopęcherzykowe (multi-vesicular bodies); PB – ciała białkowe 
(protein bodies); PSV – wakuola magazynująca białka (protein storage vacuole); PVC – składnik prewakuolarny (pre-vacuolar compartment); PAC  -  pęcherzyki 
akumulujące prekursory (precursor acumulating vesides); psVSD – wakuolarna domena sortująca zależna od struktury przestrzennej (physical structure vacuolar 
sorting determinant); ssVSD – sekwencyjnie swoista wakuolarna domena sortująca (sequence-specific vacuolar sorting determinant)
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prekursory białek zapasowych i uważa się, że podczas 
transportu do PSV, mogą przyjmować również glikozylo-
wane białka dostarczane z aparatu Golgiego. Oprócz PAC, 
w szlaku tym funkcjonują również wytworzone przez ER 
pęcherzyki określane jako ER–b i PB (ER-bodies i protein 
bodies). Tą drogą są transportowane np. białka tonopla-
stu [9,39,63].

Ciała białkowe

Ostateczną postacią magazynowania białek zapasowych 
u roślin są ciała białkowe – PB. Powstają  na dwa sposoby 
– bezpośrednio z ER, które uwypukla się tworząc pęche-
rzyki wypełnione białkami zapasowymi lub w wyniku 
fragmentacji PSV (ryc. 3). Ciała białkowe powstałe z ER 
mogą być ostateczną postacią magazynowania białek 
lub mogą być włączane do PSV w procesie autofagii [18]. 
W bielmie zbóż ciała białkowe są tworzone na obydwa 
sposoby. Na przykład, główne białka zapasowe (glute-
iny) u owsa i ryżu są transportowane z ER, poprzez apa-
rat Golgiego do PSV, z której powstają PB. Natomiast 
prolaminy u ryżu i kukurydzy są zatrzymywane w ER, 
a następnie zamykane w tworzących się przez uwypukle-
nie PB. W komórkach bielma ryżu występują zatem dwie 
populacje ciał białkowych, jedna pochodzenia wakuolar-
nego (zawierająca gluteniny), a druga pochodząca z ER 
(zawierająca prolaminy). Prolaminy u jęczmienia, psze-
nicy i żyta są obecne w obydwu typach ciał białkowych, 
a gluteniny u pszenicy są gromadzone głównie w PB 
powstających z ER. Gliadyny są obecne w obydwu typach 
ciał. Ciała pochodzące z ER mogą się łączyć z PSV pomi-
jając aparat Golgiego [28,54,56]. U roślin strączkowych 
(grochu, soi, fasoli, lucerny) ciała białkowe powstają 
głównie w wyniku transportu białek zapasowych (glo-
bulin) wykorzystując gęste pęcherzyki aparatu Golgiego 
(DV), jednak mechanizm oparty na autofagii oraz bezpo-
średnim tworzeniu ich z ER został również stwierdzony 
[1,24]. U roślin dwuliściennych PB powstają przeważnie 
na skutek fragmentacji PSV, Jednak nie jest to regułą 
i powstawanie oraz struktura ciał białkowych jest spe-
cyficzna gatunkowo. Przy formowaniu PB pochodzących 
z PSV, białka zapasowe są poddawane obróbce enzyma-
tycznej [24,54].

Przetwarzanie białek przez limitowaną proteolizę w PSV

Większość białek zapasowych, po dotarciu do PSV, jest 
poddawana procesom przetwarzania. Pozwalają one 
zmienić konformację protein z odpowiedniej do celów 
transportowych na odpowiednią do efektywnego skła-
dowania w ciałach białkowych. Prokonkanawalina A jest 
np. obiektem deglikozylacji, wycięcia peptydu łączą-
cego podjednostki oraz przekształcenia w cząstkę koli-
stą. Prekursory 2S albumin tracą swoje determinanty 
sortujące (ctVSD) oraz niewielki fragment łączący łań-
cuchy α i β, w celu uformowania dojrzałej postaci białka. 
Proleguminy występujące w trimerach, są rozcinane 
na dwa łańcuchy połączone wiązaniem disiarczkowym, 
a następnie przekształcane w heksamery i w tej postaci 
magazynowane. Natomiast w wicilinach zachodzi osta-

natomiast charakteryzują się dużą zawartością amino-
kwasów hydrofobowych, które aby spełniły swoją funk-
cję muszą być wyeksponowane na C-końcu łańcucha 
białkowego. Minimalna długość sekwencji sygnałowej 
wynosi cztery aminokwasy, a najmniejsza zmiana w jej 
obrębie, np. glikozylacja C-końca, prowadzi do wydzie-
lenia białka na powierzchnię komórki. Receptorami dla 
ctVSD są białka RMR (receptor membrane ring), które 
kierują białka głównie do PSV [46,61,63].

Determinanty psVSD są oparte o strukturę przestrzenną 
białka i można je podzielić na dwa typy. Pierwszy typ 
może być złożony z wielu wewnętrznych domen two-
rzących wyżej uporządkowaną strukturę, która funkcjo-
nuje jako VSD. Drugi typ jest formowany przez agregację 
białek zapasowych, zachodzącą najprawdopodobniej 
w aparacie Golgiego. Proproteiny są często bardziej 
hydrofobowe niż ich postaci dojrzałe, stąd formują one 
agregaty. Ten mechanizm sortowania nie wymaga recep-
torów i występuje przy kierowaniu białek zapasowych 
do elektronowo gęstych pęcherzyków DV (Dense Vesic-
les), a następnie PSV [37,52,63].

Sortowanie białek do LV

Na drodze z aparatu Goldiego do LV, białka z determi-
nantami sortującymi są zamykane w pęcherzykach 
transferowych i w CCV (clathrin-coated vesicles), które 
uwalniają swoją zawartość do endosomalnych skład-
ników prewakuolarnych  – PVC (pre-vacuolar com-
partments) lub do ciał wielopęcherzykowych MVB 
(multi–vesicular bodies). Możliwe jest, że na skutek 
łączenia się z różnymi pęcherzykami transferowymi, 
MVB przekształcają się w PVC, które łączą się z wakuolą 
[34,39,63]. Istnieją również szlaki alternatywne, z pomi-
nięciem aparatu Golgiego. Bezpośrednio do wakuoli, 
za pomocą pęcherzyków określanych jako ER–b (ER–
bodies) są transportowane białka błonowe i niektóre 
enzymy [9].

Sortowanie białek do PSV

Białka, które w czasie translacji trafiły do światła ER, 
a przeznaczone są do PSV, kierowane są do wakuoli 
poprzez szlaki zależne lub niezależne od aparatu Gol-
giego.

W szlaku zależnym białka są transportowane do aparatu 
Golgiego za pomocą opłaszczonych pęcherzyków COPII. 
W aparacie Golgiego białka tworzą agregaty, które stają 
się zawartością gęstych pęcherzyków DV. DV są trans-
portowane do ciał wielopęcherzykowych – MVB, które 
następnie łączą się z PSV. Tą drogą są transportowane 
białka zapasowe w rozwijających się liścieniach grochu 
[25,60].

W szlaku niezależnym od aparatu Golgiego, białka 
docierają do PSV bezpośrednio z ER, za pomocą pęche-
rzyków akumulujących prekursory – PAC (precursor 
acumulating vesicles). PAC zawierają nieglikozylowane 
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kowane depozyty białek zapasowych, które całkowicie 
wypełniają PSV. Depozyty białkowe mogą być jednorod-
nie amorficzne lub zróżnicowane na subdomeny, które 
zawierają różne rodzaje białek. Wśród subdomen wyróż-
niamy bezpostaciową białkową matriks, białkowe kry-
staloidy i fitynowe globoidy (sól wapniowo-magnezowa 
kwasu inozyto-6-fosforowego) [24]. 

U roślin dwuliściennych, np. u dyni, słonecznika, kapu-
stowatych czy rącznika, 2S albuminy są składowane 
razem z 11S globulinami, jednak ich organizacja w PB nie 
jest dokładnie poznana. Ogólnie, u Cucurbitaceae obser-
wuje się białkowe krystaloidy, natomiast nie występują 
one u Compositae i Cruciferae. U roślin strączkowych 7S 
i 11S globuliny znajdują się w tych samych PB bez wyraź-
nej przestrzennej separacji [24,54].

W bielmach zbóż również występuje przestrzenna sepa-
racja różnych typów białek, co jest dobrze widoczne 
u kukurydzy. W bielmie Z. mays ciała białkowe pocho-
dzące z ER są wypełnione prolaminami – zeinami. Rdzeń 
PB tworzą δ–zeina i α–zeina, w następnej warstwie znaj-
duje się β–zeina, a najbardziej zewnętrzna jest zbudo-
wana z γ–zeiny [3,28]. Separacja różnych białek w ciałach 

teczne skrócenie łańcuchów glikonowych. Do niektórych 
podjednostek białek zapasowych mogą być dołączane 
niewielkie peptydy terminalne lub pojedyncze reszty 
aminokwasowe [24,54]. 

W procesach limitowanej proteolizy główną rolę 
odgrywa enzym VPE (vacuolar processing enzyme), 
a produkty powstałe na skutek jego aktywności nie są już 
narażone na jego działanie. VPE są dostarczane do PSV 
przez pęcherzyki opłaszczone klatryną CCV. Na drodze 
do wakuoli CCV często łączą się z DV w składniku prewa-
kuolarnym PVC lub w ciele wielopęcherzykowym MVB. 
W strukturach tych może zachodzić przetwarzanie pre-
kursorów białkowych dostarczonych przez DV, a zatem 
do PSV mogą docierać zarówno dojrzałe holoproteiny, 
jak również ich prekursory [38].

W komórkach miękiszu liścieni PSV dzielą się i prze-
kształcają w liczne ciała białkowe, które stopniowo 
wypełniają cytoplazmę. U grochu na wczesnym eta-
pie wypełniania nasion, w komórkach liścieni wystę-
pują liczne małe wakuole. Taka modyfikacja składnika 
wakuolarnego jest wskaźnikiem inicjacji magazynowa-
nia białek [37]. Dojrzałe nasiona zawierają gęsto upa-

 

 

 

 
Ryc. 3. Droga powstawania ciał białkowych; ciała białkowe mogą powstawać bezpośrednio z ER bądź w wyniku fragmentacji PSV, w której gromadzą się białka 
zapasowe. Ciała pochodzące z ER są deponowane bezpośrednio w cytoplazmie lub łączą się z PSV w procesie autofagii. ER – retikulum endoplazmatyczne, AG – 
aparat Golgiego, PSV – wakuola magazynująca białka, PVC – składnik prewakuolarny/ciało wielopęcherzykowe, PB – ciało białkowe pochodzące z ER (według [24] 
zmodyfikowano)
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frowaniu i opracowaniu poszczególnych zagadnień są 
związane zarówno z różnicami międzygatunkowymi jak 
i modyfikacjami wynikającymi ze stadium rozwojowego 
lub rodzaju tkanki. Precyzyjne poznanie omawianych 
mechanizmów jest niezwykle ważne w kontekście roz-
wijającej się inżynierii genetycznej, ukierunkowanej nie 
tylko na udoskonalanie właściwości odżywczych zbóż 
czy roślin strączkowych, ale również na wykorzystanie 
roślin do wytwarzania rekombinowanych produktów 
farmaceutycznych. Szczegółowe zrozumienie problemu 
wskaże stopień do jakiego można manipulować struk-
turą białek nie tracąc ich właściwości biologicznych.

białkowych może wynikać z właściwości samych białek 
(np. z ich zdolności do rozdzielania na osobne fazy) lub 
z różnych sposobów ich odkładania podczas biogenezy 
[24].

Podsumowanie

Mimo intensywnych badań prowadzonych na licz-
nych modelach eksperymentalnych nadal struktura jak 
i mechanizmy potranslacyjnej modyfikacji, sortowania, 
transportu i składowania białek zapasowych u roślin 
pozostają problemem otwartym. Utrudnienia w rozszy-
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