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l. Wstęp
1.1. Wprowadzenie do studiów taksonomicznych drożdży

W różnych ekosystemach grzyby stanowią jedną z ważniejszych grup organizmów.
Różnorodność wyjątkowo dużej liczby jednostek taksonomicznych i ich zdolności dostoso­
wawcze do środowiska sprawiły, że grzyby uznano za organizmy euryekologiczne. Kosmo­
polityczne gatunki są zazwyczaj istotnie zróżnicowane pod względem wymagań pokarmo­
wych i możliwości wykorzystywania przez nie związków organicznych. Adaptacja poszcze­
gólnych jednostek społeczności mikrobiologicznych do warunków środowiskowych, w któ­
rych dostępność nutrientów jest zazwyczaj okresowa (Fry 1990), jest metabolicznym od­
zwierciedleniem specyfiki zasiedlanego przez drożdże ekosystemu (Phaff i Starmer 1987).
Pomimo przyjęcia ściśle określonych kryteriów identyfikacji drożdży, opartych na cechach
morfologicznych i fizjologicznych (Lodder 1971, Kockova-Kratochvilova 1990, Kurtzman
i Robnett 1998, Bamett i in. 2000), zmienność fenotypowa spowodowała tworzenie nowych
jednostek taksonomicznych już istniejących gatunków. Hawksworth (2001) oszacował bo­
gactwo gatunkowe grzybów na 1,5 miliona (Hawksworth 1991). Zdaniem Rossmana (1994)
jest to liczba znacznie zawyżona, a jej hipotetycznie wyznaczona wartość nie powinna prze­
kraczać miliona gatunków. Ewentualna liczba taksonów waha się od 500 do 9,9 miliona
(Hawksworth 2001) i stale jest weryfikowana. Pomimo wielu kontrowersji i dyskusji, jakie
wywołała ocena dotycząca przypuszczalnej liczebności gatunków, liczbę tę zaakceptowano
wraz z ukazaniem się publikacji „Global biodiversity assessment" (Hammond 1995). Przyj­
muje się, że dotychczas poprawnie opisano jedynie 5,0-6,0% taksonów grzybów (Rossman
1994, Hawksworth 2001) z powszechnie podawanej ich ogólnej liczby (SA 2000 1994). Tak
niewielka wiedza na temat różnorodności grzybów wynika z ich biologicznej ewolu?ji
(Hawksworth i Mueller 2005). Za najważniejsze ww. autorzy uznali filogenetyczne hipotezy
i ich rolę w kształtowaniu się różnorodności gatunkowej jako skutku elastyczności fenoty­
powej oraz wzajemnych relacji w procesie koewolucji. W odpowiedzi na zmienność profilu
ekologicznego środowiska te same genotypy drobnoustrojów mogą ulegać zróżnicowaniu
fenotypowemu. W związku z tym zjawisko plastyczności fenotypowej powinno być rozwa­
żane w kontekście błędu w ocenie stopnia zróżnicowania gatunkowego, jeżeli nie zostanie
poparte cechami genetycznymi.

Drożdże stanowią filogenetycznie zróżnicowaną grupę jednokomórkowych grzybów
(de Baros Lopes J 998), które we współczesnej systematyce stanowią odrębne, w stosunku
do roślin i zwierząt, królestwo -- grzybów (Fungi). Organizmy te współtworzą jedną z sze­
ściu linii rozwojowych w obrębie supergrupy Opisthokonta (Simpsona i Rogera 2004). Za­
znaczyć należy, że wyniki analiz opartych na rzeczywistym pokrewieństwie organizmów
(klasyfikacja molekularna) pozwoliły na wskazanie znacznie bliższego pokrewieństwa grzy­
bów z królestwem zwierząt (Animalia) niż ze światem roślin (Plantae). Związek pomiędzy



wskazanymi królestwami, poza zbieżnymi cechami morfologicznymi i metabolicznymi komó­
rek, potwierdza również wyjątek w regule uniwersalności kodu genetycznego. Sekwencja
aminokwasów jest kodowana przez system trójkowy nukleotydów - tzw. kodonów. Spośród
64 tripletów nukleotydowych 61 koduje pojedyncze aminokwasy. Trzy pozostałe - UAG,
UAA i UGA w kodzie standardowym nie wyznaczają żadnego aminokwasu. Kodony te,
zwane nonsensownymi albo kodonami STOP, sygnalizują zakończenie sekwencji kodującej
białko. Wspomnianym wyjątkiem jest kodon UGA (normalnie kodon stop), który zamiast
przerwania translacji w mitochondriach drożdży i zwierząt powoduje kodowanie tryptofanu.
Według Golika (2009) ma to istotne znaczenie w ograniczeniu transferu genów mitochon­
drialnych do jądra i utrzymaniu mitochondrialnego systemu genetycznego.

Możliwość wykorzystania technik biologii molekularnej w klasyfikacji organizmów
spowodowała w systematyce królestwa grzybów całkowitą rewolucję. Reklasyfikacja nastą­
piła przede wszystkim w gromadach obejmujących drożdże. Uważane przez niektórych za
prymitywną grupę stanowią jedną z najbardziej zróżnicowanych jednostek taksonomicz­
nych. Zapewne wynika to z polifiletycznej natury drożdży, w związku z czym ich usystema­
tyzowanie stało się znacznie bardziej skomplikowane niż np. grzybów pleśniowych. Z po­
wodu euryekologicznego charakteru drożdży, zmienności fizjologicznej i zdolności przysto­
sowywania się do zróżnicowanych nisz ekologicznych może nastąpić zmiana cech niektó­
rych szczepów, co stwarza niebezpieczeństwo ich niewłaściwej identyfikacji metodami tra­
dycyjnymi. Wiele gatunków drożdży charakteryzuje również umiejętność tworzenia pseudo­
strzępek i strzępek oraz jednokomórkowej formy planktonowej. Ich wegetatywna postać
zdolna jest do bezpłciowego rozmnażania poprzez pączkowanie lub rozszczepianie oraz do
rozmnażania płciowego (Kurtzrnan 1994). Typy rozmnażania drożdży stały się pierwotnie
jednym z podstawowych powodów, dla których poza Ascomycota i Basidiornycota została
wyróżniona niezależna grupa systematyczna - Fungi Imprcfecti (Dcuteromycetes) obejmu­
jąca wszystkie grzyby, które nie mają stadiów płciowych. Dopiero charakterystyka moleku­
larna wykazała pokrewieństwo niektórych form anamorficznych (bezpłciowych) z przedsta­
wicielami gromady Ascomycota oraz Basidiornycota, potwierdzając to, że gromada Fungi
Imprefecti jest sztuczną jednostką taksonomiczną.

W tak niehomogenicznej grupie, jaką są drożdże, zastosowanie systemu klasyfikacji,
opartego wyłącznie na kryteriach fizjologicznych oraz morfologicznych form wegetatywnych
i płciowych, w wielu przypadkach było naukowo nieuzasadnione i doprowadziło do zamiesza­
nia w systematyce jednokomórkowych grzybów. W pierwszej edycji „The yeast, a taxonomic
study" (Lodder 1971) zostało scharakteryzowanych 349 gatunków drożdży w 39 rodzajach.
W 1990 roku Burnett i in. (1990) opisali 590 gatunków należących do 83 rodzajów. Osiem
lat później Kurtzrnan i Fell (1998) wydłużyli listę gatunków do 700. W 2003 roku opisanych
już było ponad 800 gatunków drożdży (Vaughan-Martini 2003). Wzrost liczby taksonów
wynika bez wątpienia ze zwiększającego się zainteresowania mykologią oraz z przyjętej
koncepcji gatunku i ze złożoności cech uwzględnianych w metodach identyfikacyjnych.
W ostatniej dostępnej edycji „The yeasts, a taxonomic study" (Kurtzman i Fell 1998) w oce­
nie taksonomicznej uwzględniono sekwencję DNA, co umożliwiło rekonstrukcję linii ewo­
lucyjnej drożdży. Odnalezienie zależności genealogicznych pomiędzy organizmami stało się
podstawą podziału drożdży na kłady, czyli grupy organizmów mających wspólnego przodka
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o unikatowych cechach plezjomorficznych- charakterystycznych dla określonej linii ewolu­

cyjnej (Rokas i in. 2003, Brinkmann i Leipe 2005). Dopiero zastosowanie analizy filogene­
tycznej w systematyce biologicznej drożdży pozwoliło na uporządkowanie taksonów w hie­

rarchicznej strukturze kategorii systematycznych. Kurtzman (2006) zwraca jednak uwagę, że

przy wykorzystaniu odpowiednich technik identyfikacji genetycznej może nastąpić nawet
podwojenie liczby opisanych gatunków w stosunku do liczby z czwartej edycji publikacji

dotyczącej taksonomii drożdży (Kurtzman i Fell 1998).
Pokrewieństwo morfologiczne oraz ich umiejscowienie w filogenetycznej strukturze

z grzybami strzępkowym i definiuje drożdże jako uproszczone formy bardziej rozwiniętych

struktur mykologicznych (Lachance 2003, 2006). Zgodnie z obowiązującym kryterium iden­
tyfikacji należą one do Ascomycota, klas: Neolectomycetes, Pneumocystidomycetes, Schi­
zosaccharomycetes, Taphrinomycetes i Saccharomycetes (Kurtzman i Fell 2006) oraz do

Basidiomycota, klas: Ustilaginomycetes, Uridiniomycetes i Hymenomycetes (McLaughlin

i in. 1995, Swann i Taylor 1995, 1995 a, Fell i in. 2000, Scortzetti i in . 2002). W identyfika­
cji drożdży pierwszym krokiem w uzupełnieniu metod fenotypowych o metody biologii mo­

lekularnej było rozróżnienie grzybów należących do Ascomycota od należących do Basidio­

mycota. Zostało ono wyr ażone w mol¾ G+C w nD NA, czyli w zawartości guaniny i cytozyny
w DNA jądrowym (Kurtzman i Phaff 1987, Kurtzman i Robnett 1991). Wyn iki przeprowa­
dzonych analiz wykazały, że w przypadku workowców zawartość G+C w nDNA mieści się

w zakresie 28-50 mol¾ G+C, natomiast w nDNA podstawczaków jest znacznie wyższe -
50-70 mol¾ G+C. Należy podkreślić, że zróżnicowanie na poziomie 1-2 mol% może pro­

wadzić do uznania szczepów za oddzielne gatunk i (Kurtzman i Phaff 1987, Kurtzman 2006).

Opracowana metoda była oparta na zależności pomiędzy zawartością guaniny i cytozyny
a punktem topnienia DNA genomowego. Zasada komplementarności DNA w oznaczaniu

gatunkowym wskazuje na związek całkowitego podobieństwa genomów między dwoma

organizmami. Zgodność DNA-DNA wyrażona w procentach (Kurtzman 2006), poza wska­
zaniem reprezentantów populacji, określa ich miejsce w filogenetycznym systemie taksono­
micznym i poziom ich zróżnicowania genetycznego. Niektórzy ustalają granice gatunku na

poziomic podobieństwa wynoszącym aż 80,0% zgodności hybrydyzacji DNA-DNA (Price
i in. 1978, Stackebrandt 2006). Oznacza to różnicę w temperaturze topnienia DNA pomiędzy
porównyw anymi genomami o :S5°C (Jay i in. 2005). Interpretacja uzyskanych wyników była

jednak bardziej satysfakcjonująca w przypadku szeregowania możliwych związków lub po­
dobieństw niż w określaniu identyczności gatunkowej (Spencer i Spencer 1997). Dlatego
według Stackebrandt (2006) nie powinno się rekomendować tej metody do klasyfikacji ga­
tunków, których uprzednio nie rozróżniono na podstawie kryteriów fenotypowych (Zhou
i Thompson 2002).

Poprawność identyfikowania gatunku w zakresie ekologii drożdży jest podstawowym
czynnikiem determinującym prowadzone badania. Jest bowiem fundamentem szacowania
ich różnorodności w ekosystemie. W definiowaniu gatunku mikrobiolodzy stosują zasadę
70-pror,entowej identyczności sekwencji DNA-DNA (Whecler i Meicr 2000, Salyers i Witt
2003, Rossello-Mora 2006). Stosowane coraz częściej techniki oparte na sekwencjach DNA,
według Lachance (2006) jeszcze niewystarczająco powszechnie, mają na celu sprecyzowa­
nie pojęcia zróżnicowania pomiędzy pojedynczymi jednostkami, które łączy wspólna pula
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genowa pochodząca z tego samego biologicznego gatunku jako wspólnego przodka. Sformu­
łowanie nowej filogenetycznej koncepcji gatunku PSC - ang. Phylogenetic Species Concept
(Freeland 2008) dało podstawy do uznania biologicznej koncepcji gatunku BSC - ang. Bio­
logica! Species Concept (Mayr 1942) za przestarzałą i niewystarczającą (Nguyen i in. 2000,
Lopez i in. 2003, Kurtzman 2006). W przypadku drożdży koncepcja ta nie uwzględniała
zmienności form anamorficznej i telemorficznej w obrębie gatunku, które w wielu przypad­
kach opisywane były jako odmienne taksony (Barnett i in. 1990). Na uwagę zasługuje fakt,
że w przeciwieństwie do BSC, w PSC identyfikuje się znacznie większą liczbę taksonów -
nawet o 48,7% (Agapow i in. 2004).

Zastosowanie różnych technik w metodzie PCR z ich specyficznym (Lopez i in.
2003) i niespecyficznym system detekcji (Baleiras Couto i in. 1996, Spencer i Spencer 1997)
umożliwiło różnicowanie szczepów drożdży w obrębie gatunku i pomiędzy gatunkami (Fell
1993, Casey i Dobson 2004, Middelhoven i in. 2004). Aktualnie w identyfikacji drożdży
obowiązuje technika oparta na „kluczu molekularnego regionu drożdży" (Fell i in. 2000,
Vaughan-Martini 2003). Stanowi go fragment DNA, w przybliżeniu 600-650-nukleotydo­
wy, opisany jako D1/D2 z LSU (ang. =JZEś Yu ź u *Hts 26S rDNA (Fell i in. 2000, Fell i in.
2001, Gadanho i in. 2003, Libkind i in. 2003). Według Kurtzmana i Robnetta (1998) szczepy
należące do tego samego gatunku mają zazwyczaj identyczną sekwencję D 1 /D2. Alterna­
tywną metodą identyfikacji gatunkowej, stosowanej przez Inacio i in. (2005), jest analiza
sekwencji ITS (ang. lnternal Transcribed Spacer), w przypadku, której baza danych nie jest
jednak uzupełniana (Fell i in. 2000). Mimo to badania oparte na analizie uporządkowania
ITS prowadzone są nadal. Zazwyczaj są wykorzystywane w celach porównawczych z wyni­
kami analiz sekwencji D1/D2 (Casey i Dobson 2004, Middelhoven i in. '2004, Kurtzman i in.
2005) lub wykorzystywane do ich kombinacji (Scorzetti i in. 2002). Uzyskane przez Scorzc­
tti i in. (2002) wyniki analiz łącznego zastosowania regionów lTS oraz D1/D2 wskazały, że
opracowana metoda może być rekomendowana na potrzeby klasyfikacji biologicznej szcze­
pów drożdży należących do Basidiomycota. Powszechna akceptacja metody opartej na se­
kwencjonowaniu regionu D1/D2 i ITS1/1TS2 zdominowała metodologicznie filogenetyczne
analizy drożdży. Zastosowanie jednak analiz filogenetycznych w badaniach gatunków od­
miennych biologicznie u_ZH/ ż XY; XZX* ę X*t ś v Hł śś*Yś i _Zn ł Xę śYtH/ u ę s wykazało, że se­
kwencjonowanie regionu ITS może okazać sic; niewystarczające do rozróżnienia gatunków
(Sugita i in. 2000). Według Lopandic i in. (2005) filogeneza rDNA powinna być poparta
przez BH*EśZ; ZH*tH*E całego genomu. Sukcesem zakończyło się zastosowanie metody znanej
jako RAPD (ang." ZJ*ł Xę Ję ; =HBHśł ; X=y ę XZBH/ DNA - losowo amplifikowane polimorficzne
DNA) oraz AFLP (ang. Ję ; =HBHśł BZJEę ś*t =ś*Eż t ;X=yę XZ; żHYę e polimorfizm długości
amplifikowanych fragmentów) w genomowym typowaniu form prokariotycznych i eukario­
tycznych (Couto i in. 1994, Andrighetto i in. 2000, Lopandic i in. 2005).

I

1.2. Występowanie grzybów w środowisku wodnym

Zdolność zasiedlania przez grzyby zróżnicowanych siedlisk spowodowała wyróżnie­
nie wielu grup ekologicznych, w których swoje miejsce znalazły również grzyby wodne. Są
to jedynie te gatunki, których cykl życiowy związany jest ściśle ze środowiskiem wodnym,
poza którym nie stwierdza się ich obecności - rezydenci (Hawkswortha i Lagreca 2007). Dix
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i Webster (1995) uwzględnili możliwość występowania w grupie tej, oprócz form autochto­
nicznych, imigrantów, dla których środowisko wodne może być miejscem alternatywnego
bytowania (tab. 1). W zależności od możliwości adaptacyjnych komórki grzybów ulegają po­
wolnemu wymieraniu lub stają się nierozłączną częścią biocenoz danego akwenu, odgrywając
w nim określoną rolę w pętli mikrobiologicznej. Ich aktywność metaboliczna przy znormali­
zowanych warunkach ekologicznych jest stała jedynie w przypadku form autochtonicznych,
sporadyczna - w przypadku form zaadaptowanych, natomiast jej brak oznaczany jest u form
przemijających (Dix i Webster 1995).

Tabela 1. Klasyfikacja heterotroficznych mikroorganizmów w środowisku wodnym
~

Kategoria mikroorganizmów Obecność w wodzie

formy autochtoniczne stała

rezydenci migracja okresowa
imigranci przemijająca

adaptacja nieregularna

Źródło: Dix i Webster (1995).

W zasadzie każdy z ekosystemów wodnych zasiedlany jest przez grzyby z różnych
jednostek taksonomicznych i grup ekologicznych. Według Shearer i in. (2007) reprezentują
one wszystkie klasy, a najczęściej oznaczane należą do: Chytridiomycetes, Oomycetes
i Ascomycetes, rzadko - do Basidiomycetes. Izoluje się je z jezior, ze stawów, z bagien, roz­
lewisk, ze strumieni, z rzek, estuariów, mórz i oceanów, w których obecność dostępnej mate­
rii pozwala na utrzymanie podstawowych funkcji życiowych. Barghoon i Linder (1944) po
raz pierwszy opisali biologię grzybów strzępkowych izolowanych wyłącznie ze środowiska
morskiego lub oceanicznego. Stało się to podstawą do podzielenia grupy ekologicznej grzy­
bów wodnych na grzyby śródlądowe i morskie. W 1979 roku Kohlmeyer i Kohlmeyer na
liście gatunków grzybów morskich umieścili 209 taksonów. Wzrost zainteresowania grzy­
bami wodnymi, jak również rozwój technik badawczych wpłynęły na zwiększenie się liczby
identyfikowanych gatunków (Kohlmeyer i Volkmann-Kohlmeyer 1991). Do 2003 roku opi­
sanych już było 465 przedstawicieli grzybów morskich (Shearer i in. 2007). Na podstawie
ich zasięgu występowania i cech behawioralnych wyróżnione zostały obligatoryjne i fakulta­
tywne gatunki morskie (Kohlmeyer i Kohlmeyer 1979). W przypadku tych ostatnich nie­
istotny dla procesów metabolicznych i reprodukcyjnych jest wpływ środowiska śródlądowe­
go. Natomiast do podtrzymania podstawowych procesów komórkowych bezwzględnych
form morskich niezbędne jest środowisko słonowodne. W biogeograficznym zróżnicowaniu
grzybów wodnych, poza czynnikiem determinującym, jakim jest zawartość chlorków w wo­
dzie, bardzo ważna jest temperatura wody. Hughes (1974) próbował wprowadzić pięć bio­
geograficznych regionów opisujących zależność temperaturową grzybów: arktyczny, umiar­
kowany, subtropikalny, tropikalny, antarktyczny. Powyższy system dywersyfikacji został
jednak dosyć szybko podważony przez mykologów ze względu na zbyt szeroki zakres tem­
peraturowego nakładania się wyodrębnionych stref (Kohlmcyer 1983).

w każdym z wymienionych rejonów geograficznych i ekosystemów wodnych swoje
miejsce znalazły również drożdże. Ich obecność w środowisku odzwierciedla umiejętność
dostosowania do profilu czynników abiotycznych i relacji z innymi organizmami, z którymi
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współtworzą biotyczną część zasiedlanej niszy. Obecność drożdży w ekosystemach natural­
nych rozpatruje się więc w związku z ich udziałem w biologicznej i chemicznej dynamice
zmian, w których odgrywają one istotną rolę jako: reducenci, konsumenci, konkurenci lub
symbionty (Dix i Webster 1995, Shearer i in. 2007).

Występowanie drożdży w środowisku wodnym jest powszechne. Ich euryekologicz­
ny charakter wynika z możliwości adaptacyjnych pojedynczej komórki i całej plechy do
zmieniającego się w czasie i przestrzeni profilu hydrochemicznego środowiska. Szczególne
warunki kształtują obszary estuariowe, które charakteryzują się wysoką dynamiką zmian,
a relacje pomiędzy biotycznymi i abiotycznymi elementami ekosystemu ulegają ciągłej fluk­
tuacji (Marques i in. 1997). Prowadzić to może do powstawania barier ekologicznych wy­
znaczających granice migracji słodkowodnych i morskich organizmów. Zazwyczaj takim
krytycznym czynnikiem jest zasolenie. Wydaje się jednak, że zmiany w zasoleniu nie wpły­
wają istotnie na występowanie drożdży (Larsson i in. 1990). Ich obecność oznaczana była
w środowiskach o zróżnicowanym profilu fizykochemicznym. Izolowane były z wód ark­
tycznych (Vishniac 1995, Guffogg i in. 2004), wód tropikalnych Pacyfiku czy Atlantyku
(Valdes-Collazo i in. 1987, Schoenlein-Crusius i in. 2006), salinatów (Butinar i in. 2005)
oraz wodnych organizmów roślinnych i zwierzęcych (Nagahama i in. 2001).

W zasadzie żadne z przeprowadzonych do tej pory badań nie wyjaśnia mechanizmu
przystosowania się drożdży do życia w środowisku wodnym. Wyodrębniono jedynie kilka
cech, które mogą predysponować grzyby jednokomórkowe do życia w takich ekosystemach.
Mikroorganizmy te na ogół należą do tlenowych niesporulujących form, słabo fermentują­
cych, które wymagają przynajmniej jednego czynnika wzrostowego w postaci witamin (Kut­
ty i Philips 2008). Ich obecność w środowisku wodnym nie jest równiez determinowana stę­
żeniem chlorków. Zasolenie jest jedynie jednym z wielu czynników wpływających na me­
chanizmy ekologiczne drożdży. Według Kohlmeyer i Kohlmeyer (1979) zasadny jest po­
dział tych form na obligatoryjne (np. Fś tY/ ż *H/Xw HJ z Xź ś==HHa F DZHYYHHs i fakultatywne grzy­
by morskie uq J*ł Hł J sp., PżXł Xt XZu =J sp., q Zy ; t X/ X/ / u Y sp., _ZH/ żXY; XZX* sp.). Do pierw­
szej grupy zalicza się tylko te grzyby, których procesy reprodukcyjne i metaboliczne wyma­
gają obecności chlorków Dla pozostałych, zazwyczaj drożdży słodkowodnych i lądowych,
ich obecność nie jest konieczna, a czasami jest wręcz szkodliwa. Kutty i Philip (2008) pod­
kreślają, że dla drożdży izolowanych z gleby, ontosfery zwierząt lub człowieka estuaria
i morza nie stanowią środowiska natywnego. Obecne w nich grzyby jednokomórkowe naj­
prawdopodobniej zostały zawleczone wraz z nurtem rzeki, ściekami lub wiatrem. W wiek­
szości przypadków występowanie drożdży pochodzących z obszarów śródlądowych w wo­
dach o wysokim zasoleniu jest jednak okresowe (Rheinheimer 1979) lub zostały przeoczone
w wyniku zastosowania standardowych metod izolacji (Ekendahl i in. 2003).

1.3. Strategie przeżycia drożdży

W każdym ekosystemie zależności istniejące pomiędzy organizmami warunkowane są
zmiennością czynników biotycznych i abiotycznych. Wicie biocenoz charakteryzuje określona
równowaga biologiczna. W tym przypadku fizjologiczna tolerancja poszczególnych gatun­
ków wyznacza kierunek zmian w ich strukturze (Marques i in. 1997). Interakcje drożdży
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z innymi mikrogrzybami, bakteriami i pierwotniakami, jak również z wyższymi hydrobion­
tami oparte są na określonych zależnościach, których podstawowym celem jest utrzymanie
się w środowisku. W naturalnych ekosystemach wodnych mikroorganizmy, chcąc przetrwać,
muszą przyjąć określoną strategię przeżycia. Staje się ona odzwierciedleniem reakcji popu­
lacji na fluktuacje dostępności nutrientów. Dotyczy to przede wszystkim form allochtonicz­
nych, których przemiana materii jest często niedostosowana do nowych warunków siedli­
skowych. W przypadku relacji opartych na zasadach konkurencji koegzystujących organi­
zmów grupy biologiczne charakteryzujące się szybkim tempem reprodukcji cechuje skokowy
wzrost zagęszczenia w stosunku do utrzymywanej stałej liczby populacji silnych konkurentów
(Lampert i Sommer 1996).

Pojęcie „społeczność mikrobiologiczna" rozważane jest zazwyczaj w kontekście za­
chowań tworzących je organizmów oraz niszy ekologicznej, w której funkcjonują. Zakres
występowania drożdży w warunkach naturalnych, definiowany jako nisza rzeczywista, wa­
runkowany jest rozproszeniem i interakcjami z innymi organizmami (Lachance 1990). Wy­
znaczają je podstawowe relacje ekologiczne, spośród których najczęściej rozważane są mu­
tualizm i komensalizm (Mo ller i in. 1998, Richard i in. 2002). Egzystencja populacji jest
uzależniona nie tylko od czynników biologicznych, ale również od wyznaczonego przez
niszę podstawową zakresu warunków fizycznych, poniżej których organizmy mogą jeszcze
funkcjonować (Lachance 1990).

Interakcje pomiędzy drożdżami a innymi grupami mikroorganizmów żyjących w tej
samej niszy ekologicznej nie muszą być oparte na zasadach konkurencji, natomiast powinny
być oparte na współtworzeniu zorganizowanej społeczności (Adams i in. 2008). Odkrycie
zdolności formowania heterogenicznego konsorcjum przez drobnoustroje zrewolucjonizowa­
ło poglądy w ekologii mikroorganizmów i dotyczące możliwości ich funkcjonowania w śro­
dowisku wodnym. Stało się to niejako konsekwencją sugestii, iż w środowisku naturalnym
potencjalne występowanie pojedynczych komórek jest sporadyczne (Costerton i Lewandow­
ski 1997, Vachova i in. 2009). W większości przypadków tworzone są kompleksy natural­
nych społeczności, w których szanse przeżycia są znacznie większe. W strukturze powstają­
cego kompleksu stratyfikację organizacji wielogatunkowej społeczności wyznaczają funk­
cjonalność i poziom wyspecjalizowania metabolicznego (Carlsson 1997, Gilbert i in. 1997,
Richard i in. 2003).

J .3.1. Biofilm mikrobiologiczny

Biofilm populacji mikrobiologicznej jest strukturą przestrzenną, której funkcjonal­
ność i forma zależą od fizykochemicznych parametrów środowiska (Jenkinson i in. 2001).
Regulacja tworzenia biofilmu odbywa się w czterech podstawowych etapach: adherencji do
powierzchni, tworzenia mikrokolonii, dojrzewania biofilmu i tworzenia finalnej formy prze­
strzennej oraz jego opuszczania (Stanley i Lazazzera 2004, Blanknenship i Mitchell 2006).
Dwa pierwsze etapy, obejmujące formowanie biofilrnu, wyznaczane są poprzez transdukcje
czynników środowiska, których sensorem stają się zewnętrzne struktury ściany komórkowej
(Otto i Silhavy 2002). Kolejne etapy wynikają przede wszystkim z kontroli dostępności po­
karmowej oraz z Ku XZu ę Yś*YH*Ea czyli relacji pomiędzy rnikroo '. ~- . · tworzącymi
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społeczność a ich profilem fizjologicznym (Stanley i Lazazzera 2004). Architektura tworzo­
nej społeczności zależna jest przede wszystkim od profilu genetycznego mikroorganizmów
tworzących społeczność (Davey i O'Toole 2000, Sutherland 2001). Rozwojowi biofilmu
towarzyszy różnicowanie morfologii komórek, zwolniony metabolizm i zmiany fenotypowe,
które warunkują ich oporność i zjadliwość (Bartoszewicz i Rygiel 2006).

W składzie chemicznym biofilmu istotną rolę odgrywa woda, której udział określa
się na poziomie przekraczającym 97 ,0%. Jest ona związkiem, od obecności którego zależy
struktura biofilmu (Schmidt i Fleming 1999). Może być związana w otoczkach komórek lub
jako rozpuszczalnik determinować właściwości zawartych w niej związków. Oprócz wody
i drobnoustrojów (2,0-5,0%) biofilm współtworzy ę J t ZHx n Stanowi go kompleks powstały
z egzopolisacharydowych polimerów, zaabsorbowanych nutrientów i metabolitów, produk­
tów pochodzących z lizy komórek - przede wszystkim DNA i RNA (1,0-2,0%) oraz z czą­
stek pochodzących z najbliższego otoczenia (Sutherland 2001). Skład i struktura przestrzen­
na biofilmu nie są stałe, odzwierciedlają bowiem specyfikę profilu fizjologicznego i gene­
tycznego tworzących go komórek.

Formowanie biofilmu mikrobiologicznego jest złożonym procesem wymagającym
koordynacji kilku zależnych i uzupełniających się reakcji. Kompleks zjawisk, którego efek­
tem jest uformowanie mikrowarstewki, inicjowany jest poprzez przyleganie do powierzchni
lub innej komórki - koagregację (Richard i in. 2003). Jest to pierwszy i krytyczny etap two­
rzenia biofilmu i/lub społeczności planktonowych (Mercie-Bonin i in. 2004). Ta jedna z wie­
lu wyjątkowych cech drożdży generowana jest plastycznością fenotypową, której zmienność
regulują mechanizmy genetyczne i epigenetyczne (Verstrepen i in. 2006). Istotną rolę
w przyleganiu grzybów odgrywa struktura ściany komórkowej. Jej budowa nie jest jedno­
rodna u wszystkich przedstawicieli drożdży. Wspólnym elementem jest glikozylofosfatydy­
lolinozytol (ang. GPI - E=y / XYy =; żXY; żJ t Hł y =H*XYHt X=sa który poprzez kowalencyjne wiązania
z /3-1,6-glukanem tworzy jej integralną część (Klis i in. 2006, Norice 2007). Powstająca pro­
teinowo-polisacharydowa struktura (GPI-/3-1,6-glukan-/3-l ,3-glukan) nie jest typowa jedynie
dla dimorficznych drożdży z klasy Ascomycetes (Klis i in. 2002). Zbliżona „organizacja"
ściany komórkowej została opisana w przypadku rozszczepkowych drożdży 4/ żHz XYJ/ / ż J ­ 
ZXę y / śY ; Xę ź śa grzybów pleśniowych z rodzaju , Y; śZEH==u Y i "u YJZHuę a jak również wielu
gatunków należących do Basidiomycetes (Yin i in. 2007). W drożdżach GPI odgrywa zasad­
niczą rolę w przeżywalności komórek i ekspresji białek powierzchniowych (Lipke i in. 1989,
Lipke i Kurjan 1992, Watari i in. 1994, van der Vaart i in. 1995, Yin i in. 2007). Jako ele­
ment ściany komórkowej GPI może współtworzyć, opisane przez Kondo i Ueda (2004),
struktury wyspecjalizowanych białek takich jak aglutyniny (np. Ag« l i Agal ) i flokuliny
(np. Flol, Sedl, Cwpl Tipl i Tirl/Srpl).

Wszystkie adhezyny grzybów, opisywane również jako flokuliny (Verstrepen i Klis
2006), mają budowę złożoną z trzech domen (C-tenninalnej, środkowej i N-terminalnej).
Poprzez wiązanie kowalencyjne GPI z Csterminalnym fragmentem adhezyny następuje
umiejscowienie białka w membranie ściany komórkowej i stabilizacja domeny środkowej
(Groes i in. 2002, Rigden i Hello 2004). Tej zasadniczej - środkowej części adhczyny przy­
pisuje się plastyczność fenotypową drożdży i zdolność do szybkiego dostosowywania właś­
ciwości przylegania powierzchni komórki do nowego środowiska. Wynika ona z obecności
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wielokrotnych powtórzeń serynowych i treoninowych. Częste występowanie rekombinacji
jest uwarunkowane posiadaniem powtórzeń tandemowych w genach kodujących, co dopro­
wadza do stworzenia nowej formacji adhezyny z nowym fenotypem (Guo i in. 2000, Shep­
pard i in. 2004). Dzięki dużemu zróżnicowaniu liczby takich powtórzeń jego polimorfizm
jest ogromny. Mechanizm ten zapewnia grzybom niekończącą się „kopalnię" adhezyn o no­
wych właściwościach, co powoduje, że zdolność przylegania grzybów należy do najbardziej
elastycznych mechanizmów dostosowywania się do zmieniających się warunków środowi­
skowych. Trójdomenową strukturę adhezyn uzupełnia jej N - terminalna część, poprzez któ­
rą następują specyficzne wiązania z aminokwasami lub resztami cukrowymi występującymi
na powierzchni innych komórek (Groes i in. 2002, Rigden i Hello 2004). W komórkach
drożdży występuje kilka rodzajów tych związków; każda z nich wykazuje specyficzność
łączenia się z konkretnym substratem lub powierzchnią abiotyczną.

Genetycznie uwarunkowana zdolność adherowania lub flokulacji drożdży nie od­
zwierciedla ich konstytutywnej cechy. Zainicjowanie aktywności może być odpowiedzią na
brak dostępności węgla i/lub azotu, zmiany pH środowiska lub stężenia etanolu (Verstrepen
i in. 2003, Sampermans i in. 2005), jak również na produkowane przez gospodarza moleku­
ły, takie jak auksyny czy NAD u ssaków (Verstrepen i in. 2006). Tworzenie społeczności
jest odpowiedzią komórki na zmiany w środowisku jej bytowania, a regulacja mechanizmu
wynika z określonego szlaku ekspresji genów adhezyn (Verstrepen i in. 2003, Blanknenship
i Mitchell 2006). Jego przebieg jest adekwatny do właściwych dla komórki szlaków, które
znane są jako regulatory adhezyn, np. FLO w przypadku O! / śZś v HYHJś (Liu 2001, Kaur i in.
2005, Maidan i in. 2005). Pomimo wielu cech wspólnych w mechanizmie tworzenia i struk­
turze adhezyn wykazują one subtelne różnice sugerujące ekologiczny charakter komórek.
Przede wszystkim stają się wyrazem dostosowania właściwości powierzchni ściany komór­
kowej do nowego środowiska (Guo i in. 2000, Sheppard i in. 2004). Odzwierciedlają rów­
nież „styl" życia komórek określonych gatunków drożdży. Zdaniem Verstepena i Klisa
(2006) w adhezji grzybów można wyróżnić dwa rodzaje oddziaływań - =ś/ t H*e=HDś Jłż śYHX* 
i Yu EJZeH*Yś*YHt Hv ś Jł ż śYHX*n W przypadku pierwszego typu wiązań wskazane jest powino­
wactwo do adhezyn z resztami cukrowymi. Adhezyny z tej grupy w terminalnej domenie
wiążącej mają węglowodany (pfam no. 06660), które hamują przyleganie niespecyficznych
związków, a umożliwiają adhezję swoistych N-ko11ców na powierzchni innych komórek.
W drugim typie wiązań w adhezji pośredniczą adhezyny wiążące inne peptydy (Klotz i in.
2004). Efektem ich aktywności jest również zwiększenie powierzchni hydrofobowej komó­
rek wspomagające przyleganie do powierzchni abiotycznych lub oddziaływań hydrofobo­
wych pomiędzy samymi komórkami (Reynolds i Fink 2001, Kang i Choi 2005). Stabilizację
takiego układu zapewnia macierz powstała z zewnątrzkomórkowych polimerów. W jej
strukturze, poza wciąż nieokreślonymi związkami (Baillie i Douglas 2000), stwierdzono
obecność: polisacharydów, białek, fosfolipidów, peptydoglikanu, DNA i RNA oraz hekso­
zaminy (Langille i Geesey 2000, Sutherland 2001 ). W większości prac autorzy wskazują na
podobieństwo struktury biochemicznej biofilmu i społeczności planktowej (Oloffon i in. 1998,
Sutherland 200 I) pomimo istotnych różnic w ekspresji genów inicjujących powstawanie od­
miennych mikroekosystemów (Chandra i in. 2001, Sauer i Amper 2001).
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Kolejne etapy kooperacji są zazwyczaj w wielogatunkowej społeczności konsekwen­
cją zróżnicowania i specjalizacji utworzonego w określonej niszy ekologicznej biofilmu.
Każdy kolejny etap jest jednak warunkowany określonym schematem reakcji wynikającym
z ekspresji poszczególnych genów (tab. 3).

Tabela 3. Ekspresja genów w poszczególnych etapach tworzenia biofilmu

Etapy Adherencja
I

Rozwój
I

Dojrzewanie Opuszczanie
tworzenia biofilmu do substratu biofilmu biofilmu biofilmu

Ace2

Adhezja I Bcrl, Tecl, Als3, Hwpl

I I Als2

Różnicowanie strzępek Efgl, Tecl, Suv3, Nup85, Mds3, Kem3
Cdrl, Mdrl I

Lekooporność I zmiana w kompozycji steroli

I Mkcl
Wytwarzanie zewnątrzko- Adhlmórkowego ę Jt ZHx 

I I Chkl
2 u XZu ę Yś*YH*E 

I I Ywpl

Źródło: Blanknenship i Mitchell (2006).

Skutkiem funkcjonowania biofilmu dużej populacji komórek w określonym miejscu
jest postępujący proces jego starzenia. Wywołuje go narastające w czasie ograniczenie do­
stępności składników odżywczych. W efekcie uruchomiony może zostać proces apoptozy
lub Ku XZu ę Yś*YH*En W pierwszym przypadku obecność martwych komórek, jako skutku
„altruistycznego" zachowania biofilmu, odgrywa istotną rolę w utrzymaniu jego rozwoju
(Markx i in. 2004). Natomiast regulacja poprzez system chemicznego porozumiewania się
uruchamia mechanizm uwalniania jednostek potomnych poszczególnych populacji biofilmu,
co jest warunkiem niezbędnym efektywnego przetrwania komórek danego mikroorganizmu
i zasiedlania kolejnych środowisk.

Funkcjonowanie bakterii w środowiskach o zróżnicowanym profilu ekologicznym
zostało dość dobrze poznane (Mueller 1996, Richard i in. 2003), natomiast wciąż niewiele
wiadomo o procesach współtworzenia struktur ekologicznych przez drożdże.

1.3.2. Występowanie drożdży w środowisku jako formy VBNC

Ekspozycja biofilmu lub społeczności wolnopływających na czynniki niesprzyjające
rozwojowi komórek powoduje zmiany w ich morfologii i aktywności metabolicznej. Prze­
trwanie w niekorzystnych warunkach najczęściej zapewnia genetycznie zaprogramowana
odpowiedź komórki (Kjelleberg i in. l 993). Niezależne zespoły badawcze pod kierunkiem
Caustona i in. (2001) zdefiniowały mechanizmy regulacji genów, które zostały opisane jako
CER (ang. / Xę ę X* ś*v HZX*ę ś*t J= ZśY; X*Yśs e odpowiedź komórki na czynniki środowiska
(Causton i in. 2001) a pod kierunkiem Gasha i in. (2000) ESR (ang. ś*v HZX*ę ś*t J= Yt ZśYY 
ZśY; X*Yśs e jako odpowiedź komórki na stres środowiskowy.
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Reakcja komórki wyrtika z obecności genów „wzbudzanych" i „hamowanych", któ­
rych aktywność wyraża stopień odstępstwa od warunków ich dotychczasowego bytowania.
Generalnie uznać należy, iż rolą grupy genów „wzbudzanych" jest regulacja metabolizmu
energetycznego komórki oraz kontrola rozpadu białek komórkowych i syntezy ł ś *Xv X bia­
łek stresu czy np. odbudowa uszkodzonego DNA (Mattanovich i in. 2004). Mechanizm re­
gulacji poprzez pozostałe geny (wyciszane) związany jest z procesami wzrostu komórki,
metabolizmem nukleotydu i RNA oraz białkami rybosomalnymi (Mattanovich i in. 2004).
Wyzwolona poprzez czynniki środowiskowe odpowiedź adaptacyjna komórek może dopro­
wadzić do permanentnej lub przejściowej niehodowalności (Dahm i Strzelczyk 2004).

Naturalną odpowiedzią komórek na stres środowiskowy jest ich przejście w postać
komórek żywych, ale niehodowalnych - tzw. VBNC (ang. v HJź=ś ź u t *X*/ u =t u ZJź=śs e 
McDougald i in. (1998). Komórki w stanie VBNC są definiowane jako aktywne oddechowo,
ale niezdolne do podziału na podłożach laboratoryjnych (Oliver 1993, Colwell 2000). W wa­
runkach H* v Ht ZX zdolne są du syntezy białek (Yamamoto 2000) oraz zachowania niskiej ak­
tywności metabolicznej (Oliver 2005), która jest wyższa u drobnoustrojów zjadliwych (Sar­
dessai 2005). Regulacja właściwości fizjologicznych wynika z obecności substancji sygna­
łowych - tzw. autoinduktorów oraz z systemu ich przekazywania.

Najczęstszą konsekwencją zmiany, np. zawartości substratu w środowisku, jest
zmiana objętości komórki. Jest ona naturalnym skutkiem konieczności zmniejszenia zapo­
trzebowania energii i zagęszczenia cytoplazmy poprzez zmniejszenie ilości lipidów i białek
(Divol i Lonvaud-Funel 2005). McDougald i in. (1998) zauważyli również, że przejściu
w stan VBNC towarzyszy zmiana w błonie i modyfikacji ściany komórkowej. Jest to istotne,
ponieważ błona komórkowa jest najczęściej obserwowaną strukturą morfologiczną bakterii;
utratę jej integralności utożsamiano ze śmiercią komórki. W badaniach przeprowadzonych
przez Bogusławską-Wąs i in. (2006) wykazano, że wprowadzenie szczepów S. / śZśv HYHJś do
środowiska charakteryzującego się mniejszymi wartościami nutrientów od tolerancji meta­
bolicznej testowanych drożdży spowodowało utratę integralności błony komórkowej.

Wykorzystana w celu ustalenia jej stanu technika mikroskopii fluorescencyjnej
umożliwiła przeprowadzenie jeszcze jednej obserwacji. Zastosowanie barwnika DAPI (dia­
midino-2-fenyloindolu) do bezpośredniej oceny zmienności liczby drożdży pozwoliło na
wykazanie, że w poszczególnych strefach estuarium Odry standardowo oznaczana liczeb­
ność S. / śZśv HYHJś była zaniżona średnio o 2 log w stosunku do liczebności wynikającej
z obserwacji mikroskopowej. Według Zweifel i Hagstrom (1995) zdolność barwnika DAPI
do wybarwiania komórki o nieuszkodzonych i uszkodzonych błonach biologicznych nie mo­
że być uznana za rzeczywiste odzwierciedlenie obecności rosnących i/lub żywych mikroorga­
nizmów. Dlatego w badaniach nad przeżywalnością S. / śZśv HYHJśa prowadzonych przez Bogu­
sławską-Wąs i in. (2006), wykorzystano selektywne wiązanie DAPI z parami zasad adenina­
tynina DNA komórki i wykazano obecność aktywnego jądra komórkowego - tzw. DAPI
NuCC. Umożliwiło to zweryfikowanie wyników o obecność EżXYt a opisanych przez Sonderga­
arda (2000). Ostatecznie wykazano, iż zbiorniki wodne nie są dla tego gatunku drożdży natural­
nym miejscem bytowania. Profil fizykochemiczny środowiska wodnego nie sprzyja rozwojowi
i podtrzymaniu procesów metabolicznych, nie musi jednak prowadzić do śmierci komórki. Przy
za-łożeniu, że drożdże do środowiska wodnego przedostają się w stacjonarnej fazie wzrostu
zgromadzone rezerwy energetyczne w postaci glikogenu i trehalozy umożliwiają komórkom
S. / śZśv HYHJś przeżycie w warunkach głod.tt>nia przez dłuższy czas (Granot i Snyder 1991, Granot
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i Snyder 1993). Nie jest do końca jasne, czy przechodzenie komórek w stan VBNC jest stabilnym
fizjologicznym stadium, po którym następuje ich regeneracja (Divo! i Lonvaud-Funel 2005), czy
jedynie formą przejściową prowadzącą do ich śmierci (Ohtomo i Saito 2001, Oliver 2005).

W ekosystemach naturalnych częstym zjawiskiem jest niedobór substancji odżyw­
czych. Ich stężenie nie przekracza zazwyczaj 1 O µg/1. Skutkiem deficytu związków odżyw­
czych jest przede wszystkim maksymalne wydłużenie okresu między podziałami lub jego
całkowite zahamowanie oraz „przebudowa" aparatu enzymatycznego. Ograniczeniu procesu
wzrostowego komórek towarzyszy wstrzymanie syntezy ściany komórkowej oraz urucho­
mienie systemu zwiększonej oporności komórki na szkodliwe parametry środowiska (Barci­
na 1997, Dahm i Strzelczyk 2004). W warunkach absolutnego głodu dochodzi do stopnio­
wego obniżania zawartości RNA, powolnego rozregulowania metabolizmu i rozpadu struk­
tur wewnątrzkomórkowych, czego efektem jest śmierć komórki (Kunicki-Goldfinger 2001).

1.4. Estuarium Odry jako miejsce bytowania drożdży

Zgodnie z obowiązującą definicją za estuarium uznaje się rejon ujściowy rzeki o ma­
łej głębokości i nietypowym kształcie, na obszarze którego mieszają się wody morskie
i spływające z lądu (Elliot i McLusky 2002). Podstawowym problemem, z jakim borykają
się hydrolodzy, jest określenie kryteriów wyznaczania granic estuarium (Pritchard 1967,
Majewski 1972, Fairbrige 1980, Jasińska 1991, Elliot i in. 1999). Na wybrzeżu polskim ty­
powym obszarem estuariowym tworzącym w końcowym odcinku zatokę, obficie zaopatry­
waną w wody rzeczne, jest estuarium rzeki Odry (Tórz 2007). Na podstawie struktury zaso­
lenia zostało ono zakwalifikowane do kategorii estuarium homogenicznego. W przeciwień­
stwie do estuariów uwarstwionych i częściowo wymieszanych nie oznacza się w nim piono­
wego gradientu zasolenia, a przemieszczanie wód słonych następuje jedynie w kierunku po­
ziomym. Na podstawie zmienności przestrzennej stężenia makrojonów Tórz (2007) dokona­
ła podziału estuarium Odry na trzy strefy:

1. Estuarium dolne - strefa bezpośrednio połączona z morzem, obejmująca obszar
Zatoki Pomorskiej, której wody charakteryzują się wysokim poziomem jonów sodu i chlor­
kowych. Według Majewskiego (1967) warunki hydrochemiczne, hydrologiczne i hydrobio­
logiczne tej strefy kształtują w znacznym stopniu wody Odry, które stanowią aż 83,0% do­
pływu wód rzecznych.

2. Estuarium środkowe - obszar słonawowodny Zalewu Szczecińskiego charaktery­
zujący się wysoką dynamiką wód z dominacją wód z Odry oraz z zaznaczającą się domina­
cją jonów sodu i chlorkowych.

3. Estuarium górne - środowisko słodkowodne Odry od Widuchowej do Zalewu
Szczecińskiego. Profil hydrochemiczny tego obszaru kształtowany jest przez dynamikę wód
estuarium środkowego w wyniku okresowych cofek, z dominacją jonów wapnia i wodoro­
węglanowych.

Cyrkulacja wód w estuariach bezpływowych zależy przede wszystkim od wielkości
dopływu śródlądowego, którego wody stają się przyczyną mieszania. Intensywność i prze­
strzenny zasięg tego procesu zależą od siły i kierunku wiatrów (Kubiak 1980, Skriptunov
i Gorelits 2001). W okresie pobierania prób miasto Szczecin nic miało działającej oczysz-
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czalni ścieków. W związku z tym do Odry w 2003 roku odprowadzano dziennie około
70 OOO m3 ścieków komunalnych, z czego aż 50 OOO m3 na dobę nie było oczyszczonych
(GUS 2005). Spośród prawie 90 wylotów kanalizacyjnych jedynie dwa miały urządzenia do
oczyszczania mechaniczno-biologicznego. Według danych Głównego Urzędu Statystycznego
w Szczecinie (2005) ścieki komunalne odprowadzone siecią kanalizacyjną, poddawane
oczyszczaniu mechanicznemu, stanowiły jedynie 25,0%, a biologicznemu-2,7%.

Estuaria jako obszary o wysokiej zawartości materii organicznej i dostępności po­
karmowej charakteryzują się znaczną bioróżnorodnością (Marques i in. 1997). Wzajemne
powiązania pomiędzy funkcjonującymi w takim ekosystemie organizmami wynikają z róż­
norodności środowisk cząstkowych tworzących ekosystem estuarium. Jako środowiska nie­
istniejące samodzielnie charakteryzują się specyficznym profilem fizycznym, chemicznym
i biologicznym. Ich położenie oraz zróżnicowanie kształtuje środowisko bytowania ichtio­
fauny. W estuarium Odry Elliott i Hemingway (2002) wyróżnili 50 gatunków ryb, dla któ­
rych było ono miejscem rozrodu (46,0%), podchowu wylęgu i stadiów młodocianych
(54,0%), miejscem żerowania (88,0%), jak również szlakiem wędrówki ryb dwuśrodowisko­
wych (20,0%). Elliott i Dewailly (1995) dokonali podziału ekologicznego ichtiofauny, okreś­
lając udział poszczególnych gatunków typowych dla środowiska słodkowodnego (57,0%),
wód estuariowych (21,0%) oraz dwuśrodowiskowych (17,0%). Pozostałą, niewielką, liczbę
gatunków reprezentują okazy młodociane (4,0%) oraz formy typowo morskie (1,0%), któ­
rych obecność jest przypadkowa (Elliott i Hemingway 2002).

W estuariach efekt oscylacji zmian parametrów biotycznych i abiotycznych w istotny
sposób wpływa na skład gatunkowy, rozmieszczenie i liczebność drobnoustrojów. W ekologii
liczba gatunków i różnorodność gatunkowa są podstawą do charakterystyki biocenoz i ich częś­
ci. Dlatego tak istotny jest dobór metod izolacji, hodowli i identyfikacji mikroorganizmu.
Z uwagi na euryeko]ogiczny charakter drożdży, zmienność fizjologiczną i ich zdolność przysto­
sowania się do życia w zasiedlanych niszach ekologicznych zaistniał problem kwantyfikacji
biologicznej grzybów jednokomórkowych. Sprecyzowana przez Convention on Biologica!
Diversity bioróżnorodność jest,,[ ... ] zróżnicowaniem żywych organizmów pochodzących z róż­
norodnych środowisk, wewnętrznie odmiennych uH*t śZ J=Hśsa lądowego, morskiego i innych eko­
systemów wodnych i ekologicznych kompleksów, których te organizmy są częścią" (Conven­
tion on Biological Diversity 1992, www.biodiv.org/ convention/articles.asp.).

Już sarna definicja różnorodności biologicznej sugeruje, że prowadzenie badań o cha­
rakterze szczegółowym nic pozwala na wskazanie roli poszczególnych populacji w ekosys­
temie. Jedynie ich umiejętne powiązanie stworzy możliwość określenia zachowań mikroor­
ganizmów i ich funkcji w środowisku.
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2. Cel pracy

Estuaria jako obszary graniczne stają się miejscem procesów, w wyniku których na
drodze ewolucji, adaptacji i selekcji mamy do czynienia ze zmiennością biologicznej różno­
rodności. Zazwyczaj różnorodność rozważana jest w kontekście dwóch podstawowych
aspektów życia - rozmaitości i zmienności organizmów. Zapewnienie i podtrzymanie okreś­
lonego zespołu organizmów i ich biocenoz warunkowane jest dynamiką zmian czynników
fizykochemicznych ekosystemu. Istotne znaczenie ma to zwłaszcza w strefach wzajemnego
oddziaływania wód śródlądowych i morskich, za jakie uznane zostały estuaria. Specyfika
tych środowisk wskazuje na konieczność poszukiwania ewentualnych zależności pomiędzy
profilami genetycznym, taksonomicznym i siedliskowym jako podstawymi do rozważań
dotyczących funkcjonowania poszczególnych grup organizmów w ekosystemie.

W związku z powyższym wyznaczono w niniejszej pracy następujące zadania ba­
dawcze, jakimi były:

1) określenie bogactwa gatunkowego drożdży w wodach i ichtiofaunie estuarium Odry;
2) ocena stopnia zróżnicowania wewnątrzgatunkowego oznaczonych grzybów umoż­

liwiająca wskazanie pochodzenia szczepów i ich specyficzności;
3) określenie formy przeżycia drożdży i tworzenia społeczności w środowisku estu­

ariowym;
4) ustalenie oddziaływania drożdży na ikrę ryb.
Pozwoliło to na zrealizowanie celu niniejszej pracy, którym było określenie różno­

rodności wybranych społeczności drożdży i ich wpływ na rozwój ichtiofauny.





3. Materiały i metody
3.1. Charakterystyka obszaru badań

Obszar badań obejmował estuarium Odry (Odrę szczecińską, Roztokę Odrzańską z Zale-
wem Szczecińskim i Zatokę Pomorską), na którym wyznaczono 15 stacji badawczych (rys. 1) .
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Rys. 1. Rozmieszczenie stacji badawczych (1-15) na obszarze estuarium Odry
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Stacje wyznaczono na podstawie wskaźników hydrochemicznych wód (tab. 4) oraz
charakterystyki zlewni (Jurkowska i in. 2000, Bogusławska-Wąs i in. 2007).

Pierwszy punkt pobierania prób wyznaczono na wysokości wodowskazu Widuchowa,
poniżej którego (ok. 2,0 km) rzeka Odra dzieli się na Odrę Wschodnią i Odrę Zachodnią. Ramię
wschodnie rzeki niesie 76,0% ogółu wód, natomiast 24,0% przypada na jej część zachodnią.
Oba ramiona rzeki tworzą obszar Międzyodrza. Począwszy od kanału żeglownego Skośnica,
poprzez który następuje wyrównanie przepływów pomiędzy głównymi ramiona rzeki, Odra
Wschodnia przechodzi w Rcgalicę. Odra Zachodnia natomiast rozdziela się na Odrę Szczeciń­
ską, przepływającą przez Szczecin, i na Parnicę, która wraz z Regalicą uchodzi do przepływo­
wego jeziora Dąbie. To właśnie ten 17,5-kilometrowy odcinek rzeki (od Kanału Kurowskiego
do lńskiego Nurtu) jest odbiorcą około 70,0% ścieków z rejonu Szczecina. Po rozdziale na dwa
ramiona wody Odry ponownie łączą się i wpływają jednym nurtem (Iński Nurt) do Roztoki Od-



rzańskiej, a dalej - do Zalewu Szczecińskiego. Ostatnim etapem jest Zatoka Pomorska, z którą
odrzańskie wody łączą się poprzez cieśniny: Świna, Dziwna i Piana (Buchholz 1991).

Tabela 4. Charakterystyka fizykochemiczna wody w estuarium Odry

J·v>
Oznaczane parametry

Stacja Z* N tlen nasycenie przewod-
badawcza ~ ~ wartość temperatura pH rozpusz- tlenem ność~] [OC] czony [%] [µS/cm]z [mg Oi/1]

średnia 10,20 8,18 10,947 96,43 668,70
Widuchowa 1 odchylenie

standardowe 7,78 0,27 1,816 11,06 91,01

średnia 11,53 8,10 10,686 96,81 672,20
Gryfino 2 odchylenie

standardowe 7,45 0,26 1,968 12,05 92,07

średnia 11,02 8,16 10,822 86,48 971,70
Odra Wschodnia 3 odchylenie

standardowe 7,10 0,22 1,8212 11,00 91,01

Most Cłowy średnia 10,96 8,17 10,921 98,66 688,70
4 odchylenie

standardowe 8,25 0,23 1,916 13,62 91,16

średnia 10,58 8,03 9,361 83,55 719,20
Most Długi 5 odchylenie 7,92 0,07standardowe 2,588 13,65 85,19

Urząd Morski średnia 10,53 8,00 9,210 80,25 705,20
6 odchyleniew Szczecinie 8,09 0,08 3,265 15,18 75,94standardowe

średnia 10,49 8,09 10,285 91,05 693,60
Police 7 odchylenie

standardowe 8,25 0,18 2,823 18,38 61,86

średnia 12,23 8,51 11,233 104,67 1303,17
Trzebież 8 odchylenie

standardowe 6,41 0,17 1,446 10,78 693,37

średnia 11,77 8,73 11,783 109,17 1959,17
Kanał Piastowski 9 odchylenie

standardowe 6,27 0,24 1,907 14,93 958,71

średnia 12,67 8, 11 9,583 90,33 817,50
Dziwna 10 odchylenie

standardowe 6,47 0,25 1,887 13,98 197,39

średnia 12,55 8,21 11,120 102,22 1521,17
WWE l1 odchylenie

standardowe 6,22 0,20 1,880 14,02 720,33
średnia 14,72 8,34 10,950 105,50 8367,50

Świnoujście 12 odchylenie
standardowe 5,97 0,12 3,339 22,81 1323,11

średnia 14,72 8,34 10,950 105,50 8367,50
0,5 mili 13 odchylenie

standardowe 5,97 0,12 3,339 22,81 1323, 1 J
średnia 14,87 8,59 10,825 103,25 7415,001,5 mili 14 odchylenie

standardowe 6,20 0,24 2,786 14,57 1220,78
średnia 15,05 8,61 10,800 106,25 7927,503,0 mile 15 odchylenie

standardowe 6,13 0,24 2,165 13,10 2113, Il
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3.2. Analizy mikrobiologiczne

Analiza ogólnej liczby drożdży w próbach wody

Monitoring zmian liczebności drożdży prowadzono w latach 2001-2003. Próby pobie­
rano raz w miesiącu. W przypadku Odry Szczecińskiej badania prowadzono od lutego do
grudnia, natomiast w przypadku Zalewu Szczecińskiego i Zatoki Pomorskiej materiał pobie­
rano od kwietnia do października. Łącznie przeanalizowano 336 prób wody. Szczegółowe
dane dotyczące liczby pobranych prób wody i ich pochodzenia podano w tab. 5.

Tabela 5. Rodzaj i liczba prób pobranych z wybranych stacji badawczych estuarium Odry

Rejon
·g !vn 

Liczba próbrn N Nazwa stacji Przedmiot analizy Okres badańbadawczy [>~ wody/ ryb
~ nh z

Cedyński woda powierzchniowa 30 II 2001 - XI 2003
Park 1 Widuchowa 21 IV 2001-X 2001
Krajobrazowy ryby: okoń, płoć

7 V 2003 - X 2003
2 Gryfino woda powierzchniowa 30 Jl 2001 - XI 2003

Międzyodrze woda powierzchniowa 30 II 2001 -XI 2003
3 Odra Wschodnia ryby: okoń, płoć, 21 IV 2001 - X 2001

leszcz 6 V 2003 - X 2003
4 Most Cłowy woda powierzchniowa 30 II 2001 - XI 2003

woda powierzchniowa 30 Il 2001 - XI 2003
5 Most Długi ryby: okoń, płoć, 13 IV 2001 - X 2001

leszcz 9 V 2003 - X 2003

6 Urząd Morski woda powierzchniowa 30 II 2001 - XI 2003w Szczecinie

Odra 7 Police ryby: okoń, płoć 21 IV 2001 -X 2001
Szczecińska 15 V 2003 - X 2003

woda powierzchniowa 21 IV 2001 -X 2003
8 Trzebież ryby: okoó, płoć, 17 IV 2001 - X 2001

leszcz 9 V 2003 - X 2003
9 Kanał Piastowski woda powierzchniowa 21 IV 2001 -X 2003

IO Dziwna woda powierzchniowa 21 IV 2001-X 2003

11 WWE woda powierzchniowa 21 IV 2001 - X 2003

12 Świnoujście woda powierzchniowa 18 V 2001 -X 2003

Zatoka 13 0,5 mili woda powierzchniowa 18 V 2001 - X 2003
Pomorska 14 1,5 mili woda powierzchniowa 18 V 2001 - X 2003

l 5 3,0 mile woda powierzchniowa 18 V 200 I - X 2003
woda powierzchniowa 336

Razem ryby 139

Próby pobierano zgodnie z zaleceniami akredytowanego laboratorium Wojewódzkie­
go Inspektoratu Ochrony Środowiska w Szczecinie. Analiza ogólnej liczby drożdży w wo­
dzie wykonana została na podstawie Bogusławskiej-Wąs i Dąbrowskiego (2001). Hodowlę
grzybów prowadzono przez 3-5 dni na podłożu YM Agar (0,3% - yeast ekstrakt, 0,3% -
malt ekstrakt, 0,5% - pepton, 1,0% - glukoza, 2,0% - agar; Difco, USA) z dodatkiem chlo­
ramfcnikolu (Interforum Pharma, Polska), przy pH 4,5, w temperaturze 20°C.
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Ogólną liczbę drożdży, liczoną w jednostkach tworzących kolonię (jtk), ustalano na
podstawie wyrosłych na filtrach membranowych kolonii, według wzoru:

jtk-100 mL-1 = (a-100)/v
gdzie:

J e liczba zliczonych kolonii,
v = objętość przefiltrowanej próbki [ml].

Na podstawie charakterystyki morfologicznej oraz cech biochemicznych wyizolowa­
nych kolonii ustalono wstępną przynależność taksonomiczną drożdży. Wyizolowane szcze­
py przeznaczone do dalszych badań laboratoryjnych przechowywano w formie zamrożonej.

Analiza ogólnej liczby drożdży w próbach pochodzących od ryb i z ikry

Ryby przeznaczone do badań - leszcz u, źZJę HY źZJę J Linnaeus, 1758), płoć uPu tH­ 
=u Y Zu t H=u Y Linnaeus, 1758) i okoń u� śZ/ J B=u v HJ t H=HY Linnaeus, 1758) - pozyskiwano od węd­
karzy. Łącznie analizie mikrobiologicznej poddano 139 osobników wyżej wymienionych
gatunków. Szczegółowe dane dotyczące pobranych ryb i ich pochodzenie podano w tab. 5.
Ikra przeznaczona do badań pochodziła od troci wędrownej u4J=ę X t Zu t t J t Zu tt J m. t Zu tt J 
Linnaeus, 1758) i okonia. Do mykologicznej analizy ikry wykorzystano jaja pochodzące
z naturalnych miejsc tarłowych ryb oraz pobrane od tarlaków w warunkach laboratoryjnych.
Łącznie analizie poddano 36 prób ikry.

W celu ustalenia liczby drożdży na ikrze oraz w śluzie i przewodzie pokarmowym
ryb wykorzystano technikę namnażania na podłożu SDA - Sabouraud Dextrose Agar (0,5%
- yeast ekstrakt, 2,0% - glukoza, 2,0% - agar; Scharlau, Hiszpania) z dodatkiem chloramfe­
nikolu (Interforum Pharma, Polska), przy pH 4,5. Inkubację prowadzono w temperaturze
20°C, przez 3-5 dni. Schemat postępowania metodycznego przyjęto na podstawie wcze­
śniejszego opracowania (Bogusławska-Wąs i in. 2007). Z powierzchni ryb pobierano jałowo
śluz, który worteksowano w soli fizjologicznej, zachowując każdorazowo proporcję 1 : 9.
W przypadku analiz mikrobiologicznych ikry jaja trzykrotnie przemywano w soli fizjolo­
gicznej, a następnie postępowano jak w przypadku prób ze śluzem. W celu ustalenia myko­
bioty przewodu pokarmowego, po uprzednim sprawdzeniu obecności treści pokarmowej,
wypreparowany materiał rozcierano w moździerzu z dodatkiem piasku. Dla wszystkich prób
wykonywano kolejne rozcieńczenia dziesiętne.

Analiza bakteriologiczna prób wody

W celu ustalenia poziomu zanieczyszczenia mikrobiologicznego wody w estuarium
Odry oznaczano obecność drobnoustrojów wskaźnikowych, zgodnie z PN-77 C-04615.

Identyfikacja biochemiczna drożdży

Wstępna identyfikacja drożdży wyrosłych na podłożach hodowlanych wykonana zo­
stała na podstawie ich cech makro- i mikroskopowych (morfologii kolonii, kształtu komórki
i typu pączkowania, zdolności do tworzenia strzępek lub pseudostrzępek). W celu ustalenia
profilu biochemicznego wyizolowanych grzybów zastosowano testy API ID 32C i 20 AUX
(BioMerieux, Francja) oraz test DBB. W celu uzupełnienia charakterystyki fizjologicznej
drożdży z rodzaju q Zy ; t X/ X/ / u Y i PżXł Xt XZu =J wykonano również testy temperaturowe. Ho­
dowle prowadzono metodą namnażania płytkowego na podłożu SDA (Scharlau, Hiszpania)
w temperaturze: 6, 20 i 37°C.
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3.3. Analizy genetyczne

Ekstrakcja DNA

Wyniki identyfikacji biochemicznej drożdży z rodzaju q Zy ; t X/ X/ /u Y i PżXł Xt XZu =J po­
twierdzono metodą łańcuchowej reakcji polimerazy PCR (ang. ; X=y ę śZJYś / żJH* ZśJ/ t HX*sn 

Szczepy drożdży przeznaczone do analizy genetycznej namnażano na podłożu YPD
(1,0% - wyciąg drożdżowy, 2,0% - pepton, 2,0% - glukoza; Scharlau, Hiszpania) przez
24 godziny. DNA genomowy izolowano zgodnie z protokołem QIAamp DNA Mini Kit
(Qiagen, Niemcy) z zastosowaniem litykazy (Sigma-Aldrich, USA). Efektywność izolacji
oceniano spektrofotometrycznie za pomocą spektrofotometru ND- I OOO (ThermoScientific
NanoDrop, USA). Uzyskane wyniki interpretowano na podstawie stosunku wartości absor­
bancji A260/A2so oraz ilości wyizolowanego DNA oznaczanego w ng/µL (Słomski 2008), co
było podstawą standaryzacji metody (rys. 2). Uzyskany supernatant przechowywano w tempe­
raturze -20°C do czasu wykonania nastepnych analiz.
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Rys. 2. Przykładowe widmo absorpcji DNA w świetle UV. Wykres widma uzyskany dla
Pżn ę u / H=JEH*XYJ 

Identyfikacja taksonomiczna drożdży metodą PCR

Przedmiotem identyfikacji był DNA genomowy różnych szczepów drożdży wyizo­
lowanych z estuarium Odry oraz szczepów wzorcowych zakupionych z kolekcji DSM (Deu­
tsche Sammlung von Mikroorganizmem und Zellkulturen, Niemcy). Szczepy Pż ę u / H=JEH­ 
*XYJa Pżn E=u t H*HY oraz q Zn =J u Zś*tH amplifikowano przy zastosowaniu pary starterów o se­
kwencjach nukleotydów ITS 3(5'-gCATCgATgAAgAACgCAgC) oraz ITS 4(5'-TCCTC­
CgCTTATTgATATgC), zgodnie z White i in, (1990). Startery zostały zsyntetyzowane przez
TIB MolBiol (Polska). Reakcję PCR prowadzono w 25 µL mieszaniny reakcyjnej zawierają­
cej: 1 OOmM Tris-HCl (pH 8,3 w 25°C), bufor polimerazy Tag (A&A Biotechnology, Pol­
ska), 1,5 rnM MgCh, l,25U Tag DNA polimerazy (A&A Biotcchnology, Polska) oraz p o 
25 pmol/µL każdego startera. Profil temperaturowy ustalono zgodnie z Casey i Dobson
(2004): denaturacja - 95°C/5 min przez 35 cykli, przyłączanie starterów - 59°C/l min (Whi­
te i in. 1990), wydłużanie - 72°C/l min, finalne wydłużanie - 72°C/l O min. Reakcję prze­
prowadzono w aparacie LightCycler 480 Jl (Roche, USA). Produkty amplifikacji były roz­
dzielane clcktroforctycznie w 1,2-proccntowym żelu agarozowym (Prona Agarosc Plus, Pol-
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ska) barwionym wewnętrznie bromkiem etydyny (0,5µL/mL) (Bio-Rad, USA). Uzyskane
wyniki wizualizowano w świetle UV w aparacie GelDoc (Bio-Rad, USA) i archiwizowano
przy zastosowaniu programu Quantity One (Bio-Rad, USA).

Genotypowanie szczepów drożdży

Typowanie genetyczne przeprowadzono techniką RAPD-PCR (ang. PJ*ł Xę , ę ; =H­ 
BHśł � X=y ę XZBH/ DNA), zgodnie z Casey i Dobson (2004). Jej zastosowanie umożliwiło ana­
lizę molekularną szczepów o bardzo niskim stopniu zróżnicowania genetycznego (Welsh
i McClelland 1990). Przydatność i możliwości dyskryminacyjne metody określono, wyko­
rzystując kombinację par starterów (TIB MolBiol, Polska) zestawionych w tab. 6.

Tabela 6. Charakterystyka starterów uwzględnionych w typowaniu wewnątrzgatunkowym
szczepów drożdży

Starter Sekwencja 5'-3' Referencje

P2 gCTCgTCgTT Baleiras Couto i in. 1994
p 1 gTggTggTg Senses-Ergul i in. 2006
1254 CCg CAgCCAA Berg i in. 1994
1290 gTggAT gCg A Caralho i in. 2001
Dag 1 CgAATCTAACggCTggCACA inf ustna - D. Mędrala
Dag2 gCCCAAATAgTgTCACCgCT inf. ustna - D. Mędrala
CMV2 ggTAgCACCgCgggTTTCgAC Korzon i in. 1999
RPI4 TAggATCAgA . Lehmann i in. 1992
RPI 2 AAggATCAgA Lehmann i in. 1992
M13 gAgggTggCggTTCT Elaichouni i in. 1994, Gadanho i in. 2003
ERIK2 AAgTAAgTgACTggggTgAgCg Versalovic i in. 1991

Podstawowym kryterium wyboru starterów wykorzystywanych w dalszych oznacz.eniach
była czytelność rozdziału elektroforetycznego oraz liczba uzyskanych amplifikonów (rys. 3).

250

3000

1254
1254 MIJ Da;l+l254 ERIC2 Ml3 RPI2+RP!4

RP!4•RPI2 1290 1254+1290 Ml3+Da;l Da;l+D,;2

Pżn ę u / H=JEH*XYJ Pżn E=u t H*HY q Zn =Ju Zś*t HH 

Rys. 3. Przykł~dowe profile genetyczne szczepów drożdży uzyskane w różnych kombinacjach
starterow. Jako wzorzec masowy DNA (M) wykorzystano marker xvr (Roche, USA)
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Tabela 7. Typy genetyczne drożdży wyizolowane z badanych stref estuarium Odry

Strefa Oznaczenie Typ Oznaczenie szczepu Typ Oznaczenie Typ
estuarium Lp. szczepu genetyczny Pżn ę u / H=JEH*XYJ genetyczny szczepu genetycznyqZn xJu Zś*t H Pż n E=u t H*HY 

I 1/10 f/A 1/[4 I/A 1/6 \ , e=j 
2 1/11 I/A 8A/597 I/A 9A/536 I/A-2
3 l2A/13 1B 8A/598 I/A 9A/537 l/A-2
4 12A/14 1B 4A/18 11/A-3 1/12 f/B-1
5 12A/18 IB 8A/592 Jl/A-3 8A/595 I/B-1
6 1/12 IIA 8A/593 11/A-3 1/3 I/B-1
7 1/D Il/B 8A/589 11/A-3 3A/57 1/B-l
8 l/E W b 8A/591 11/A-3 3A/59 I/B-l
9 1/14 11/C 8A/596 Il/A-3 14A/620 I/B-3

10 1/A Il/C 4A/187A II/B-1 3A/56 I/B-3
li l/B II/C 5A/337A II/B-l 14A/622 l/B-3
[2 1/6 • 4°4b 6A/315 Il/B-1 3A/58 l/B-3
13 1/7 Il/C l lA/545 Il/B-1 3A/69 I/B-4
14 1/8 JI/B 12A/567 II/B-1 3A/73 I/B-4
l5 l/9 ll/C 7A/500 11/B-l 3A/70 l/B-4
[6 2/15 IV 3A/74 Il/B-1 3A/66 l/B-5
17 2/16 Ir V 4; 4A/l50A II/B-1 6A/309 l/B-6
18 2/17 V/A 6A/308 11/B-2 9A/538 l/B-6
19 2/19 11/C 6A/31 I 11/B-2 6A/314 l/B-6
20 2/21 IV 4A/77 U/B-2 9A/534 J/B-6
21 2/23 V 4; l4A/609 Il/B-3 4A/150A U/A-2
22 2/27 II/C 14A/610 II/B-3 4A/51 II/A-2
23 3/36

I
V/B 14A/61 l U/B-3 4A/76 x=H A-3

24 3/37 V/B SA/337 II/B-3 4A/F Il/A-3
25 3/39 V/A 3A/68 II/C-1 2A/52 Il/B-2
26 3/41 11/D 3A/305 Il/C-1 2A/54 II/B-2
27 3/42 11/D 9A/540 II/C-1 2A/55 II/B-2
28 3/44 V/A 4A/51 II/C-1 2A/46 II/B-2
29 3/46 Il/C l0A/522 Ili/A-I 2A/53 Il/B-2

Odra 30 3/47 11/B-2 I0A/531 lll/A-1

31 4/48 V 4­ I0A/525 lll/A-l

32 4/50 ll/C I0A/527 III/A-I

33 4/53 VIE I0A/526 III/A-l

34 4/54 V/E [2A/568 Ill/B-1

35 4/56 V/E 7A/501 Ill/B-1

36 4/59 Jl/B 12A/570 Ill/C-1

37 4/63 11/C 12A/573 lll/C-1

38 4/64 V/E 7A/506 Ill/C-1

39 7/220 V 4; l2A/574 111/C-l

40 9/253 11/C 7A/507 111/C-I

41 9A/253 11/C I 2A/576 Jll/C-1

42 10/270 11/C 7A/503 111/C-I

43 5/104 JII/C 4A/150 u
44 5/115 lll/C 4A/G u
45 5/1 [4 Jll/C 5A/330 u
46 3/l 7 11/C !0A/520 IV/A-1

47 1/\./502 11/C I0A/528 IV/A-I

48 IC/301 ll/C I0A/521 IV/A-1

49 IC/308 ll/C I0A/523 IV/A-2

50 IC/302 Il/U I0A/524 IV/A-2

51 12A/3 Ili/A I0A/529 IV/A-2

52 12A/4 111/A I I A/547 V/A-I

53 IC/313 V/A 1 IA/555 V/A-l

54 IC/314 V/A I IA/548 V/A-1

55 I /\./508 V//\ 11 A/549 V/A-I

56 IC/306 V/A 1 IA/554 Y/A-1~
57 7A/502 V/A-2

58 7A/508 V/A-3

59 11 A/556 u



cd. tab. 7
Oznaczenie Typ Oznaczenie szczepu Typ

Oznaczenie TypStrefa Lp. szczepu
estuarium

szczepu genetyczny Pżn ę u / H=JEH*XYJ genetyczny genetyczny
q Zn =Ju Zś*t H Pż n E=ut H*HY 

I 1/C Il/C 1/17 11/A-l 13A/562 I/A-2
2 IC/311 V/F 8N599 li/A-I 14A/62 I l/A-2
3 1/13 Il/A 13A/566 ll/A-l l4A/623 l/A-2
4 2/28 II/C 8N587 Il/A-I 6A/312 J/A-2
5 2/33 IT/C 4A/B 11/A-3 6A/319 l/A-2
6 6/200 II/C : Q, ll/A-3 9A/535 l/A-2
7 6/208 Il/C 4A/C II/A-3 3A/72 1/B-l
8 6/209 IJ/C 1/2 ll/B-1 8A/588 J/B-1
9 6/210 11/C 14N607 11/B-I 14N618 1/8-1

IO 6/211 II/C 8A/586 U/B-1 dQgh 1/B-I
Il 6/212 II/C 4A/D 11/B-l 5A/224 1/B-l
12 6/213 Il/C 13A/560 11/B-I 1/4 1/8-2
13 6/215 ll/C 9A/542 11/B-2 1/9 l/B-2

- 14 7/216 ll/C 6A/208 U/B-2 l/5 l/B-2
15 7/217 W d 9A/539 If/B-2 l/7 I/B-2
16 4A/50 V/E 5N322A II/B-2 14N624 I/B-2
17 IC/312 V/F 9A/541 11/B-2 l/13 Il/A-I
18 4/57 11/D 14A/613 ll/C-1 3A/60 IT/A-I
19 4/61 II/D SA/606 nu 8A/594 II/A-3
20 4/58 V/E 7A/514 llf/B-1 9A/540 11/A-3

Zalew 21 4/65 V/E l2A/571 III/B-2 hQ: L ll/B-1
Szczeciński 22 4/62 V/E l2A/581 lll/B-2

23 6/206 V/G 7A/504 Hl/B-2
24 5/113 V/E 12A/572 III/B-3
25 2/20 V/D 7A/505 Ill/8-3
26 3/38 V/A l2A/580 lll/B-3
27 5/101 lll/B 7A/513 JII/B-3
28 5/103 III/B 1 IA/553 V/A-2
29 5/107 IIl/8 l2A/583 V/B-1
30 5/106 111/B 7A/516 V/8-1
31 5/105 III/B 12A/582 V/C-1
32 5/102 III/C
33 5/1 IO III/C
34 5/108 Ill/B
35 5/112 Ill/8
36 5/118 III/B
37 5/116 V/G
38 5/117 Y/G
39 5/IO0 IJ/C
40 !A/512 Il/C
41 lC/303 11/C
42 lC/307 Y/C

I 3/40 V/D 9A/533 11/B-I 6N190 l/B-5
2 3/45 V/D I0A/519 fl/B-1 9A/544 l/B-6
3 6/204 V/D 13A/558 11/8-1 13A/559 u
4 IN511 V/C l4A/608 11/8-2 8A/604 l/C-1

. 5 IA/513 V/C 6A/l 96 ll/8-2 8A/605 1/C-l
Zatoka 6 IC/307 V/C 14A/6l2 Il/8-2 : , x0 ll/A-IU
Pomorska 7 IC/310 V/C 4A/E ll/C-1

8 6A/193 111/A-!U
9 9A/543 lll/A-IU

IO 7A/51 I lll/B-1
Il 7A/514 Jll/8-1
12 12A/584 Y/A-2

l l/12 li/A 2A/37 11/8 I l/10 l/A-1
2 2/22 V/A 4N87 11/C-I 1/11 f/A-1
3 2/25 ll/8 7A/5 I 7 V/A-2 1/8 1/A-I
4 2/26 ll/C 12N569 Y/A-2 SA/590 1/8-1
5 2/32 V/A 12N575 Y/A-3 14A/614 1/13-3

Ryba 6 3/34 Y/8 7A/5l5 V/C-1 2A/41 11/8-1
7 3/35 V/D 2A/42 11/B-I
8 4/52 Y/E 2A/43M 11/13-1
9 10/271 Jl/A 2N43 11/8-1

IO 10/272 li/A hQ: m 11/8-1
li IN505 V/A 2A/47 JJ/8-1
12 2N48 11/8-1
13 2A/43Y 11/B-2



W celu przeprowadzenia różnicowania gatunkowego Pżn ę u /H=JEH*XYJ zastosowano
startery 1254 i 1290, w idenfikacji Pż n E=u tH*HY e ERIK2, natomiast w przypadku q Zn =J u Zś*ty 
- 1254 i DAG-I. W celu uzyskania złożonych i stabilnych profili amplifikacji zastosowano
schemat szyku ortogonalnego zaproponowany przez Taguchi i Wu (1980), zmodyfikowany
przez Cobb i Clarksonn (1994). Reakcję RAPD-PCR prowadzono w 25 µL mieszaniny reak­
cyjnej zawierającej: 500 mM KCl, 100 mM Tris-HCJ (przy pH 8,3, w 25°C), 1,25 mM
MgCh, 0,3 mM dNTP, po 20 pmol/ul, każdego startera, lU Taq DNA polimerazy (Eppen­
dorf, Niemcy) i 20 ng matrycy DNA w termocyklerze Mastercycler Gradient (Eppendorf,
Niemncy). Profil termiczny ustalano zgodnie z zaleceniami Casey i Dobson (2004).

Produkty amplifikacji rozdzielano elektroforetycznie w 2-procentowym żelu agarozo­
wyrn (Prana Agarose Plus, Polska) barwionym wewnętrznie bromkiem etydyny - 0,5 µL/mL
(Bio-Rad, USA). Wyniki rozdziału elektroforetycznego wizualizowano w promieniach UV
w aparacie GelDoc (Bio-Rad, USA) i archiwizowano, korzystając z programu Quantity One
(Bio-Rad, USA). Stopień pokrewieństwa szczepów określono na podstawie analizy klaste­
rowej uzyskanych profili amplifikacji (RAPD) - metodą UPGMA (Unweighted Pair Group
Metod with Arithmetic Mean) w oprogramowaniu Bio-Gene (Vilber-Lourmat, Francja).
Wyniki analizy zostały zobrazowane w postaci dendrogramu przy współczynniku Dice wy­
noszącym 3,0%. Wartości współczynnika obliczano na podstawie wzoru:

D = hQJź 
(2Nab +Na+ Nb) 

gdzie:
QJź e liczba produktów wspólnych dla obu profili,
Q' i Qź e liczba produktów w poszczególnych profilach.

Stopień pokrewieństwa pomiędzy poszczególnymi szczepami PżXł Xt XZu =J spp. oraz
q Zy ; t X/ X/ / u Y spp. określano na podstawie podobieństwa uzyskanych profili genetycznych
RAPD szczepów. W interpretacji wyników wykorzystano przyjęty przez Tenover i in.
(1995) podział, uwzględniający procentową zgodność wzorów genetycznych uzyskanych
techniką RAPD. Przyjęto, że przy wskaźniku S > 75,0% szczepy są blisko spokrewnione,
przy 75,0% > S >50,0% - prawdopodobnie spokrewnione, a przy S <50,0% - niespokrew­
nione. Zawarte w tab. 7 zestawienie obejmuje pochodzenie szczepów oraz ich genotyp wy­
znaczony na podstawie uzyskanego dendrogramu.

3.4. Analizy spektrofotometryczne

Hodowle

Jako podłoża hodowlane stosowano wodę z poszczególnych stref estuarium Odry- z Wi­
duchowej (Wid.), Urzędu Morskiego w Szczecinie (UMS) i Zatoki Pomorskiej (ZP) oraz podłoże
YNB (wyciąg drożdżowy - 0,3%, malt ekstrakt - 0,3%, pepton - 0,5%, glukoza - 1,0%; Difco,
USA). Wszystkie podłoża sterylizowano metodą fizyczną przy użyciu filtrów membranowych
o średnicy 0,22 µm (Millipore, USA).

Badane gatunki drożdży

Materiałem badawczym były: Pż n ę u / H=JEH*XYJ i Pż n E=utH*HY oraz q Zn =J u Zś*t Hn Testowane
szczepy w obrębie gatunku różniły się profilem genetycznym oraz miejscem izolacji (zob. tab. 9).
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W celu przygotowania wyjściowego inokulum drożdże namnażano na podłożu YPD agar (wyciąg
drożdżowy - 1,0%, pepton - 2,0%, glukoza - 2,0%, agar - 2,0%; OXOID, Anglia), przez 48 go­
dzin, w temperaturze 22°C. Po inkubacji wyrosłe kolonie zawieszano w jałowym zbuforowanym
roztworze soli fosforanowej PBS (Biomed, Polska). Wystandaryzowaną zawiesinę komórek
(3 w skali McFarlanda) przemywano 3-krotnie i wirowano, przy 10 OOO obrotów, przez 10 minut
(MPW-52, Polska). Powstały osad zawieszano w podłożach hodowlanych - Wid., UMS, ZP oraz
YNB. Tak przygotowane szczepy drożdży wykorzystywano do dalszych oznaczeń.

Ocena przeżywalności i formy wzrostu drożdży w środowisku wodnym

Zdolność przeżycia testowanych szczepów drożdży oceniano kolorymetrycznie
z wykorzystaniem wodorotlenku tetrazoliny XTT (sodium 3,3,-[(phenylamino)carbonyl]-3,4-te­
trazolium-bis (4-methoxy-6-nitro) benzenesulfonic acid hydrate; Sigma-Aldrich, USA).

W celu oznaczenia zależności pomiędzy rzeczywistą liczbą komórek a wskaźnikiem
ich aktywności oddechowej przeprowadzono doświadczenie wstępne na podłożu YNB. Mo­
nitoring zmian w czasie doświadczenia oparto na kontroli wartości gęstości optycznej komó­
rek (OD) oraz tempa redukcji XTT jako wskaźnika aktywności oddechowej. Zestawienie
uzyskanych parametrów pozwoliło na wyznaczenie istotnej korelacji uZ = 0,9435) pomiędzy
przyjętymi wskaźnikami (rys. 4). Poza ustaloną zależnością wzrostu liczby komórek (OD),
kontrolowanych spektrofotometrycznie przy długości fal ,ł, = 550 nm, której towarzyszył
wzrost wartości pomiaru formazanu tetrazoliny, przy ,ł, = 490 nm (Nanodrop ThermoScientific,
USA), wyznaczono stopień zbieżności istotnych statystycznie zmian w czasie dla wartości OD
i XTT względem inokulum.

Wykres rozrzutu: OD vs. XTT
XTT = 0,07565 + O, 174l2 · OD

korelacja: r = 0,94355
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Gęstość optyczna OD [11111)

Rys. 4. Korela~ja pomi_ędzy gę_stością _komór~k (OD) a ich aktywnością oddechową (XTT)
w czasie tr~ama doświadczenia. Czcionką pogrubioną wyróżniono wartości istotne
statystyczruc

W obu modelach badawczych (XTT i OD) istotność różnic oznaczono w 24. godzinie do­
świadczenia (tab. 8). Ustalone zależności pozwoliły na wykorzystanie opracowanej metody do
oceny zdolności wzrostu w formie biofilmu i/lub planktonu określanego metodą redukcji XTT.
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Tabela 8. Poziom istotności zmian w czasie w odniesieniu do wprowadzonego inokulum

Oznaczany Czas inkubacji [h]
wskaźnik 2 4 6 24• 48* n· 96*

XTT 0,387379 0,061140 0,409491 0,000126 0,000138 0,000144 0,000147

OD 0,980563 0,983163 0,996140 0,018005 0,000138 0,000147 0,000144

• Statystycznie istotne różnice.

Tabela 9. Charakterystyka hodowli drożdży w próbach kontrolowanych

Opis Gatunek Pochodzenie Oznaczane Genotyp
doświadczenia wody hodowlanej środowisko

YNB odżywcze podłoże OD IA-1/10
YNB/p q Zn =J u Zś*t H XTT planktonu IB-12A/13
YNB/b

hodowlane XTT biofilmu IIA-1/12
Wid. OD IIC-4/50
Wid.fp q Zn =J u Zś*t H Widuchowa XTT planktonu IIC-6/210
Wid./b XTT biofilmu IID-4/57
UMS Urząd Morski OD IIIC-5/104
UMS/p q Zn =J u Zś*t H XTT planktonu IV-2/15
UMS/b

w Szczecinie XTT biofilmu VC-lA/511
ZP OD VD-3/35
ZP/p q Zn =J u Zś*t H Zatoka Pomorska XTT planktonu VF-lC/311
ZP/b XTT biofilmu VA-2/32
YNB odżywcze podłoże OD IA-1/114
YNB/p Pżn ę u / H=JEH*XYJ XTT planktonu IIAl-1/17
YNB/b

hodowlane XTT biofilmu IIA4-8A/589
Wid. OD IIB 1-1/2
Wid.fp Pżn ę u / H=JEH*XYJ Widuchowa XTT planktonu IIB2-6A/196
Wid./b XTT biofilmu 1IB4-3A/68
UMS Urząd Morski OD IIAl-lOA/531
UMS/p Pż n ę u / H=JEH*XYJ XTT planktonu IIB1-7A/501
UMS/b

w Szczecinie XTT biofilmu IIIB2-7A/504

ZP OD
IlIB3-7A/505
IVA-1 0A/520

ZP/p Pżn ę u / H=JEH*XYJ Zatoka Pomorska XTT planktonu VAl-llA/548
ZP/b XTT biofilmu VIA-7A/515
YNB odżywcze podłoże OD lA-1/11
YNB/p Pżn E=u t H*HY hodowlane

XTT planktonu 1A-6A/312
YNB/b XTT biofilmu IB-3A/57
Wid. OD 1B-3A/58
Wid.fp Pżn E=utH*HY Widuchowa XTT planktonu IB-3A/66
Wid./b XTT biofilmu IC-8A/604
UMS Urząd Morski

OD IIA-1/13
UMS/p Pżn E=u t H*HY w Szczeci nie

XTT planktonu 11A-4A/F
UMS/b XTT biofilmu IIA-4A/5 l
ZP OD 11B-2A/42
ZP/p Pżn E=u t H*HY Zatoka Pomorska XTT planktonu J1B-2A/52
ZP/b XTT biofilmu

p- plankton, b - biofilrn, YNB - podłoże odżywcze, Wid. - Widuchowa, UMS - Urząd Morski w Szczeci­
nie, ZP - Zatoka Pomorska.

W celu zrealizowania założeń doświadczenia zastosowano mieszaninę: wodorotlenku te­
trazoliny XTT, mcnadionu (witamina K3 - 2-methyl-1,4-naphthoquinone; Sigma-Aldrich, USA)
i PBS (Jin i in. 2004). Przyjętą metodę zmodyfikowano, przyjmując ostateczną objętość składo-
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wych mieszaniny: 1580 µL PBS, 200 µL XTT i 20 µL K3_ Doświadczenie prowadzono w syste­
mie mikropłytkowym - 96-dołkowym (Sarstedt, Anglia). Do każdego z dołków wprowadzono
po 100 µL poszczególnych hodowli. Opis doświadczenia zawarto w tab. 9.

Kontrolę formowania biofilmu i/lub wzrostu planktonowego prowadzono co 2, 4, 6,
24, 48, 72, 96 i 120 godzin w temperaturze 10°C (średnia temperatura wody w badanym estu­
arium). W przypadku tworzenia formy planktonowej przez komórki drożdży z poszczególnych
wariantów hodowli przenoszono całą objętość wprowadzonego inokulum (100 µL) do jało­
wych probówek typu eppendorf (Eppendorf, Niemcy). W odzyskanej hodowli sprawdzano
gęstość optyczną komórek (OD). Pomiary OD przeprowadzano za pomocą spektrofotometru
Nanodrop ND-1000, przy długości fali ,1, = 550 nm, zgodnie z procedurą podaną przez produ­
centa (Nanodrop ThermoScientific, USA). Uzyskane wyniki interpretowano na podstawie
programu T.N-Vis firmy Eppendorf (Niemcy). W kolejnym etapie (ocenie aktywności odde­
chowej komórek) do 100 µL hodowli dodano 100 µL mieszaniny XTT + K3; całość inkubo­
wano przez 2 godziny w 20°C. Następnie próby odwirowywano, przy 10 OOO obrotów, przez
10 min (MPW-52, Polska). Uzyskany supematant przenoszono do nowych mikropłytek (Sar­
stedt, Anglia) i wykonywano pomiar w ośmiokanałowym czytniku absorbancji Elx.808 (BioTek
Instruments), przy długości fali ,1, = 490 nm (Antachopoulos i in. 2006).

W przypadku kontroli zmian zachodzących w biofilmie wykorzystano pozostały w mi­
kropłytce materiał badawczy, zaadherowany do powierzchni dna. Aktywność oddechową komó­
rek w biofilrnie testowano metodą redukcji XTT, opisaną przez Ramage i in. (2001), w modyfi­
kacji własnej. Zmiany zachodzące w hodowli wyznaczano na podstawie pomiarów ekstynkcji,
przy zachowaniu parametrów i urządzeń wskazanych w analizie form planktonowych.

3.5. Ikra jako środowisko rozwoju drożdży

Ikra

Ikra pochodziła od pięciu samic każdego gatunku ryb okonia u� śZ/ J %=u v HJt H=HY Lin­
naus, 1758) oraz troci wędrownej u4J=ę X t Zu t t J t Zu t t J ę n t Zu tt J Linnaeus, 1758). Jaja wyciskano
w laboratorium i zapładniano mleczem pochodzącym od pięciu samców każdego gatunku. Ana­
lizie poddano również ikrę pobraną z naturalnych miejsc tarłowych. Pozyskana ikra była pod­
dawana badaniu mikrobiologicznemu oraz wykorzystywana w następnych doświadczeniach.

Zdolność drożdży do kolonizacji powierzchni ikry

Hodowle badawcze ikry okonia oraz troci wędrownej prowadzone były w 24-dołkowych
mikropłytkach (Sarstedt, Niemcy), zgodnie z Nakata i in. (2004), lub w krystalizatorach. W każ­
dym dołku umieszczano zapłodnione jaja poszczególnych gatunków ryb i zalewano wodą ho­
dowlaną pobraną z obszaru połowu tarlaków. W doświadczeniu wykorzystano różne genotypy
szczepów Pżn E=utH*HYa Pżn ę u /H=JEH*XYJ oraz qZn =Ju Zś*tHn Do szalek hodowlanych wprowadza­
no przygotowane (jw.) inokulum 48-godzinnej hodowli testowanych przedstawicieli grzybów
jednokomórkowych. Warunki hodowli dostosowano do wymagań wylęgu poszczególnych ga­
tunków ryb. W celu przeprowadzenia doświadczenia założono trzy warianty badawcze opisane
w tab. 1 O. Podczas doświadczenia prowadzono stalą kontrolę jakości mikrobiologicznej inku­
bowanej ikry i środowiska zawieszającego (wody hodowlanej).
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Tabela 1 O. Charakterystyka hodowli ikry w próbach kontrolowanych

Skład hodowli Opis Aktywność oddechowa
gatunek ikry szczep drożdży doświadczenia społeczności mikrobiologicznej

Okoń PżXł Xt XZu =J spp. =€ Pż XTT planktonu w wodzie hodowlanej
XTT biofilmu ikry

Okoń q Zy ; ZX/ X/ / u Y spp. =€ q Z XTT planktonu w wodzie hodowlanej
XTT biofilmu ikry

Okoń brak inokulum rorr XTT planktonu w wodzie hodowlanej
drożdży XTT biofilmu ikrv

Troć wędrowna Pż Xł Xt XZu =J spp. =_Pż XTT planktonu w wodzie hodowlanej
XTT biofilmu ikry

Troć wędrowna q Zy ; ZX/ X/ / u Y spp. x_q Z XTT planktonu w wodzie hodowlanej
XTT biofilmu ikry

Troć wędrowna brak inokulum ITD- XTT planktonu w wodzie hodowlanej
drożdży XTT biofilmu ikry

IO - ikra okonia, IT - ikra troci, P=a e PżXł Xt XZu =Ja q Z e q Zy ; t X/ X/ / u Ya n- - próby bez drożdży.

Metoda kolorymetryczna w analizie mikrobiologicznej ikry

W analizie spektrofotometrycznej wykorzystano mieszaninę XTT + K3, wykonaną
zgodnie z procedurą podaną powyżej. Przygotowane do analiz jaja umieszczano w probów­
kach typu eppendorf, do których wprowadzano mieszaninę kolorymetryczną w objętości
200 µL. W przypadku analizy wody otaczającej ikrę (wody hodowlanej) próby preparowano
w proporcji 1: 1. Inkubację prowadzono bez dostępu światła przez 2 godziny. Aktywność
oddechową komórek drożdży oceniano na podstawie pomiaru absorbancji w czytniku spek­
trofotometru Nanodrop ND-1 OOO, przy długości fali ,ł = 490 (Antachopoulos i in. 2006).
Przykładowe rezultaty przedstawiono graficznie na rys. 5. Uzyskane wyniki korygowano
o wartości uzyskane z prób nieinokulowanych drożdżami.

A- hodowla nieinokulowana drożdżarni (JTDl:
absorbancja= 0,032

200/-01-1610:J5 im
Ua.er Qelnuhn

.Q,2tlno2ik ~ 350 AOO : ~ llWl 5~ ftJJ &SO nrJ 700
~ 1 ° s a rzE 0~7/1%'f.l 'Ń1IV1Sltir,j1th llffl

B - hodowała inokulowana szczepami
PżXłX tX Zu =J (ITRh): absorbancja= 0,424

'°~i,o'Sj YJ ŚJ 400 1~ &X} S50 dKi ~ 'XI) 7CjJ

:i12C87rJ-0Jll\~/8 WoYtJltm!łlhfll'ł

Rys. 5. Pomiar wartości absorbancji farrnazanu tctrazoliny na powierzchni jaj

Metody mikroskopii fluorescencyjnej

Kompozycję uformowania biofilmu na powierzchni jaj oraz w wodzie hodowlanej
obserwowano w preparatach mikroskopowych wybarwianych barwnikami fluorescencyjny-
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mi z zestawu LIVE/DEAD Yeast Viability Kit (Molecular Probes, USA). Przygotowanie
stężeń wyjściowy ch (ang. Yt X/ D YX=u tHX*s barwników wykonano zgodnie z procedurą podaną
przez producenta. Wizualizację biofilmu na materiale badawczym przeprowadzano, stosując
10 µL FUN-1 i 25 µL Calcofluor™ White M2R (Molecular Probes, USA) w 75 µL HEPES
YX=u tHX* YJ=t (Sigma-Aldrich, USA). Obserwacje preparatów prowadzono w świetle mikro­
skopu fluorescencyjnego Nikon Eclipse E400 z filtrami EX/BA 450-490/505-520 nm (Ni­
kon, Japonia).

3.6. Analizy hydrochemiczne

Analiza zawartości biogenów w próbach wody

Podstawowe wskaźniki biogeniczne: Norg, Ncałk, N-NH4, N-NO2, N-NO3 oraz Pcałk,
Pcałkorg, Prozpcałk, Prozporg zostały wykonane w laboratorium Zakładu Hydrochemii Akademii
Rolniczej w Szczecinie (obecnie Zachodniopomorski Uniwersytet Technologiczny w Szcze­
cinie), na podstawie Standard Methods (1995).

Podstawowe wskaźniki chemiczne wody

Pomiary temperatury, pH i przewodnictwo poszczególnych prób wody zostały wy­
konane za pomocą sondy LW 196 (WTW, Polska) w określonym miejscu i czasie pobierania
prób mikrobiologicznych.

3.7. Analizy statystyczne

Statystyki podstawowe

Do interpretacji statystycznej uzyskanych wyników badań, obejmujących zróżnicowa­
nie liczbowe drożdży w poszczególnych strefach estuarium oraz zmiany zachodzące w kon­
trolowanych hodowlach, wykorzystano analizę wariancji (Anova) przy użyciu programu Stati­
stica V8.0.

W celu zobrazowania ewentualnych podobieństw cech fenotypowych szczepów droż­
dży, pochodzących z poszczególnych stref estuarium Odry, przeprowadzono hierarchiczną
analizę skupień. Podstawą różnicowania były wyniki wszystkich testów API oraz zdolność
szczepów do wzrostu w temperaturze inkubacji 6, 20 i 37°C. Analizę przeprowadzono w pro­
gramie Statistica V8.0 za pomocą metody średnich połączeń ważonych UPGMA (Unweighted
Pair Group Metod with Arithmetic Mean), w której miarę odległości wyznaczono na pod­
stawie kwadratu odległości euklidesowej. Utworzone skupiska odzwierciedlają różnice po­
między poszczególnymi cechami. Im mniejsza jest wartość miary odległości (wyrażona
w procentach) między dwoma szczepami, tym mniejsza różnica, a większe ich podobieństwo
pod względem analizowanych cech.

Analiza statystycznej różnorodności gatunkowej

Gatunkowe podobieństwo pomiędzy poszczególnymi strefami estuarium określono
na podstawie wskaźnika Jaccarda ~°l szRs i wzoru opisanego przez van Ooycna (2003):
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gdzie:
*Jźe liczba gatunków występujących w próbach J i b z 
*J e liczba gatunków występujących w próbie Ja 
*ź e liczba gatunków występujących w próbie b ! 

W oznaczaniu bogactwa gatunkowego w poszczególnych strefach estuarium Odry
wykorzystano wskaźnik Margalefa ~dS obliczony na podstawie wzoru:

S-1
d , ­ 

=*Q 
gdzie:

4e liczba gatunków,
Q e całkowita liczba badanych organizmów.

Niniejsza praca jest wielowątkowym opracowaniem, którego wyniki mają wskazać
na pewne zależności w holistycznym ujęciu ekologii drożdży. W celu uniknięcia odsyłania
czytelnika do konkretnego rozdziału dyskusję wyników wraz z ich omówieniem przedsta­
wiono w jednym rozdziale. Tworzą go wyodrębnione podrozdziały tematyczne, co ułatwi
wnioskowanie i wykaże zasadność podjęcia kolejnych etapów badań, jak również wpłynie
na przejrzystość pracy.
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4. Omówienie i dyskusja wyników
4.1. Estuarium Odry jako siedlisko grzybów jednokomórkowych

Obecność drożdży w środowisku wodnym jest powszechna, a liczebność oznaczanych
populacji jest zależna od rodzaju wód oraz ich czystości. W ekosystemach estuariowych
kształtowanie liczebnej proporcji mikrobioty determinowane jest dodatkowo kilkoma czynni­
kami. Do najczęściej wymienianych należą odpływy (Almeida 2005), obecność warstwy ha­
lokliny bogatej w związki odżywcze (Hakanson 1991) i obszar spływu wód śródlądowych,
w tym ścieków (Lazarus i Koburger 1974). Analiza ogólnej liczby drożdży w estuarium Odry,
prowadzona w latach 2001-2003, wykazała jej istotne zróżnicowanie w poszczególnych stre­
fach (rys. 6). W próbach pobranych z wód Odry grzybów jednokomórowych było znacznie
więcej niż w analitach z Zalewu Szczecińskiego i Zatoki Pomorskiej (różnice wyznaczone na
poziomie istotnym statystycznie wynosiły 0,000022, przyp < 0,05).
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Rys. 6. Ogólna liczba drożdży izolowanych z poszczególnych stref estuarium Istotność różnic wy­
znaczano przy istotnej analizie wariancji i współczynniku zgodności wynoszącym 0,45358

Pierwsze stanowisko badawcze (Widuchowa) znajdowało się 30 km powyżej Szczecina.
Ewentualne źródła zanieczyszczenia wody na tej wysokości rzeki mogły pochodzić jedynie ze
zrzutów oczyszczalni niemieckiego miasta Schwcdt oraz ze spływów z łąk i pól. Niekontrolowa­
ne wylewy rolniczych ścieków przydomowych na pobliskie tereny uprawne mogą być przyczyną
stosunkowo dużego zanieczyszczenia mykologicznego tego obszaru. Oznaczone średnic liczeb­
ności jednokomórkowych grzybów, począwszy od stacji Widuchowa (109,0 jtk- 100 mL-1

), przez
Gryfino (86,2 jtk· l 00 mL-1), do Odry Wschodniej (103,6 jtk-100 mL-1

), wskazują na wody już
poddane działaniu antropogenicznemu. Jakość mikrobiologiczna wód zmieniała się wraz ze zmniej­
szaniem się odległości od Szczecina jako głównego źródła zanieczyszczenia tego odcinka rzeki
(Bogusławska-Wąs i in. 2007). Mykocenotyczny obraz Odry szczecińskiej, wyznaczony przez sta-



cje: Most Cłowy (234,4 jtk-100 rnL-1
), Most Długi (973,7 jtk-100 rnL-1

), Urząd Morski w Szczeci­
nie (545,7 jtk-100 rnL-1

) i Police (138,7 jtk- 100 rnL-1
), wskazuje na zanieczyszczenie mykobio­

tyczne typowe dla wód zeutrofizowanych (rys. 7). Uzyskane wyniki rozmieszczenia przestrzen­
nego drożdży nie są zaskoczeniem. Wielokrotnie opisywany był już wpływ czynników antropo­
genicznych na intensywność rozwoju mykobioty (Slavikova i Vadkertiova 1997, Bogusławska­
-Wąs i Dąbrowski 1999, 2001, Libkind i in. 2003).
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Rys. 7. Zróżnicowanie ogólnej liczby drożdży w próbach wody pobranych z wyznaczonych
stacji badawczych

Znacznie mniej zróżnicowanym obszarem pod względem liczebności odnotowanych
drożdży okazały się dwie pozostałe strefy estuarium Odry. Ogólna liczba drożdży oznaczonych
w wodach zalewowych mieściła się w przedziale od 14,9 jtk-100 ml." (stacja nr 10- Dziwna)
do 23,4 jtk-100 rnL-' (stacja nr 11 - WWE). W Zatoce Pomorskiej natomiast najrzadziej izolo­
wano grzyby w obrębie stacji nr 15-3,0 mile od linii brzegowej (8,21 jtk-100 rnL-1

). Liczebność
grzybów wzrastała wraz ze zmniejszaniem się odległości od lądu, gdzie na wyjściu z Portu
Świnoujście (stacja nr 12) stwierdzono 21,3 jtk- 100 n1L-1 drożdży (rys. 7). Powyżej opisany
obraz rozmieszczenia przestrzennego wybranych mykocenoz jest typowy dla obszarów przy­
brzeżnych (Nagahama i in. 2001, Gadano i in. 2003). Badania własne oraz dane z piśmiennic­
twa wskazują, że w wodach morskich liczba drożdży maleje wraz ze zwiększaniem się odle­
głości od lądu. Wynika to zapewne z ograniczenia potencjalnych źródeł materii organicznej
wykorzystywanej w metabolizmie tych grzybów. W większości przypadków nie mamy do
czynienia z typową ekologiczną grupą grzybów morskich, ale przede wszystkim z formami,
które wtórnie dostały się do morza (Hyde i in. 1998, Kurtzman i Fell 2006, Nagaharna 2006).
Najczęściej podawanym czynnikiem, limitującym występowanie grzybów, jest stężenie chlor­
ków. Zasolenie Zatoki Pomorskiej nie przekracza jednak 7,0 PSU (ang. Practical Salinity Unit
- praktyczna jednostka zasolenia), a przedstawione w niniejszej pracy wartości przewodnic­
twa (w ~LmS/cm) nie miały statystycznie istotnego wpływu na zróżnicowanie liczebności ba­
danych drożdży. Mało prawdopodobne jest to, aby był to czynnik ograniczający wzrost i roz­
wój drożdży w tej części estuarium.
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Statystyczna analiza skupień, oparta na zróżnicowanej liczbie wyizolowanych droż­
dży, wykazała rzeczywiste podobieństwo pomiędzy poszczególnymi stacjami badawczymi
wyznaczającymi strefy badanego estuarium (rys. 8). Na podstawie funkcji podobieństwa wy­
odrębnione zostały trzy podstawowe grupy (I, II, III) o zróżnicowanym poziomie podobień­
stwa wewnętrznego. Przyjmując, że miara odległości pomiędzy wyznaczonymi stacjami (wy­
rażona w procentach) wskazuje na różnice pomiędzy nimi, możemy stwierdzić, że całkowicie
odmienny jest „odcinek" rzeki na wysokości mostu Długiego. Każda z kolejnych stacji ba­
dawczych wyznaczonych na obszarze Odry szczecińskiej charakteryzowała się innym pozio­
mem zanieczyszczenia grzybami, dla których maksymalne współczynniki odległości mieściły
się w zakresie 25-55,0% (rys. 8).
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Rys. 8. Stopień podobieństwa stacji badawczych pod względem liczby izolowanych drożdży

Stacje badawcze zgromadzone w grupie I charakteryzuje brak zróżnicowania staty­
stycznego. Wyraźne (ponad 97-procentowe) podobieństwo stwierdzono w przypadku grupy
IC, obejmującej stacje Świnoujście (obszar Zatoki Pomorskiej), WWE i Trzebież (obszar Za­
lewu Szczecińskiego). Zapewne jest to konsekwencją podobnego mechanizmu oddziaływania
mieszających się wód morskich i śródlądowych, w tym pochodzących ze zlewni, na obecne
w tej czyści estuarium gatunki drożdży. Zwłaszcza że dominującą część zlewiska Zatoki Po­
morskiej stanowi Zalew Szczeciński, z wodami którego wnoszone są wysłodzone wody śród­
lądowe. W przypadku grupy ID, dla której wyznaczono 95-procentowe podobieństwo z grupą
IC (rys. 8), rozważyć należy hydrologiczne zależności estuarium Odry. Wyznaczone na ob­
szarze Zalewu Szczecińskiego stacje badawcze - Kanał Piastowski i Dziwna - pozostają pod
wpływem wód z Zatoki Pomorskiej. Według Majewskiego (1972) w ciągu roku wody mor­
skie wpływające przez cieśniny kształtują warunki hydrochemiczne w Zalewie, a wyznaczony
przez Tórz (2007) układ dominacji jonów w tych wodach świadczy o ich oligohalinowym

39



charakterze. Może się wydawać, że to właśnie parametry hydrochemiczne w istotny sposób
wpływały na grzyby. Nie wykazano jednak korelacji pomiędzy układem hydrochemicznych
wskaźników a ilościowym zróżnicowaniem izolowanych drożdży. Kształtujące się społeczno­
ści mikrogrzybów były więc jedynie wynikiem cyklu wpływów wód słonych, które nie mogą
być jednak rozpatrywane jako ich źródło. W wodach Zatoki Pomorskiej liczebność oznacza­
nych grzybów w zasadzie nie przekraczała 100 komL" (rys. 7), co jest typowe dla wód
otwartych i czystych (Hagler i Ahear 1987). Zawleczone z tej strefy estuarium drożdże nie
mogły istotnie wpływać na liczebność grzybów izolowanych z wód zalewowych.

Obecność materii organicznej i niezbędność źródeł węgla dla wszelkich form życia nie
podlega dyskusji. W celu przeprowadzenia wnioskowania wskazującego na przyczyny dywersy­
fikacji przestrzennej mikrogrzybów rozważono ich współzależność od zróżnicowanych wartości
związków biogennych. Ponieważ są to podstawowe składniki budulcowe komórki, ich niewielkie
stężenia w środowisku wodnym stanowić mogą czynniki ograniczające wzrost organizmów.
Ustalone współczynniki korelacji dla poszczególnych stref estuarium wykazały istotność współ­
zależności ilościowych jedynie dla azotu całkowitego uZ = 0,23) i organicznego uZ = O, 17)
(rys. 1 O) oraz fosforu organicznego uZ = 0,25), ale jedynie w wodach rzecznych (rys. 9).
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Rys. 9. Zależność występowania drożdży od fosforanowych związków biogennych w wodach
estuarium. log jtk: F(2;360) = 78,205892, ; = 0,0000; Pcalk: F(2;462) = 68, 1598617,
H = 0,0000; Pcałk org- F(2;462) = 73, 1929939, ; = 0,0000; Prozp: f(2;462) = 66,6381885,
H = 0,0000; Prozp calk- F(2;462) = 215, 120368, ; = 0,0000

Ustalone współzależności, ograniczone do strefy estuarium o najintensywniejszym wpły­
wie aglomeracji miejskiej, sugerują istotny związek ze stałym napływem do Odry zanieczyszczeń
miejskich. Potwierdzeniem jest istotna statystycznie zależność wyznaczona dla NPL bakterii gru­
py / X=H typu kałowego i ogólnej liczby drożdży uZ = 0,273, ; Zz y ; < 0,05). Sugestie dotyczące
oddziaływania antropogenicznego na kształtujące się mykocenozy stają się uzupełnieniem w wie­
lu procesach biochemicznych zachodzących w środowisku naturalnym i odzwierciedlają aktyw­
ność całej mikrobioty. Wyznaczone współzależności ograniczone jedynie do odcinka rzecznego
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skłaniają do wniosku, iż zdecydowana większość oznaczanych mikroorganizmów eukariotycz­
nych była wprowadzona do wód jako biota towarzysząca zanieczyszczeniom komunalnym.
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Rys. 1 O. Zależność występowania drożdży od azotanowych związków biogennych w wodach estu­
arium. logjtk: F(2;360) = 78,205892, ; = 0,0000, N0rg F(2;465) = 71,212756,p = 0,0000,
N:atk: F(2;465) = 492,401399, p = 0,0000, N-NIL: F(2;465) = 35,0988404, p = 0,0000,
N-NH2: F(2;465) = 29,7991606,p = 0,0000, N-NH3: F(2;465) = 216,932909,p = 0,0000
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Rys. 11. Liczbowe zróżnicowanie drożdży w poszczególnych sezonach badawczych. Poziom istot­
ności różnic wyznaczono dla stacji: Odra: F(2;140) = 3,6314,p = 0,0290, KW-H(2;143) =
= 8,9769, p = 0,0112; Zalew Szczeciński: F(2;54) = 0,6818, p = 0,5100, KW-H(2;57) =
= 1,2778, p = 0,5279; Zatoka Pomorska: F(2;44) = 3,3654, p = 0,0437, KW-H(2;47) =
= gagmLha; = 0,0360

Poza wyznaczonym zróżnicowaniem przestrzennym drożdży wykazano również zmia­
ny w ich liczebności w poszczególnych porach roku (rys. 11). Ustalono, że częstość drożdży
izolowanych z obszaru Odry była znacznie mniejsza w okresie wiosennym od ich liczby uzy­
skiwanej jesienią (0,037, przyp < 0,05). W przypadku Zatoki Pomorskiej istotność różnic
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wykazano pomiędzy ogólną liczbą drożdży wiosną a latem (0,0451, ; Zz y ; f 0,05). Zróżni­
cowania sezonowego w wodach Zalewu nie stwierdzono.

Zmienność ogólnej liczby drożdży w poszczególnych strefach estuarium wynika
z podstawowych zależności ekologicznych tego ekosystemu i z aktywności antropogenicznej.
Ponadto sezonowe fluktuacje ilości związków niezbędnych dla podstawowego metabolizmu
komórek drożdży wynikają z sezonowo obumierających glonów i bakterii. Stanowią one bar­
dzo ważne źródło związków azotu i fosforu dostarczanych do środowiska naturalnego i do­
stępnych dla pozostałych w nim mikroorganizmów.

4.2. Struktura społeczności drożdży w estuarium Odry

W każdym ekosystemie wodnym zasiedlająca go mikrobiota wskazuje na specyficz­
ność danego zbiornika. W estuariach, poza zmiennością liczby izolowanych mikroorgani­
zmów, dywersyfikacji podlega również struktura gatunkowa drobnoustrojów. Na jej skład
wpływają czynniki biotyczne i abiotyczne charakterystyczne dla określonej strefy estuarium
(Kutty i Philips 2008). Przeprowadzona analiza udziału procentowego przedstawicieli po­
szczególnych gromad grzybów w ogólnej liczbie drożdży wykazała, że wody Odry zdomino­
wane były przez przedstawicieli Ascomycota, klasy Ascomycetes - 62,2% (rys. 12).

Odra Zalew Szczeciński

37,8%

62.2%

74,3%

Zatoka Pomorska

76,6%

i:El Ascomycetes O Basidiomycctes

Rys. 12. Udział procentowy drożdży należących
do Ascomycctes i Basidiomycetes, izo­
lowanych z poszczególnych stref estua­
rium Odry

Udział gatunków jednokomórkowych grzybów uległ zmianie wraz ze zmianą obszaru
badanych stref estuarium. W próbach pobranych z warstwy powierzchniowej wód Zalewu
Szczecińskiego i Zatoki Pomorskiej dominowały gatunki drożdży i grzybów drożdżopodob-
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nych, umiejscowionych przez Kockova-Kratochvilova (1990) w gromadzie Basidiomycota,
klasie Basidiomycetes, których udział wynosił odpowiednio 74,3% i 76,6% (rys. 12). Stwier­
dzone w ogólnej populacji drożdży fluktuacje były zapewne konsekwencją zmian potencjal­
nych źródeł odżywczych dostępnych dla mikroorganizmów znajdujących się w poszczegól­
nych strefach estuarium, ich plastyczności ekologicznej oraz zależności wynikających z rela­
cji pomiędzy organizmami poszczególnych nisz. Stacje badawcze znajdujące się na odcinku
Odry szczecińskiej zasilane były stałym dopływem nieoczyszczonych ścieków komunalnych.
Można uznać, że były one źródłem obecności analizowanych grzybów w Odrze lub że zawar­
te w nich pokłady substancji odżywczych sprzyjają rozwojowi właśnie jednokomórkowych
workowców. Jak już wspomniano, w dwóch pozostałych strefach estuarium częstość izolowa­
nych gatunków drożdży wskazuje na dominację grzybów należących do klasy Basidiomycetes.
Zapewne jest to wynikiem zna9znie większych możliwości wykorzystywania związków od­
żywczych niedostępnych dla Ascomycetes i ich zdolności adaptacyjnych (Gadano i in. 2006).

Wyznaczone proporcje opisujące zmienność liczby drożdży Ascomycetes i Basidio­
mycetes w poszczególnych strefach estuarium Odry nie korelują z ich gatunkowym podo­
bieństwem. W celu scharakteryzowania mykocenoz stref estuarium Odry zastosowano wskaź­
nik Jaccarda ~°lS oraz wskaźnik Margalefa ~dS ! Wartość wskaźnika Jaccarda określa stopień
podobieństwa gatunkowego poszczególnych zbiorowisk, natomiast wskaźnik Margalefa jest
miarą ,,bogactwa" gatunkowego.

Na podstawie wyznaczonej wartości wskaźnika Jaccarda i jej interpretacji (van Ooyen
2003) wykazano podobieństwo gatunkowe drożdży w Zalewie Szczecińskim i Odrze
(Jfoctra, Zalew= 0,83). Znaczące dywersyfikacje jakościowe pomiędzy jednostkami systematycznymi
izolowanymi z wód estuarium górnego a dwoma pozostałymi strefami zostały wyrażone znacznie
mniejszymi wartościami wskaźnika Jaccarda - odpowiednio S=hJRśw a Zatoka= 0,56 i S=z Jt XDJa Odra= 0,48.
Jednoznacznie wykazano, że bogactwo gatunkowe Zalewu Szczecińskiego odzwierciedla
jakość mykocenotyczną wód odrzańskich (tab. 11). Biorąc pod uwagę wyznaczone zmiany
w liczebności izolowanych grzybów, ich przynależność gatunkową i miejsce izolacji, można
stwierdzić, iż obszar Zalewu Szczecińskiego jest strefą, w której bogactwo gatunków nie ko­
reluje z proporcjonalną stymulacją ich wzrostu. W przeciwieństwie do dywersyfikacji jako­
ściowej liczebność wybranych grzybów Zalewu Szczecińskiego kształtowana była przez wo­
dy wpływające z Zatoki Pomorskiej. Uzupełnieniem charakterystyki mykobioty w poszcze­
gólnych strefach estuarium Odry są wartości wskaźnika Margalefa wskazujące na bogactwo
gatunkowe grzybów mikroskopowych. Ustalona na podstawie liczby gatunków izolowanych
z poszczególnych stref estuarium, w odniesieniu do całkowitej ich liczby (tab. 11 ), różnorod­
ność gatunkowa stopniowo się zmniejszała od strefy górnej, gdzie wskaźnik Margalefa d był
równy 4,33, poprzez strefę środokową przy d = 3,59, aż po Zatokę Pomorską, w wodach której
wartość wskaźnika oznaczono na poziomie ł = 2,85.

W próbach wody pobieranych z poszczególnych stref estuarium Odry oznaczono stale
obecnych przedstawicieli drożdży należących do rodzajów: 4J/ / żJZXę y/ śYa PżXł Xt XZu =Ja q Zy ; t X­ 
/ X/ / u Y oraz qJ*ł Hł Jn W zależności od strefy estuarium zostały wyznaczone korelacje pomiędzy
najczęściej izolowanymi przedstawicielami drożdży określonych rodzajów a ogólną liczbą drożdży.
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Tabela 11. Częstość występowania drożdży[%] w próbach estuarium Odry

Stacje badawcze
Oznaczony gatunek Odra Zalew Szczeciński Zatoka Pomorska

1 . 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15
Aureobasidum sp 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,3 0,3 0,7 0,0 0,7 0,0 1,3 4,7 9,7C. albicans 0,0 0,0 0,0 0,0 3,7 10,0 0,0 0,0 0,3 0,0 0,3 0,0 5,3 3,3 0,0
C. boidinii 0,7 0,3 0,7 1,7 1,7 0,7 0,7 0,3 1,0 0,5 0,3 0,0 0,3 0,0 0,0
C. colliculosa 0,7 0,0 0,3 0,0 0,0 1,7 4,3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0
C.famata ' 27,2 21,2 20,8 5,2 24,0 50,3 0,3 4,3 1,7 1,5 0,7 2,0 1,0 2,0 1,0
C. holmii 0,0 1,3 0,0 0,7 2,7 0,0 0,0 0,0 0,7 0,5 2,3 0,0 0,0 0,0 0,0
C. incospicua 1,0 0,7 1,8 0,0 1,0 0,3 0,0 0,0 0,3 0,0 2,7 0,0 0,0 0,0 0,0
C. kefyr 0,0 1,3 0,0 0,3 2,3 1,7 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,0 0,0 1,7 0,0
C. krusei 4,3 0,7 0,3 0,0 1,0 3,3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,0 0,0 0,0 0,0
C. lambica 12,3 6,2 6,0 3,7 5,0 9,7 2,0 2,3 1,3 0,0 7,5 0,0 0,7 0,0 0,3
C. lipolytica 7,7 7,0 10,0 6,3 3,7 8,0 3,7 3,0 1,7 0,5 1,0 0,0 2,3 0,0 0,3
C. lusitaniae 3,3 7,3 7,0 13,5 7,8 6,2 2,0 0,5 0,0 0,0 0,7 0,0 0,3 0,0 0,3
C. membranaefaciens 0,0 0,0 0,0 2,3 0,0 5,3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0
C. norvegica 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,7 0,0 0,0 0,0 0,3 0,0 0,0 0,0 0,0
C. parapsilosis 0,7 0,0 0,7 0,0 0,3 0,0 0,0 0,0 3,8 0,0 0,5 0,5 0,0 0,0 0,0
C. pelliculosa 0,7 2,0 1,7 4,0 0,0 0,0 5,7 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0
C. pulcherrima 15,5 0,0 0,3 0,7 10,3 0,7 5,7 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 1,8 0,0 0,0
C. quilliermondii 0,0 1,0 0,0 5,3 1,3 0,0 2,0 4,0 0,7 0,0 0,4 0,0 6,5 6,3 0,0
C. tropicalźs 4,0 8,0 16,0 29,7 31,0 16,0 3,3 1,3 0,3 0,0 0,3 0,0 10,3 0,3 0,0
C. uti/is 0,0 0,0 0,0 0,3 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,0 0,0 0,0 0,0



cd. tab. 11

Stacje badawcze
Oznaczony gatunek Odra Zalew Szczeciński Zatoka Pomorska

1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15
C. sake 18,7 20,7 6,3 3,7 3,0 1,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0

C. zeylanoides 0,0 0,0 2,7 0,0 0,0 0,0 1,0 0,0 0,0 0,0 0,0 o.o 0,0 0,3 0,0

Cr. albidus 11,0 0,3 8,0 16,3 14,0 20,0 14,8 6,2 14,2 2,5 16,0 0,0 6,0 0,0 6,3

Cr. humicolus 0,0 0,0 0,0 1,3 0,3 0,0 0,7 1,5 9,0 1,0 5,8 0,0 0,3 2,8 3,0

Cr. laurenti 6,0 0,0 16,5 54,3 62,6 21,3 28,8 16,5 20,7 3,0 37,7 4,0 48,3 25,5 20,7

Cr. neoformans 0,0 0,0 2,7 1,0 31,3 4,0 4,0 17,5 9,3 0,0 1,7 0,0 0,3 11,7 2,7

Cr. uniguttulatus 1,7 0,7 14,8 16,7 48,8 9,0 6,2 1,3 5,7 4,0 4,7 0,0 0,7 4,3 8,3

Geotrichum spp 0,7 2,3 1,0 7,7 4,7 5,0 7,0 1,0 0,3 0,0 0,0 40,0 0,3 0,3 0,3

Rl! apiculaia 1,8 9,8 2,7 4,8 1,2 1,3 1,3 4,8 0,3 3,0 0,0 1,0 0,7 0,3 1,3

NOZN 9,0 6,7 2,7 4,3 3,0 3,3 6,0 3,6 4,0 0,0 2,7 2,0 5,0 10,0 13,0

H! carsonii 20,7 11,0 2,7 3,2 0,3 4,7 1,0 8,1 3,7 1,0 1,0 17,5 6,7 2,5 0,3

Rh. glutinis 36,0 30,1 97,8 44,5 51,1 41,7 42,7 48,0 308,2 3,0 17,7 7,5 21,0 25,7 15,0
RJz. mucilaginosa 12,6 35,0 20,7 34,0 76,8 49,8 45,7 33,7 9,7 1,5 6,0 6,5 8,3 23,3 4,7

S. cerevisiae 6,0 6,3 21,0 318,3 2066,0 832,8 83,2 1,3 0,7 4,5 30,7 3,5 2,3 0,7 3,0

S. kluyverii 0,7 1,3 0,7 0,0 1,0 0,0 0,0 13,7 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0
Sp. salmonidae 2,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,3 0,0 3,2 0,0 0,0 0,7 0,0 0,0 0,0 0,0

1 - Widuchowa, 2 -Gryfino, 3 - Odra Wschodnia, 4 -Most Cłowy, 5 - Most Długi, 6- Urząd Morski w Szczecinie, 7 - Police, 8 -Trzebież, 9- Kanał Piastowski, 10- Dziwna,
11 - WWE, 12 - Świnoujście, 13 - 0,5 mili, 14 -1,5 mili, 15 - 3,0 mile, NOZN szczepy o nieznanej przynależności gatunkowej.



Na podstawie przeprowadzonej analizy statystycznej ustalono, że w wodach rzecznych
wzrostowi jtk drożdży towarzyszyła zwiększająca się liczba oznaczanych szczepów z rodzaju
Saccharomyces (r = 0,69, przyp< 0,05). Mykocenozy II strefy estuarium były kształtowane
przez gatunki z rodzaju Rhodotorula (r = 0,90, przyp< 0,05), Cryptococcus (r = 0,79, przy
p < 0,05) i Saccharomyces (r = 0,65, przyp < 0,05). Natomiast w wodach Zatoki Pomorskiej
zwiększenie ogólnej liczby drożdży było skorelowane z częstością izolacji gatunków z rodzaju
Rhodotorula (r = 0,65, przyp< 0,05) - rys. 13.
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Rys. 13. Zróżnicowanie rodzajowe drożdży w po­
szczególnych strefach estuarium Odry

4.3. Ryby jako środowisko mykocenoz wodnych
4.3.1. Struktura gatunkowa drożdży izolowanych ZP. śluzu ryb

Drożdże zalicza się do naturalnie występującej mikrobioty ryb (Gatesoupe 2007).
W większości przypadków stanowią one jej część. Jedynie w sporadycznych przypadkach
liczebność izolowanych drożdży dominuje nad mikrobiotą bakteryjną. Takie przypadki

46



stwierdzono w przewodzie pokarmowym węgorzy morskich Synaphobranchus kaupi
(Ohwada i in. 1980) oraz ryb hodowlanych Oncorhynchus masou (Yoshimizu i in. 1976).
Oznaczane populacje mykocenoz, uznanych za naturalnie występujące w jelicie przewodu
pokarmowego, nie przekraczają zazwyczaj wartości 107 jtkg" (Gatesoupe 2007). Według
Gatesoupe'a (2007) grzyby jednokomórkowe stanowią zazwyczaj niewielki odsetek (5,0%)
całkowitej puli mikrobioty ryb. Pomimo to ww. autor podkreśla, że nie należy pomijać
obecności tych grzybów ze względu na ich fizjologiczne znaczenie.

Stopień kolonizacji mikrobiologicznej odzwierciedla kondycja fizjologiczna ryb oraz
ekologiczny charakter środowiska, w którym ryby zajmują określone nisze. Za kluczowy
element odporności ryb uznawany jest śluz naskórkowy. Jako warstwa powierzchniowa,
będąca na styku naskórka ryb z ich środowiskiem bytowania, śluz wydzielany jest stale, co
zapobiega ich kolonizacji przez parazyty, bakterie i grzyby (Fouz i in. 1990, Ebran i in.
2000). Ograniczenie ryzyka mikrobiologicznego uzależnione jest jednak od jego ilościowo­
-jakościowego profilu biochemicznego (Ellis 2001, Subranian i in. 2008). W większości
przypadków selektywne oddziaływanie warstwy śluzu skierowane jest na bakterie Gram-do­
datnie lub Gram-ujemne. Badania przeprowadzone przez Subramanian i in. (2008) wykazały
istotne różnice w aktywności enzymatycznej epidermalnej warstwy śluzu ryb morskich
i słodkowodnych. Ryby morskie charakteryzowała znacznie wyższa aktywność lizozymu.
Powszechnie uważa się, że jego zmienność i aktywność enzymatyczna jest reakcją ichtio­
fauny na zmiany parametrów środowiska. Badania przeprowadzone przez Fast i in. (2002)
na pstrągu tęczowym, łososiu Coho i łososiu atlantyckim pozwoliły na uzupełnienie wiedzy
na temat mechanizmów regulacji zewnętrznej warstwy śluzowej. Uzyskane przez ww. auto­
rów wyniki wskazują, że aktywność i skład śluzu ostatecznie determinuje grubość warstwy
naskórkowej i komórek epidermalnych ryb. Ponieważ warstwa śluzu naskórkowego uznana
została za istotny element mechanizmu odpornościowego ryb (Ellis 1974, Ingram 1980),
podstawowym kierunkiem badań stał się jego skład, nie zaś sam fakt jego obecności. Wy­
dzielanie przez ryby zróżnicowanych frakcji biochemicznych stanowi istotę prewencji przed
niepożądanymi formami patogennymi. Hellio i in. (2002) swoimi badaniami dowiedli, że
w zewnętrznej warstwic śluzu obecne są związki o różnym stopniu spolaryzowania. Autorzy
ci zwrócili uwagę na korelację pomiędzy polarnością ekstraktu a jego antymikrobiologiczną
aktywnością. Analiza 78 próbek pobranych z 13 gatunków ryb wykazała, że im wyższy jest
stopień polarności frakcji śluzu, tym niższa jest jego aktywność inhibitująca. W większości
przypadków działanie bójcze lub statyczne poszczególnych frakcji skierowane było prze­
ciwko bakteriom z rodzaju: Bacillus, Streptococcus oraz St. aureus, E. coli, Ps. vulgaris
i Ps. aeruginosa, w znacznie mniejszym stopniu - przeciwko testowanym przez autorów
grzybom: C. krusei, C. albidus, C. tropicalis, S. cerevisiae i I. orientalis.

Mechanizm ochronny ryb rozpatrywany jest na wiele sposobów. Najbardziej intere­
sujące, poza niespecyficznymi czynnikami ochrony, są oznaczone w warstwie epidermalne­
go śluzu immunoglobuliny, lcktyny, lizozym i antymikrobiologiczne polipeptydy (Yano
l 996, Cole i in. 1997, Robincttc i in. 1998). Zróżnicowanie aktywności antyrnikrobiologicz­
nych związków w śluzic ryb wpływa na jego kompozycję i strukturę, która różnicuje opor­
ność osobnika na infekcje w środowisku wodnym (Fast i in. 2002, Subrarnanian i in. 2008).
Subrarnanian i in. (2007) sugerują nawet, że to właśnie w sile działania lizozymu i proteaz, jako
antymikrobiologicznych składników epidcrmalncj warstwy śluzu, ukryta jest tajemnica zdro-

47



wotności ryb. Obecność lizozym u jest warunkowana obecnością genów konstytutywnych
(Paulsen i in. 2001 ), ale jego aktyw ność determinowana jest warunkami środowiskowym i
(Balfry i Iwama 2004, Subramian i in . 2008) i kondycją ryby (Mocki Peters 1990, Caruzo
i Lazard 1999, Fevolden i in. 2001).

W okresie jesienno-wiosennym ryba przebyw a w warunkach mniej sprzyjających, co
w przypadku np. obniżającej się temperatury prowadzi do znacznego zmiejszenia efektyw noś­
ci działania jej uk ładu imm unologicznego (czy lizozymu). Zapewne konsekwencją tych zmian
były wyniki niniejszych badań. W powierzchn iowej warstwie śluzu analizowanych gatunków
ryb w okresie wiosny i jesieni ogólna liczba drożdży była statystycznie większa od stw ierdzo­
nej w sezonie letnim (rys. 14). Przy decydującej roli lizozym u w aktyw ności antym ikrobiolo­
gicznej śluzu ryb ważnym aspektem interpretacji wyn ików pozostaje zmienność jego koncen­
tracji. W okresie zimowo-wiosennym (grudzień-kwiecień) następuje znaczny spadek koncen­
tracji tego hydrolitycznego białka. Staje się to zapewne bezpośrednim powodem wzrostu li­
czebności oznaczonych w badaniach własnych grzybów, czego efektem może być wzrost ilo­
ści ATP-az oznaczanych w epidermalnej warstwie śluzu ryb (Schrock i in. 2001).
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Rys. 14. Analiza ilościowa drożdży w warstwie śluzowej skóry ryb. Wiosna: F(2;2 l) == 0,0301184503,
p == 0,9704; lato: F(2;21) == 3,46893338, p == 0,0499; jesień: F(2;21) == O, 130324454,
p==0,8785

Już minimalna ilość lizozymu może ograniczać ewentualną reprodukcję niektórych
drożdży, jednak żywotność komórek zazwyczaj nie ulega zasadniczej zmianie (Lopera i in.
2008). Trudno określić dokładną fizjologiczną koncentrację tego enzymu w rybach. Wiado­
mo jedynie, że zakres jej zmienności wynosi 18-66 ugml" w śluzie skóry Oncorhynchus
kisutch i 20-127 ugml" w śluzie O. tshawytscha (Schrock i in. (2001). Według Fast i in.
(2002) naturalna koncentracja nie przekracza l 00 ugml". Zmiana pory roku i warunków
bytowania ryb inicjuje zwiększenie jego ilości, wskutek czego efektywność fungistyczncgo
mechanizmu może prowadzić do ultrastrukturalnych i morfo logicznych zmian form pączku­
jących i strzępkujących (Lopcra i in. 2008) i do zmniejszenia liczby oznaczanych drożdży.
Efekt działania lizozymu zależy od ilości tego enzymu, którego już minimalne wartości regu­
lują rozwój mykocenoz (Wu i in. 1999). Schrock i in. (200 I) w śluzic pstrąga oznaczyli jego
stężenie na poziomie 18 ugml'. Niestety, w przeciwieństwie do aktywności hydrolitycznej
polegającej na lizie wiązań pomiędzy N-acctyloglukozaminą i N-acetylomuraminą w warstwic
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peptydoglikanu ściany komórkowej bakterii (Schrock i in. 200 I), mechanizmy regulujące
zmiany zachodzące w strukturze grzybów nie są jeszcze poznane (Lopera i in. 2008).

Regulacja struktury mikrobioty kolonizującej ryby nie jest ograniczona jedynie do
obecności i aktywności lizozymu (Ebran i in. 2000). Pojawienie się zwiększonej liczby grzy­
bów, których ściana komórkowa zawiera fi-glukan, zazwyczaj powoduje wzrost wydzielania
enzymów syntetyzowanych przez makrofagi ryb (Murray i Fletcher 1976). Większość z nich
wykazuje szerokie spektrum działania antymikrobiologicznego. Hamują one bowiem rozwój
wielu bakterii (Iger i Abraham 1997, Smith i in. 2000, Aranishi 2000), pierwotniaków (Jones
2001), grzybów strzępkowych (Lopera i in. 2008) i wirusów (Cho i in. 2002). Biorąc pod
uwagę obecność fi-glukanu w strukturze ściany komórkowej drożdży, być może należy pod­
kreślić ich udział w relacjach symbiotycznych z rybą, nie zaś relacjach infekcyjnych. Droż­
dże, co prawda, zalicza się do grupy potencjalnie oportunistycznych patogenów, ale w przy­
padku kręgowców sporadycznie stają się one pierwotnym czynnikiem zakaźnym. W odpo­
wiednich więc dla ryb warunkach ekologicznych, a za takie uznano estuarium Odry, nie po­
winny zatem stanowić zagrożenia.

Z przeglądu literatury wynika, iż warunki siedliskowe estuarium Odry są sprzyjające
dla wybranych gatunków ryb. Załachowski i Więski (1998) wykazali, że leszcze zasiedlające
ten obszar charakteryzowało dobre tempo wzrostu, a nawet lepsze od średniej krajowej
(Kompowski 1999). W przypadku płoci (Więski 1998) oraz okonia (Neja i Wandze! 1999)
szybkie tempo wzrostu ryb ichtiolodzy oznaczyli na obszarze od Widuchowej do Szczecina.
Stwierdzony brak istotnie statystycznych różnic pomiędzy liczbą izolowanych drożdży ze
śluzu leszcza (5,33·104jtk·g-1

), płoci (1,16·104jtkg-I
) i okonia (1,67·104jtk·g-1) wynikał

więc jedynie z cech osobniczych określonego gatunku (rys. 15). Wykorzystywane bowiem
przez badane gatunki ryb środowiska cząstkowe charakteryzuje podobieństwo warunków
ekologicznych (Elliot i Hemingway 2002).

Wyznaczona zależność potwierdza, że poziom kolonizacji ryb przez jednokomórko­
we grzyby jest zależny od jakości mykologicznej wody. Niektóre gatunki ichtiofauny uznaje
się za bioindykatory jakości ekosystemów wodnych (Marchand i in. 2002). W tym miejscu
należałoby podkreślić, iż stopień zanieczyszczenia siedlisk ryb, zwłaszcza dzikich, w istotny
sposób wpływa na ich zdrowotność. W krytycznych okolicznościach może to doprowadzić
do śmierci niektórych gatunków ichtiofauny. Wyższa koncentracja zanieczyszczeń może
natomiast sprzyjać patogenezie i rozwojowi chorób ryb (Austin i Austin 1999). Najwięk­
szym problem stają się wówczas chorobotwórcze dla ryb bakterie. Ich inwazyjność rozpa­
trywana jest jako bezpośredni czynnik etiologiczny schorzeń; mogą również sprzyjać rozwo­
jowi form nadkażających, takich jak grzyby jednokomórkowe i grzyby pleśniowe. Przepro­
wadzone na tym samym materiale badawczym analizy w kierunku oceny jakości bakteriolo­
gicznej (Czeszejko 2003) i mykologicznej wykazały, że udział grzybów w epidermalnej war­
stwie śluzu przekraczał 2,0% całkowitej mikrobioty. Jest to istotne, ponieważ taka liczebność
drożdży była większa od wyznaczonego przez Gatesoupc'a (2007) progu mykobioty fizjolo­
gicznej. Liczba izolowanych drożdży w niektórych przypadkach znacznie przekracza wartości
wskazane przez Gatcsoupc'a (2007). Ohwada i in. ( 1980) stwierdzili bowiem u węgorza
morskiego Synaphobranchus kaupi w ogólnej liczbie mikroorganizmów udział grzybów
jednokomórkowych w zakresie 50-90% (bez konsekwencji chorobowych). Sporadyczność
występowania takich przypadków jednak nic potwierdza reguły.
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Rys. 15. Ogólna liczba drożdży w śluzie skóry ryb i strefy ich połowu. Oznaczone współ­
czynniki korelacji: dla leszcza r = 0,95, p = 0,000; dla płoci r = 0,78, p = 0,000; dla
okonia r = 0,89, p = 0,000

Tabela 12. Procentowy udział gatunków drożdży izolowanych ze śluzu ryb

Gatunek ryby

Gatunek drożdży leszcz płoć okoń

wiosna lato jesień wiosna lato jesień wiosna lato jesień

C. colliculosa 1,0 2,0 8,0 1,0 1,8 3,2 0,0 0,0 0,0

C.famata 2,5 7,0 1,0 19,0 5,8 10,0 3,0 10,0 10,0

C. qualermondii 0,0 3,3 0,0 0,0 5,8 6,0 10,0 8,0 0,0

C.farinosa 0,0 1,0 2,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0

C. holmii 2,0 1,0 0,0 0,0 0,0 3,8 0,0 0,0 0,0

C. melibiose 0,0 2,0 0,0 0,0 5,8 2,0 0,0 0,0 0,0

C. membranofaciens 0,0 0,0 0,0 0,0 1,7 2,0 15,0 2,0 25,0

C. sake 4,2 I ,O 0,0 2,0 0,0 10,0 0,0 0,0 0,0

Cr. humicolus 0,0 1,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0

Cr. laurenti 3,1 5,0 8,0 0,0 0,0 6,0 0,0 0,0 0,0

Cr. uniguttulatus 22,0 21,4 9,0 35,0 5,8 12,0 15,0 10,0 15,0

H! c a rso n i i 7,0 2,0 10,0 5,0 4,0 5,0 7,0 23,0 3,0

Rh. glutinis 5,0 15,0 15,0 18,0 25,4 20,0 20,0 10,0 32,0

Rh. minuta 1,0 2,0 0,0 0,0 5,8 3,0 5,0 2,0 0,0

Rh. mucilaginose 40,0 32,1 45,0 20,0 32,3 17,0 25,0 31,0 15,0

S. cerevisiae 2,0 2,2 2,0 0,0 2,0 0,0 0,0 2,0 0,0

Tr. mucoides 10,2 2,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0

NOZN 0,0 0,0 1,0 0,0 3,8 0,0 0,0 2,0 0,0

NOZN - szczepy o nieznanej przynależności gatunkowej.

Rozważania na temat zdrowotności ryb nic mogą ograniczać się jedynie do analizy
poziomu zanieczyszczenia mikrobiologicznego, bowiem równie ważny jest skład jakościo-
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wy tej mikrobioty. Spośród wyznaczonych w toni wodnej 36 gatunków drożdży 17 było
obecnych w śluzie ryb. Najmniej zróżnicowaną gatunkowo biotę jednokomórkowych grzy­
bów oznaczono na powierzchni okonia - 1 O przedstawicieli drożdży; w przypadku leszcza
i płoci zidentyfikowano odpowiednio 17 i 15 gatunków. Zdecydowanie dominującymi
w strukturze gatunkowej drożdży badanych ryb i stale izolowanymi byli przedstawiciele
klasy Basidiomycetes: Cr. uniguttullatus, Rh. glutinis i Rh. mucilaginosa. W przypadku
Ascomycetes we wszystkich analitach stwierdzono jedynie obecność H! c a rs o n i i s przedsta­
wicieli Deuteromycetes izolowano sporadycznie (tab. 12).

4.3.2. Struktura gatunkowa drożdży izolowanych z przewodu pokarmowego ryb

Przedstawicieli wszystkich poddanych analizie mykologicznej gatunków ryb łączył
obszar żerowania - miękkie dno oraz łąki trawy morskiej (Elliot i Hemingway 2002).
W łańcuchu troficznym zajmują one jednak różne miejsca. Na podstawie podziału ichtiofau­
ny estuarium Odry, dokonanego przez Krzykawskiego i Szypułę (1993), leszcz wraz z li­
nem, karasiem jazgarzem i sieją są przedstawicielami ryb bentosożemych. W strukturze ga­
tunkowej ryb drapieżnych w wodach estuarium Odry, poza okoniem, wyróżniono: szczupa­
ka, sandacza, suma, węgorza, bolenia i miętusa. Płoć natomiast została uznana za jedyny
w tym ekosystemie gatunek ryb wszystkożernych. Preferencje pokarmowe stały się podsta­
wowym kryterium różnicującym anatomiczne i fizjologiczne cechy przewodu pokarmowego
ryb. Pod koniec lat 70. ub. wieku na przykładzie pstrąga tęczowego Lesel i Ponter (cyt. za:
Ringo i in. 2003) stwierdzili, że liczba bakterii izolowana z poszczególnych odcinków prze­
wodu pokarmowego jest porównywalna. Austin i Al-Zabrani (1988) zweryfikowali powyż­
sze dane o liczbę bakterii zaadherowanych do ściany żołądka, szacując ich obecność na po­
ziomie< 0,001 % całkowitej mikrobioty przewodu pokarmowego.

Wyniki badań własnych wykazały, że w przewodzie pokarmowym analizowanych ryb,
charakteryzujących się różnym sposobem odżywiania, istotne różnice w ogólnej liczbie izolowa­
nych drożdży stwierdzono jedynie pomiędzy leszczem a płocią (0,0066, przyp< 0,05)-rys. 16.
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Rys. 16. Średnia liczba drożdży w przewodzie pokarmowym ryb. log jtk g-1
: F(2;33) = 4,2639,

p = 0,0225; KW-H (2;36) = 7,091, p = 0,0289

Na podstawie porównywalnych wartości oznaczanych drobnoustrojów można stwier­
dzić, iż rozważanie obecności drożdży w prz\.:wodzie pokarmowym nie może być oceniane
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jedynie w kontekście biernego ich pobierania z pokarmem ryb i skorelowane z obecnością
treści pokarmowej. W interpretacji wyników należy uwzględnić zdolność do stałej koloniza­
cji przewodu pokarmowego przez mikroeukriotyczne drobnoustroje. Możliwość przeżycia
drożdży jako form heterotroficznych zależna jest od materii organicznej, której obecność
w przewodzie pokarmowym ryb nie zawsze musi odzwierciedlać ich wymagania pokarmo­
we. W takich warunkach ekologicznych strategia przeżycia drożdży jest prawdopodobnie
oparta na zdolności adherencji do śluzu jelita i wykorzystania jego komponentów jako źródła
nutrientów i energii (Andlid i in. 1998). W składzie śluzu występują bowiem białka oraz
znaczne ilości lipidów (Brasitus 1984).

Zestawienie dokonane przez Gatesoupe'a (2007) wykazało, że w przewodzie pokarmo­
wym ryb nawet 84-100% ogólnej liczby drobnoustrojów mogą stanowić drożdże. Dominujący
udział tych grzybów jest jednak charakterystyczny dla gatunków hodowlanych: Oncorhynchus
masou (84,0-100,0%; 4-5 log jtk-g-l), O. mykiss (3,0-18,0%; 5-7 log jtkg'"), O. tschawytscha
(0,0-80,0%; 0-4 log jtk-g') oraz Pagrus major (3,0-19,0%; 2-3log jtkg'). W przewodzie po­
karmowym ryb wolno żyjących ogólna liczba oznaczanych drożdży mieściła się w zakresie
1-5 log jtk-g-1 u Tachurus symetricus i Beryx splendess, nie przekraczała zaś 2 log jtkg'" u Girel­
lapunctata i Platichthysjlexus. Porównywalną do powyższej liczby grzybów jednokomórkowych
liczbę drożdży oznaczono w przewodzie pokarmowym ryb odławianych z estuarium Odry: leszcza
(7,2· 102 jtk·g-1

), płoci (3,8· 102 jtk-g-1
) oraz okonia (5,05· 102 jtkg") - rys. 16. W przypadku lesz­

cza i płoci nie ustalono istotnych statystycznie różnic w ogólnej liczbie drożdży izolowanych
w poszczególnych porach roku. Stwierdzono jedynie nieznaczny wzrost ich liczby w okresie od
wiosny do jesieni (rys. 17).
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Rys. 17. Zróżnicowanie ogólnej liczby drożdży w przewodzie pokarmowym ryb w badanych
sezonach
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Leszcza charakteryzuje osobliwy sposób żerowania. Odżywia sic; on przede wszyst­
kim skorupiakami i larwami bytującymi w osadach. Czas jego najintensywniejszego żero­
wania przypada na okresy letni i jesienny. Na przykładzie zróżnicowania mikrobiologiczne­
go sedymentów Zalewu Szczecińskiego właśnie w miesiącach jesiennych w osadach możli-
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wy jest intensywny rozwój drożdży (Daczkowska-Kozon i in.1996, Bogusławska-Wąs i Dą­
browski 1999). Grzyby należące do Basidiomycota, w tym przede wszystkim Rhodotorula
i Sporobolomyces, równie chętnie jak w osadach rozwijają się na powierzchni skorupiaków
(Nagahama i in. 2001). Prawdopodobnie średnia liczebność oznaczonych drożdży w prze­
wodzie pokarmowym leszcza była większa niż w przewodzie pokarmowym pozostałych
gatunków w wyniku pobierania grzybów z dna i/lub wraz z pokarmem.

Podobną do leszcza zmienność sezonową stwierdzono w przypadku drożdży izolo­
wanych z przewodu pokarmowego płoci (rys. 17). Jest to ryba, która - w przeciwieństwie do
wielu innych - nie zapada w odrętwienie zimowe i nie wykazuje preferencji pokarmowych,
a więc intensywność jej żerowania jest względnie stała. Zastanawiające jest jedynie duże
odchylenie od średniej statystycznej liczby oznaczanych grzybów, co stwierdzono również
u okonia. Być może jest to odzwierciedleniem trybu życia ryb. W przypadku okonia wszyst­
kie pozyskane osobniki przeszły już z planktonowego na drapieżny tryb życia i rozpoczęły
intensywne żerowanie.

Z punktu widzenia ryzyka mikrobiologicznego zasiedlenie ryb przez określone ga­
tunki drożdży może mieć istotne znaczenie w kształtowaniu relacji z innymi drobnoustroja­
mi (Vazquez-Juarez i in. 1993, Ringo i in. 2003). Procesy biokontroli polegają przede
wszystkim na inhibicji wzrostu patogenów lub na ich metabolicznej aktywności. Ponieważ
obecność Rhodotorula glutinis w przewodzie pokarmowym analizowanych gatunków ryb
jest stała i dominująca (tab. 13), pojawia się możliwość rozważenia ich symbiotycznego od­
działywania. Zdolność wytwarzania związków antybakteryjnych przez te karotenoidowe
drożdże może być wykorzystywana przez ryby w walce z bakteriami patogennymi, np. Pseu­
domonas (McCormack i in. 1994). Badania przeprowadzone przez Calvente i in. (1999) po­
zwoliły na sformułowanie tezy, iż wytwarzane przez Rh. glutinis siderofory (Atkin i in.
1970) odgrywają istotną rolę w procesach żelazozależnej wirulencji grzybiczej (Calvente
i in. 2001). Inhibicja poprzez kompleksy żelazowe z kwasem rodotorulowym drożdży wyni­
ka nie z ograniczenia np. wzrostu grzybów pleśmowych Penicillium expansum, ale z konku­
rencji siderofor wobec żelaza (Calvente i in. 2001), którego dostępność jest kluczowym ele­
mentem w interakcji pomiędzy gospodarzem a florą bakteryjną (Gatesoupe i in. 1997).

Tak wyraźna dominacja Rh. glutinis w strukturze gatunkowej mykobioty przewodu
pokarmowego wynika z ich adaptacji do zmiennych warunków środowiskowych (Krzyściak
i in. 2007). Optymalny odczyn pH dla wzrostu tych form wynosi 5,2 i mieści się zakresie
4,0-7,0 (Martinem i in. 2006). Obniżenie stężenia jonów wodorowych w jelicie nie powodu­
je zniszczenia komórek, a jedynie wytworzenie przez nie chroniącej komórkę grubej otoczki
(Nguyen i in. 2001). Poza Rh. glutinis stałymi rezydentami przewodu pokarmowego były
również Rh. mucilaginosa, Cr. uniguttulatus i C. famata (tab. 13). Stała obecność drożdży w
tak specyficznym środowisku nic byłaby rnożl iwa bez powierzchni hydrofobowej komórki
warunkującej trwałą adhezję i kolonizację. Siła adhezji drożdży zależy przede wszystkim od
struktury powierzchni ściany komórkowej (Hanzen 1990) oraz od fizjologicznej aktywności
kultury. Jej zwiększenie w czasie Andlid i in. (1998) odnotowali podczas wszystkich faz
wzrostu komórek, co wskazywało na obecność dostępnych związków odżywczych w środo­
wisku. Zdolność do przylegania zmniejszała się natomiast w fazie stacjonarnej i w wydłuża-
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jącym się okresie głodzenia (Vazguez-Juarez i in. 1994), czego efektem może być ograni­
czone żerowanie ryb.

Proces adhezji i kolonizacji odzwierciedla synergistyczne zależności pomiędzy po­
wierzchnią ściany komórkowej drożdży a rodzajem powierzchni, do której komórki przyle­
gają. Na intensywność takiego procesu wpływają w znacznym stopniu czynniki środowi­
skowe (Bogusławska-Wąs i in. 2005). Pomimo że przedstawicielom drożdży nadano status
form kwasolubnych, środowisko zasadowe generuje ich własności hydrofobowe. Taką za­
leżność, stosując metodę MATH (ang. Microbial Adhesion to Hydrocarbons), ustalono we
wcześniejszych badaniach własnych. W przypadku wszystkich testowanych szczepów Rho­
dotorula i większości Cryptococcus nasilenie własności hydrofobowych było znacznie więk­
sze w warunkach zasadowych niż w środowisku kwaśnym. W przypadku szczepów Candi­
da, których obecność w przewodzie pokarmowym ryb oznaczano sporadycznie (tab. 13), tak
jednoznacznych zależności nie stwierdzono.

Tabela 13. Procentowy udział gatunków drożdży izolowanych w przewodu pokarmowego ryb

Gatunek ryby

Gatunek drożdży leszcz płoć okoń
wiosna lato jesień wiosna lato jesień wiosna lato jesień

C. colliculosa 0,0 0,0 2,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0
C.famata 3,0 16,0 10,0 10,0 16,0 10,0 3,0 5,0 5,3
C. gualermondi 0,0 10,0 0,0 0,0 0,0 8,0 0,0 2,0 0,0
C. holmii 0,0 0,0 0,0 0,0 2,0 2,0 0,0 0,0 0,0
C.membran. 0,0 0,0 0,0 0,0 3,8 0,0 0,0 2,0 0,0
C. sake 0,0 0,0 0,0 0,0 2,0 2,0 0,0 0,0 0,0
Cr. laurenti 2,0 11,0 5,0 0,0 0,0 3,0 0,0 0,0 0,0
Cr. uniguttulatus 4,0 13,0 20,0 5,0 7,0 9,0 5,0 10,0 29,45
H! carsonii 10,0 5,0 10,0 0,0 0,0 2,0 0,0 5,0 0,0
Rh. glutinis 55,0 25,0 37,0 60,0 45,0 45,0 25,0 15,0 29,4
Rh. minuta 0,0 0,0 1,0 0,0 6,6 5,5 0,0 0,0 0,0
Rh. mucilaginose 20,0 10,0 15,0 25,0 17,6 11,0 73,0 60,0 23,0
S. cerevisiae 5,0 0,0 0,0 0,0 0,0 2,50 0,0 1,0 22,9
Tr. mucoides 1,0 10,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0

Przyczyny kolonizacji przez drożdże, przede wszystkim błony śluzowej jelita, wyda­
ją się oczywiste. W żołądku ryb drapieżnych stężenie jonów wodorowych jest na tyle niskie
(pH 3,5-4,0), że może wspomagać trawienie i eliminować znaczne ilości drobnoustrojów.
Jedynie w przypadku ryb karpiowatych (leszcza, płoc.) kwaśny odczyn jest neutralizowany.
Podstawowym pokarmem tych ryb są skorupiaki, których pH jest tak silnie zasadowe że,
likwiduje kwaśny odczyn w żołądku. Nadtrawiony pokarm z żołądka przemieszcza się do
jelita. Tam następuje jego dalsze trawienie i wchłanianie przyswajalnych składników. Do­
stępność związków odżywczych stymuluje rozwój heterotroficznych grzybów, a lekko zasa­
dowe pH w jelicie (Gislason i in. 1996) wspomaga cechy hydrofobowe ściany komórkowej
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drożdży. Według Vazquez-Juareza i in. ( 1997) specyficzna adherencja drożdży wspoma­
gana jest również poprzez obecność glikoproteinowych mucyn, wydzielanych przede
wszystkim przez nabłonkowe komórki układu pokarmowego. Cechą charakterystyczną
mucyn jest znaczna zawartość reszt serynowych, od których obecności uzależniony jest
proces adherencji grzybów. Według Andlid i in. (1998) komórki drożdży znacznie silniej
przylegają do fosfatydyloseryny (PS) niż do pozostałych fosfolipidów (PL), fosfatydylo­
choliny (PC) i fosfatydyloetanolaminy (PE) zawartych w śluzie; przyczyną tego według
ww. autorów jest systemem adsorbcji komórki do PS jako aminokwasu serynowego.

W tak zweryfikowanym schemacie zachowań należałoby może odnaleźć wyjaśnienie
dywersyfikacji gatunkowej drożdży przewodu pokarmowego leszcza, płoci i okonia. W ba­
danych próbach ustalono stałych rezydentów drożdży (bez względu na porę roku i miejsce
w łańcuchu troficznym ryb) - tab. 13. Według Andlid i in. (1995) obecność drożdży w prze­
wodzie pokarmowym jest na tyle bezpieczna, że nawet znaczna ich liczba nie wywołuje
oznak chorobowych ryb. Większość obecnych w wodzie grzybów jednokomórkowych nie
stanowi zagrożenia dla ich zdro votności, jednak tak długo jak długo ryba znajduje się
w dobrej kondycji. Opisane przez Mullera i Whislera (1994) przypadki zmian chorobowych
ryb wskazują, iż czynnikiem etiologicznym infekcji były drożdże występujące w rybach
zdrowych. Wszelkie zmiany w prawidłowo funkcjonującym organizmie mogą bowiem pro­
wokować do nadmiernego rozwoju mikrobioty potencjalnie chorobotwórczej.

Powszechne występowanie grzybów z rodzaju Rhodotorula i dominujący ich udział
w ogólnej strukturze gatunkowej drożdży według ichtiologów nie powinien być rozpatrywa­
ny w kontekście chorobowym. Drożdże izolowane z ryb słodkowodnych i morskich (Andlid
1995, Gatesoupe i in. 2005 a) zostały uznane za potencjalnie bezpieczne. Być może drożdże
jako oportunistyczne patogeny nie są rozpoznawane przez ryby jako czynniki zagrażające
ich bezpieczeństwu, a wręcz przeciwnie - traktowane są jako formy symbiotyczne. Zasie­
dlony przez drożdże przewód pokarmowy staje się niszą, w której zostaje zachowana aktyw­
ność fizjologiczna grzybów, a zdolność do produkcji poliamin (Buts i in. 1994, Vazquez­
-Juarez i in. 1997) i immunostymulacja dzięki obecności drożdżowego ,8-glukanu (Sakai
1999) zostaje wykorzystana w licznych procesach biologicznych metabolizmu ryb.

Przeprowadzone analizy wybranych struktur mykocenotycznych z estuarium Odry
wykazały obecność dominujących gatunków w tym ekosystemie. W górnej strefie estuarium
zdominowanym przez gromadę Ascomycota najczęściej i stale izolowanym gatunkiem był
S. cerevisiae. W pozostałych strefach estuarium w składzie mykocenoz przeważali przedsta­
wiciele Basidiomycota. Jak wykazano, istotny udział w kształtowaniu liczbowo-jakościowego
profilu jednokomórkowych grzybów miały gatunki z rodzaju Cryptococcus i Rhodotorula.
Dominacja określonych gatunków jest zazwyczaj uzależniona od czynników środowiskowych.
W kontekście przeprowadzonego w poprzednich rozdziałach wnioskowania pozostaje ustale­
nie ewentualnego pochodzenia dominujących gatunków drożdży i stopnia ich zróżnicowania.
Stanowi to podstawę rozpoczętego studium ekologii drożdży z tego obszaru. Ze względu na
przeprowadzone już przez Bogusławską-Wąs i in. badania (2001, 2005, 2006, 2007), dotyczą­
ce występowania S. cerevisiae w środowisku estuarium Odry, w dalszej części niniejszej pracy
skoncentrowano się na rodzajach Rhodotorula i Cryptococcus.
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4.4. Ekologia rodzaju Cryptococcus 
4.4.1. Wprowadzenie

Izolacja przedstawicieli rodzaju Cryptococcus z różnych biocenoz (Bogusławska­
Wąs i Dąbrowski.1999, Bogusławska-Wąs i Dąbrowski 2001, Butinar i in. 2007, Pedroso
i in. 2007, Cafarchia i in. 2008) spowodowała, że jego ekologiczna rola i miejsce w środowi­
sku są rozbieżnie interpretowane. Przedstawicieli rodzaju Cryptococcus zidentyfikowano
w subpolarnej strefie Arktyki, która jeszcze do niedawna była uważana za środowisko abio­
tyczne (de Garcia i in. 2007, Connell i in. 2008). Sugestie dotyczące łączenia tych form
z ekosystemami o niewielkich zasobach pokarmowych wynikają z ich możliwości metabo­
licznych. Kimura i in. (1998) wykazali w swoich badaniach, że drożdże należące do klasy
Basidiomycetes charakteryzuje zdolność do wykorzystywania związków odżywczych niedo­
stępnych dla Ascomycetes. Stalo się to powodem dominacji określonych gatunków drożdży
w środowisku i domniemania o ich powinowactwie z wodami oligotroficznymi (Brizzio i
van Brocko 1998). Rosario i in. (2005) wskazują na możliwość wykorzystania substratów
bogatych w niebiałkowe związki azotu do stymulacji wzrostu niektórych gatunków. Butinar
i in. (2007) natomiast podkreślają zdolność tych grzybów do rozkładu azotu i długołańcu­
chowych związków węgla. Oparte na badaniach własnych obserwacje sugerują, że obecność
Cryptococcus spp. w środowisku wodnym należy rozpatrywać jednak w odniesieniu do śro­
dowiska lądowego i zanieczyszczonego. Obecność kryptokoków oznaczana była bowiem
w środowiskach o wysokim zanieczyszczenia (Slavikova i Vadkertiova 1997, Pedroso i in.
2007, Medeiros i in. 2008). Powszechnie drobnoustroje te izolowane są z gleby i roślin. Po­
nadto kryptokoki uznaje się za naturalną część populacji mikrobiologicznej owadów i zwie­
rząt. Wydaje się, że migracje tych drobnoustrojów zależne są od warunków atmosferycznych
(Pedroso i in. 2007), kierunku wiatrów (Vishniac 2006) i wędrówki dzikich ptaków (Cafar­
chia i in. 2006), a więc utożsamianie tej grupy drobnoustrojów z wodami oligotroficznymi
prawdopodobnie jest wynikiem błędnego wnioskowania.

Za sukces przeżycia grzybów z rodzaju Cryptococcus w środowisku o zmiennym
profilu fizykochemicznym uznaje się ich zdolność do funkcjonowania w stanic długotrwałej
anabiozy (Butimar i in. 2007), wysokiej tolerancji na głodzenie (Kimura i in. 1998), jak rów­
nież zdolność do wytwarzania otoczki (Vishniac 2006). Ta zewnątrzkomórkowa struktura
uznana jest za jeden z czynników wirulencji, której obecność najczęściej opisywana jest w
związku z patogennym Cr. neoformans. Jej rola pomijana jest natomiast w przypadku in­
nych gatunków tego rodzaju. Doering (2000) zwraca uwagę na ekologiczne znaczenie
otoczki Cr. laurenti. Jej podstawowe funkcje rozpatruje się w kontekście protekcji. Przede
wszystkim stanowi ona barierę fizyczną, oddzielającą komórkę drożdży od środowiska wraz
z jego czynnikami hamującymi wzrost i namnażanie (Slavikova i Vadkertiova 2000). Odpo­
wiedzią komórki na wszelkie fluktuacje zachodzące \ 4 środowisku są zmiany w strukturze
otoczki lub jej grubości, co wpływa na przetrwanie tych drobnoustrojów w niekorzystnych
warunkach (Vishniac 2006, Pedroso i in. 2007). Głównym polimerem otoczki jest glukuro­
noksylomannan (GXM), stanowiący 90% jej masy; pozostałe 7,0% stanowi galaktoksylo­
mannan (GalXM). GXM budują trimery mannozy, pomiędzy nimi zaś usytuowane są reszty
kwasu glukuronowego oraz ksyloza. Proces syntetyzowania otoczki jest bardzo skompliko-
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wany i zależny od wielu parametrów. Granger i in. (1985) zauważyli, że czynnikami stymu­
lującymi jest odpowiednie stężenie CO2 i HCO3-. Jest to prawdopodobnie związane z wyko­
rzystaniem zasymilowanych związków węgla do produkcji polisacharydów, których część
zostaje wykorzystana na potrzeby budowy otoczki, a część jest wydzielana do podłoża.

Zdolność kryptokoków do zasiedlania różnych środowisk, czego wyrazem jest ich
heterogeniczny profil zdolności do wykorzystywania zróżnicowanych związków organicz­
nych, była podstawą zaliczenia rodzaju Cryptococcus do drobnoustrojów kosmopolitycz­
nych. Ostatecznie możliwość zasiedlenia przez te mikroekariotyczne organizmy odmiennych
siedlisk spowodowała trudność w statystycznym wnioskowaniu o ich pochodzeniu, roz­
mieszczeniu i utrzymaniu się w naturalnych ekosystemach.

4.4.2. Zróżnicowanie biochemiczne Cr. laurenti na tle rodzaju Cryptococcus 

Mykologiczne studium drożdży estuarium Odry, oparte na konwencjonalnych tech­
nikach identyfikacyjnych, pozwoliło na stwierdzenie obecności czterech gatunków: Cr. albi­
dus, Cr. laurenti, Cr. neoformans 1 Cr. uniguttulatus.

Na podstawie biochemicznej charakterystyki szczepów Cryptococcus spp. oraz ich
zdolności do wzrostu w trzech temperaturach inkubacji został utworzony dendrogram obra­
zujący stopień podobieństwa analizowanych szczepów. Na podstawie analizy skupisk wyod­
rębniono główne grupy hierarchiczne (A, B, C i D), odzwierciedlające profil gatunku i jego
zróżnicowanie enzymatyczne (rys. 18). W przypadku wyznaczonych grup wykazano wyso­
kie zróżnicowanie biochemiczne badanych mikroorganizmów. Oparte na wybranych ce­
chach biochemicznych zróżnicowanie wewnątrzgatunkowe: Cr. uniguttulatus (grupa C-2),
Cr. neoformans (grupa C-1) oraz Cr. albidus (grupa D) nie odzwierciedlało miejsca ich izo­
lacji (rys. 18). Zgrupowane szczepy, opisane jako A i B, zostały utworzone jedynie przez
Cr. laurenti. Interesujący wydaje się wynik analizy skupień określający powiązanie szcze­
pów z zasiedlanymi przez nic strefami estuarium Odry. Jedynie w grupie A-1 znalazły się
izolaty z różnych miejsc pobierania prób. Pozostałe profile enzymatyczne powstałe w obrę­
bie Cr. laurenti występowały wyłącznie w wodach Odry szczecińskiej - grupa A-2, Zatoki
Pomorskiej - B-1 oraz B-2 grupująca izolaty pochodzące z Zalewu Szczecińskiego i Zatoki
Pomorskiej (rys. 18).

Powiązanie obecności Cr. laurenti z poszczególnymi strefami estuarium powinno
uwzględniać ich profil fizjologiczny; interpretacja kombinacji cech może być wówczas uzu­
pełnieniem charakterystyki ekosystemu, z którego zostały wyizolowane poszczególne szczepy.
Zdolność wykorzystania substratów w zastosowanych testach była różna w różnych grupach
hierarchicznych. Szczepy izolowane z Zalewu Szczecińskiego i Zatoki Pomorskiej (B-2) wy­
różniała niezdolność do rozkładu glicerolu i erytrytolu.

Nieco odmiennie zarysowuje się profil grup B-1 i B-3, dla których- poza cechami opi­
sującymi gatunek (Fell i in. 2000) - wykazano niezdolność asymilacji inozytolu i/lub glukoza­
miny. W badaniach prowadzonych przez Wang i in. (2007) taka rozbieżność była wystarczająca
do zaproponowania wydzielenia nowego c1namorficznego gatunku - Cr. tibetensis sp. nov.
o profilu biochemicznie zbieżnym z fenotypową charakterystyką tybetańskiej grupy drożdży.
Co prawda skorelowanie relacji enzymatycznych z miejscem izolacji szczepów Cr. laurenti
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zostało potwierdzone, jednak wydaje się to niewystarczające do wyłonienia nowego gatunku.
Bardziej poprawne wydaje się rozpatrywanie obecności grup o zbliżonym profilu aktywności
enzymatycznej jako cesze właściwej szczepom Cr. laurenti i ich auksotroficznych wymaga­
niach niż „tworzenie" nowych jednostek taksonomicznych. Dlatego w kolejnych badaniach
przeprowadzono analizę genetyczną tych szczepów, co pozwoliło ustalić ich ewentualne po­
chodzenie i poziom zróżnicowania genetycznego.

4.4.3. Zróżnicowanie genetyczne Cr. laurenti 

Behawioralne mechanizmy dotyczące drożdży z rodzaju Cryptococcus wskazują na
euryekologiczny charakter tych mikroorganizmów (Khawcharoenporn i in. 2007). W ukła­
dzie systematycznym, opartym na LSU rDNA regionu Dl/D2, przedstawicieli tego rodzaju
umieszczono w czterech różnych kładach: Cystofilobasidiales, Filobasidiales, Trichosporo­
nales i Tremellales z klasy Hymenomycetes (Fell i Kutzman 1990, Fell i in. 2000). Fizjolo­
giczno-morfologiczny profil drożdży, na którym oparty jest status taksonomiczny rodzaju
Cryptococcus, według Renker i in. (2004) jest wciąż zbyt mało precyzyjny i pozwala na roz­
poznanie niewielkiej liczby gatunków w stosunku do rzeczywiście występujących.

Z uwagi na polifiletyczną naturę rodzaju Cryptococcus definiowanie powiązań eko­
logicznych drożdży w środowisku estuarium Odry, oparte jedynie na konwencjonalnych
testach biochemicznych, może prowadzić do błędnych wniosków. Stają się one wówczas
wyłącznie spekulacjami ekologicznymi. W celu uzyskania profilu pokrewieństwa genetycz­
nego szczepów Cryptococcus w obrębie gatunku wykorzystano jedną z technik reakcji łań­
cuchowej polimerazy- RAPD-PCR. Jest to technika, która pozwala na szybką analizę zróż­
nicowania genetycznego dużej grupy szczepów, w obrębie których powielane są przypad­
kowe fragmenty DNA. Mogą być one unikatowe dla danego organizmu, ale być nimi nie
muszą. Sposób grupowania szczepów i uzyskiwane wyniki ich różnicowania genetycznego
zależą od empirycznie dobranego startera. Pomimo że technika RAPD uznana została za
jedną z lepiej różnicujących w metodach PCR (Olive i Bean 1999) i odpowiednią dla droż­
dży (Baleiras Couto i in. 1994, Graham i in. 1994, Andrighetto i in. 2000), w niektórych
przypadkach nie jest możliwe uzyskanie jednoznacznych rezultatów. Najczęściej jest to wy­
nikiem mało rygorystycznych warunków, w których następuje przypadkowe przyłączanie się
starterów do matrycy DNA. Skutkiem np. niskiej temperatury hybrydyzacji może być nie­
pełne łączenie się starterów i uzyskanie tzw. bladych prążków i zmniejszenie powtarzalności
oznaczeń. Często wspominany brak stabilności i odtwarzalności zastosowanej metody wyni­
ka z doboru reagentów PCR (Teylor i in. 1997), jak również z warunków technicznych
(Grundmann i in. 1997, Blixt i in. 2003). W badaniach własnych przeprowadzona standary­
zacja metody RAPD-PCR zminimalizowała jednak pojawianie się niepożądanych efektów
i uzyskiwanie powtarzalnych wyników analiz.

Analizę zróżnicowania genetycznego oparto na szczepach Cr. laurenti ze względu na ich
stałą obecność we wszystkich próbach badawczych. Analiza klasterowa wyizolowanych szcze­
pów Cr. laurenti pozwoliła na wyróżnienie pięciu grup izolatów o znacznym stopniu zróżnico­
wania profili genetycznych RAPD (rys. 19). Zgrupowanie wszystkich wyizolowanych szczepów
tego gatunku w zakresie 10-20% wskazuje na ich odmienność genetyczną i brak pokrcwicń­
stwa. W obrębie poszczególnych grup, w których zgodność wzorów RAPD szczepów ustalono
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na poziomie podobieństwa 50% < S < 70%, wyróżniono izolaty o prawdopodobnym pokrewień­
stwie. Wydzielone typy genetyczne łączy środowisko izolacji. Genotypy szczepów: I/A, I/B,
II/A i II/B, IV oraz V/A i V/B pochodziły jedynie z wód Odry. Sporadycznie izolowane z ryb
szczepy Cr. laurenti były również zawarte w powyższych układach klasterowych; w pozosta­
łych ich obecności nie stwierdzono (tab. 14).

Tabela 14. Obecność genotypów Cr. laurenti w poszczególnych strefach estuarium Odry

Środowisko izolacji szczepów

Grupa Typ
Odra Zalew Zatoka

rybygenetyczny Szczeciński Pomorska
podtyp genetyczny

S< 50,0%* 50,0% < S < 70,0%* S> 70,0%*

A + - - -
I

B + - - -
A + - - +
B + - - +II
C + + - -

D + + - -
A + + - -

III
B + + - -

IV A + - - -

A + - - +
B + - - +
C + + + -

V D + + + -
E + + - -
F - + - -

G - + - -
* Poziom podobieństwa wyznaczony przy współczynniku Dice wynoszącym 3,0%.

Mimo że w większości przypadków stopień podobieństwa pomiędzy szczepami
(S > 75%) mógłby wskazywać na ich bliskie pokrewieństwo, obecność aż sześciu genotypów
wskazuje na różne źródła ich pochodzenia. Podobny wniosek można sformułować również
w przypadku pozostałych skupień: II/C, IIID, III/A, III/Bi V/E (rys. 19). W tym jednak przy­
padku za podstawowy powód różnorodności przyjęto miejsce izolacji zgromadzonych w geno­
typach szczepów z Odry i Zalewu Szczecińskiego (tab. 14). Zastanawiająca jest sporadyczność
oznaczenia niektórych genotypów Cr. laurenti, np. I/A, V/F czy V/G (rys. 19). Ich występowa­
nie, ograniczone do określonej strefy estuarium, może wskazywać na allochtoniczne pochodze­
nie tych szczepów. Być może zawleczone z obszarów śródlądowych nie przeżywają w nietypo­
wym dla siebie środowisku lub przechodzą w stan anabiozy. Z powodu plastyczności ekologicz­
nej grzybów z rodzaju Cryptococcus i ich zdolności adaptacyjnych bardziej prawdopodobne
jest to, iż są to formy, które nic preferują tworzenia społeczności planktonowych (co opisano
w rozdz. 4.6); ich obecność w toni wodnej jest ograniczona.
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Tabelaryczne zestawienie wyróżnionych genotypów wskazuje, iż szczepy Cr. laurenti,
obecne w Zalewie Szczecińskim i Zatoce Pomorskiej, zostały zawleczone z górnego estu­
arium Odry. Istotny stopień zróżnicowania genetycznego, ustalony na podstawie uzyskanych
profili RAPD, może świadczyć o ich różnym pochodzeniu. Wysoka heterogeniczność profili
uzyskanych z amplifikacji DNA genowego szczepów Cr. laurenti sugeruje, że mało praw­
dopodobne jest to, że są to szczepy autochtoniczne. Wprawdzie niektóre gatunki z rodzaju
Cryptococcus znane są z możliwości tworzenia kompleksów z innymi mikroorganizmami,
co może determinować ich odmienność genetyczną i biochemiczną, ale nie jest to wystarcza­
jące do wyjaśnienia istotnych różnic pomiędzy wyznaczonymi genotypami. Z dużym dy­
stansem należy podejść do poszukiwania jednoznacznego powinowactwa profilu genetycz­
nego tego gatunku i jego pochodzenia. Środowisko naturalne poddane silnej antropopresji
nie jest układem biologicznie stabilnym. Kryptokoki uznane są za naturalną mikrobiotę gle­
by (Vishniac 1995, Lachance i Starter 1998, Wuczkowski i Prillinger 2004), z której wraz
z roztopami mogą być wprowadzane do wód estuariowych i współtworzyć naturalną myko­
cenozę wód. Istotnym źródłem szczepów z rodzaju Cryptococcus jest również ptactwo wę­
drujące (Rosario i in. 2005), w tym obecne na badanym obszarze mewy.

4.5. Ekologia rodzaju Rhodotorula 
4.5.1. Wprowadzenie

Jednostką systematyczną wspólną dla dominujących w estuarium Odry rodzajów
drożdży- Cryptococcus i Rhodotorula w gromadzie Basidiomycota jest jedynie klasa Ure­
diniomycetes. W przypadku obu rodzajów możemy rozważać kosmopolityczny charakter
grzybów i ich duże zdolności adaptacyjne. Z ekologicznego punktu widzenia formy te zosta­
ły powiązane ze środowiskiem wodno-lądowym (Nagahama 2006). Obecność drożdży,
w tym analizowany w niniejszej rozprawie rodzaj karotenogenicznych grzybów Rhodotorula
opisywany jest w związku z bardzo różnymi środowiskami. Grzyby te izolowane są po­
wszechnie z wód słodkich (Bogusławska-Wąs i Dąbrowski 2001, Krzyściak i in. 2007, Nie­
wolak i in. 2009), ze ścieków komunalnych, z osadów dennych (Bogusławska-Wąs i Dą­
browski 1999, Nagahama i in. 2001) roślin, zwierząt i powietrza (Krzyściak i in. 2007). Bu­
timar i in. (2007) ustalili obecność tych grzybów w lodowcach arktycznych, w których popu­
lacja przedstawicieli rodzaju Rhodotorula była zadziwiająco duża (4,0-103 jtkrnl.."), w po­
równaniu z wodami polodowcowymi (0,0-0,25 jtkml."). Ta grupa mikrogrzybów stanowi
również ważną część mikrobioty obecnej w glebach Antarktydy oraz w wiecznej zmarzlinie·
Syberii (Krzyściak i in. 2007). Według Butimara i in. (2007) drożdże izolowane z subpolar­
nych środowisk reprezentują grupę psychrofilnych i halofilnych mikroorganizmów. Według
tych autorów istnieje związek pomiędzy adaptacją drożdży do niskiej temperatury a toleran­
cją zwiększonego zasolenia wody. Powyższa hipoteza została oparta na przykładzie Rh. mu­
cilaginosa - jednego z dominujących gatunków izolowanych z lodowca, który był zdolny do
reprodukcji w niskiej temperaturze i przy wysokim stężeniu chlorku sodu (17,0%). Nato­
miast Libkind i in. (2003) przeanalizowali zbiorniki wodne w północnej Patogonii w Argen­
tynie (jeziora, rzeki i zatoki) o zróżnicowanym stopniu oligotrofii. W swoich badaniach wy­
kazali, że w większości prób obecne były tzw. czerwone drożdże, które stanowiły 50,0%
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Rys. 18. Stopień zróżnicowania biochemicznego szczepów Cryptococcus spp. Cr. L Cr. laurenti,
Cr. neof. - Cr. neoformans, Cr. unią. - Cr. uniguttulatus, Cr. alb. - Cr. albidus, O - Odra,
ZS - Zalew Szczeciński, ZP - Zatoka Pomorska
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Rys. 19. Dendrogram obrazujący poziom zróżnicowania genetycznego szczepów Cr. laurenti.
Poziom podobieństwa wyznaczono przy współczynniku Dice wynoszącym 3,0%
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ogólnej liczby izolowanych grzybów. Jedynie w środowiskach o nieznacznym wpływ ie ak­
tyw ności ludzkiej częstość ich izolacji była znacznie mn iejsza; obecności przedstawicieli
Rh. mucilaginosa nie stwierdzono w żadnej z prób. W ekosystemach charakteryzujących się
ograniczonym oddziaływaniem antropogenicznym nisze zdominowane były przez ballisto­
sporogeniczne gatunki zaliczane do Sporidiobolus longiusculus i Sporobolomyces patagoni­
cus (Libkind i in. 2005). Libkind i in. (2003) wykazali, że zwiększająca się liczebność droż­
dży, w tym drożdży czerwonych, stanowić może jedynie szacunkowe odzwierciedlenie in­
tensywności wpływu czynników biotycznych i abiotycznych kształtowanych przez siedliska
ludzkie.

4.5.2. Zróżnicowanie biochemiczne Rh. mucilaginosa i Rh. glutinis 

Dywersyfikacja przestrzenna szczepów Rhodotorula w wodach o zróżnicowanej za­
sobności nutrientów wynika z ich umiejętności dostosowania własnego metabolizmu do cha­
rakteru ekologicznego zajmowanej niszy. Uzyskane wyniki badań własnych wskazują, że
profil enzymatyczny szczepów Rh. glutinis i Rh. mucilaginosa nie był zależny od miejsca
ich izolacji. W wyniku przeprowadzonej analizy skupień uzyskano cztery grupy charaktery­
zujące stopień podobieństwa pomiędzy izolatami Rh. mucilaginosa i trzy charakteryzujące
Rh. glutinis. W przypadku obu gatunków jedynie ze szczepów izolowanych z ryb utworzone
zostały grupy o największym podobieństwie fenotypowym- Rh. mucilaginosa A-2 (> 80,0%),
Rh. glutinis A-1 (> 70,0%). Ważne jest to, że nie miało znaczenia miejsce połowu ryby,
z których pochodziły szczepy (rys. 20). Sporadyczność szczepów środowiskowych w tych
grupach może świadczyć o specyficzności cech - właściwych jedynie dla szczepów pozy­
skanych z ichtiofauny, których obecność należałoby rozważyć jedynie poprzez pryzmat auk­
sotroficznych czynników stymulujących ich wzrost. Poprawny wydaje się wniosek, że egzy­
stencja grzybów z rodzaju Rhodotorula w środowisku estuarium Odry wynika przede
wszystkim z metabolicznych cech tych drobnoustrojów, w mniejszym zaś stopniu warunko­
wana jest profilem ekologicznym środowiska. Na uwagę zasługuje również fakt, iż we
Wszystkich grupach oznaczono szczepy izolowane z górnej strefy estuarium, co świadczyć
może o ich pierwotnym śródlądowym pochodzeniu. Takie przypuszczenie wyjaśnia brak
specyficzności biochemicznej szczepów Rh. glutinis i Rh. mucilaginosa w przypadku sub­
stratów z określonym źródłem węgla (rys. 20), izolowanych z różnych stref estuarium.

W przeciwieństwie do Cr. laurenti w przypadku grzybów z rodzaju Rhodotorula nie
Wykazano powinowactwa profilu enzymatycznego z miejscem ich izolacji. Zastanawiające
jest w związku z tym to, czy przy braku odpowiedzi enzymatycznej drożdży karotenoido­
wych na warunki środowiskowe ich zróżnicowanie genetyczne umożliwi wyznaczenie stop­
nia pokrewieństwa i ewentualnego pochodzenia badanych szczepów.

4.5.3. Zróżnicowanie genetyczne Rh. mucilagiuosa i Rh. glutinis 

Typowaniu metodą RAPD-PCR poddano l 08 szczepów Rh. mucilaginosa. Na po­
stawie podobieństwa uzyskanych wzorów genetycznych wyróżniono sześć typów, dla któ-
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rych stopień pokrewieństwa został oznaczony na poziomie S < 50,0%. Fakt jego stwierdze­
nia na tak niskim poziomie wskazuje na całkowicie odmienne pochodzenie badanych szcze­
pów. W typach I i IV zgromadzono najmniej przedstawicieli tego gatunku izolowanych
z Odry. Wyznaczony stopień podobieństwa w tych genotypach mieścił się w zakresie
50,0% < S < 70%. W II typie genetycznym zgromadzono najwięcej szczepów wyizolowa­
nych z całego obszaru estuarium. Wyznaczony pomiędzy genotypami II/A i II/B stopień
podobieństwa może wskazywać na ich prawdopodobne pokrewieństwo. W większości prze­
padków zgodność wzorów uzyskanych w reakcji RAPD-PCR ustalono na S > 70,0%. Szczegó­
łowa analiza dendrogramu (rys. 21) wskazuje, że najmniejsze zróżnicowanie genetyczne charak­
teryzuje typ II/B-2, w którym zgrupowano szczepy o bliskim pokrewieństwie (S > 80,0%).
Obecne w nim drożdże izolowane były ze wszystkich stref estuarium (tab. 15). Wyjątkami
były nielicznie reprezentowane przez szczepy Rh. mucilaginosa podtypy A-4 i B-3, których
obecność oznaczono jedynie w wodach Odry i sporadycznie w śluzie ryb (rys. 21 ). Nie­
znacznym zróżnicowaniem gatunkowym analizowanych szczepów charakteryzowały rów­
nież genotypy III/A i III/B. W przeciwieństwie jednak do typu II wyznaczono je w określo­
nych strefach estuarium (rys. 21).

Najbardziej odmiennym profilem uzyskanych wzorów RAPD (rys. 22) charakteryzowała
się grupa V, którą stanowiły szczepy izolowane wyłącznie z ryb. Ustalono, że odrębny profil
genetyczny charakteryzował szczepy izolowane wyłącznie z przewodu pokarmowego ryb i opi­
sane jako V/A i VI/A (tab. 15). Wydaje się również istotne, że w większości przypadków korelu­
je on z gatunkiem ryby, z której został pozyskany. Takiej zależności nie stwierdzono w przypad­
ku uzyskanych profili genetycznych szczepów II/A i II/B izolowanych ze śluzu (tab. 15). Sto­
pień podobieństwa do szczepów „wodnych" wskazuje, że ich obecność w warstwie śluzowej ryb
była wynikiem przypadkowej adherencji drożdży obecnych w środowisku bytowania badanych
przedstawicieli ichtiofauny.

Na podstawie zestawienia tabelarycznego genotypów Rh. mucilaginosa (tab. 15)
stwierdzono, że obecność tego gatunku w środowisku estuarium jest wynikiem zawleczenia
z obszaru śródlądowego. W zasadzie wszystkie wyznaczone genotypy izolowane były z pierw­
szych stacji badawczych wyznaczonych na obszarze estuarium, co potwierdza niniejsze
wnioskowanie. Istotne jest również znacznie większe podobieństwo szczepów typowanych
metodą RAPD, co może świadczyć o mniejszym wpływie środowiska lądowego na ekologię
tego gatunku.

Zbliżony stopień zróżnicowania genetycznego uzyskano dla szczepów Rh. glutinis, któ­
rych przeanalizowano 70. Dla uzyskanych profili genetycznych, przy współczynniku Dice wyno­
szącycm 3,0% i poziomie podobieństwa S < 50,0%, wyznaczono dwie grupy (I, II). Najliczniejsza
była grupa I, w której na podstawie stopienia podobieństwa 50,0% < S < 70,0% wyznaczono trzy
genotypy (A, B, C) z blisko spokrewnionymi podtypami przy S > 75,0% (rys. 23).

Na podstawie wzorów amplifikonów Rh. glutinis stwierdzono, że wyróżnione typy
genetyczne nie były specyficzne dla miejsca izolacji, bowiem w każdym podtypie gene­
tycznym ustalono obecność przedstawicieli pochodzących z różnych obszarów estuarium
(tab. 16).
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Tabela 15. Występowanie genotypów Rh. mucilaginosa

Srodowisko izolacii

Grupa Typ Odra I
Zalew

I
Zatoka

Igenetyczny Szczeciński Pomorska ryby

podtyp genetyczny
S< 50,0% 50,0% < S < 70,0% S> 70,0%

I A A -
A-1 A-1 - -

A A-2 A-2 - -
A-3 A-3 - -

II A-4 - A-4
B-1 B-1 B-1 B-1

B
B-2 B-2 B-2 -
B-3 - - -
B-4 B-4 B-4 B-4

A
A-1 - - -
A-2 - -

III B-1 - - -

B
- B-2 B-2 -

B-3 B-3 - -
- B-4 B-4

IV A A - -

B B - -
- - - A-1

V A - - - A-2
- - A 3

VI A - - - A

V/A-1 V/A-2 V/A-3 V4° ; u
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Rys. 22. Przykładowe rozdziały elektroforetyczne produktów reakcji RAPD wybranych
szczepów Rh. mucilaginosa izolowanych z przewodu pokarmowego ryb. o - okoń,
I - leszcz, p - płoć, pp- przewód pokarmowy, U - genotyp unikatowy, V/A, VI/A - gru-
py typów genetycznych
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Rys. 23. Dendrogram zróżnicowania gatunkowego szczepów Rh. glutinis. Poziom podobieństwa
wyznaczono przy współczynniku Dice wynoszącym 3,0%



Nieco odmiennym zgrupowaniem analizowanych szczepów charakt eryzował się typ II.
Szczególną uwagę zwrócono na genotyp II/B. Jego profil został bowiem utworzony jedy­
nie ze wzorów RAP D pochodzących z ryb i powiązanych na poziomie S = 60,0% z profi­
lem genetycznym szczepów pochodzących z Odry. Tak jak w przypadku odrębnego „ry­
biego" genotypu Rh. mucilaginosa również w przypadku Rh. glutinis przeanalizowano
wzory profili uzyskane po rozdziale elektroforetycznym (rys. 24).

IVB-1 II/B-2 I/C

O ~ N ~ M ~ ~ 00 ~ ~~ ~ i M ~ i i ~ ~ O,2: 6.. ~ :::!: 2: o.. o.. 6.. -- o..
6 o.. 2: 6 6 6.. ~ 6

6.. o

Rys. 24. Przykładowe rozdziały elektroforetyczne produktów reakcji RAPD dla wybranych
szczepów Rh. glutinis izolowanych z ryb. o - okoń, p - płoć, I - leszcz, pp - prze­
wód pokarmowy, ś - śluz, If/B-1, II/B-2, I/C - typy genetyczne

Wyznaczony statystycznie poziom podobieństwa pomiędzy poszczególnymi szcze­
pami Rh. glutinis izolowanymi z ryb (typ 11/B) był niewystarczający do jednoznacznego
stwierdzenia preferencji do zasiedlania przez nie niszy ekologicznej. W wyodrębnionym
typie znalazły się szczepy izolowane z przewodu pokarmowego ryb, jak również ze śluzu.
Ponadto typ genetyczny Il/B nie obejmował szczepów pochodzących z leszcza. Izolowane
z osobników tego gatunku drożdże wykazały podobieństwo (na poziomie S > 50,0%) jedy­
nie do szczepów zgrupowanych w typie 4 (tab. 16).

Podobnie jak w przypadku Rh. mucilaginosa najwięcej genotypów Rh. glutinis po­
chodziło z górnej strefy estuarium Odry (tab. 16). Sporadyczność oznaczenia genotypów
wyłącznych dla Zalewu Szczecińskiego i Zatoki Pomorskiej świadczy o śródlądowym po­
chodzeniu Rh. glutinis w badanym ekosystemie.

Zawarte w tab. 16 profile genetyczne wskazują, iż granicą ekologiczną dla przeży-
walności i/lub rozwoju drożdży tego gatunk11 jest Zalew Szczeciński. Dotyczy to również
oznaczonych w estuarium Odry Cr. laurenti i Rh. mucilaginosa. Ponadto opisane w niniej­
szym rozdziale wyniki doświadczeń upoważniają do wniosku, iż badane szczepy drożdży
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zostają do środowiska zalewu i zatoki zawleczone z wodami Odry. Sprzyjający przeżyciu
tych form profil ekologiczny estuarium umożliwił szczepom allochtonicznym współtwo­
rzenie rdzennej mikrobiocenozy, stając się wtórnie autochtoniczną (ang. indigenous) my­
kobiotą estuarium Odry. Przyjęcie jednak a priori takiego wniosku obarczone może być
znacznym błędem. Drobnoustroje bakteryjne w warunkach niesprzyjających przechodzą
w formę komórek żywych, ale niehodowalnych - VBNC. Pojedyncze publikacje (Divol
i Lonvaud-Funel 2005, Bogusławska-Wąs i in. 2006) wskazują, że grzyby jednokomórko­
we również są zdolne do przeżywania w stanie VBNC. W celu poprawnej interpretacji
uzyskanych wyników przeprowadzono testy przeżywalności zróżnicowanych filogene­
tycznie Rh. mucilaginosa, Rh. glutinis i Cr. laurenti.

Tabela 16. Występowanie genotypów · h! glutinis

Środowisko izolacji

Grupa Typ Odra Zalew Zatoka ryby
genetyczny Szczeciński Pomorska

podtyp genetyczny

S<S0,0% 50,0% < S < 70,0% S> 70,0%

A
A-1 A-1 -
A-2 A-2 A-2

-

B-1 B-1 - B-1
I

B
B-2 B-2 - B-2
- B-3 - B-3

B-4 B-4 B-4 -

. C - - C
- A-1 A-1 -

A A-2 - - -
II A-3 A-3 - -

B
- - - B-1

B-2 - - B-2

4.6. Strategie przeżycia drożdży w środowisku estuarium Odry
4.6.1. Wprowadzenie

W środowisku naturalnym obecność określonego drobnoustroju i forma wzrostu jest
wypadkową jego możliwości fizjologicznych oraz serii czynników fizykochemicznych.
Wszelkie zmiany temperatury, wilgotności, pH, dostępności związków odżywczych czy po­
jawienie się substancji toksycznych stają się przyczyną zmian kształtu komórki, aktywności
metabolicznej czy tempa namnażania. W systemach o ściśle określonych zależnościach eko­
logia mikroorganizmów opiera się na wzajemnych relacjach biotycznych, w których mikro­
organizmy żyjące pojedyn.czo mają znacznie mniejsze szanse na przeżycie. Dlatego coraz
częściej ich funkcjonowanie w formie pojedynczej rozpatrywane jest jako przypadkowe lub
sporadyczne.

Wśród organizmów naturalnie bytujących w ekosystemach wodnych zaliczane do
mikroorganizmów: bakterie, grzyby i pierwotniaki uważa się za formy zdolne do formowa-
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nia złożonych społeczności (Marechal i in. 2004). Ich struktura i funkcja są determinowane
cechami form współtworzących mikrosystem oraz warunkami środowiskowymi. Według
Costerton i in. (1987) na przebieg procesów metabolicznych takich społeczności, poza wy­
maganiami pokarmowymi, istotnie wpływa struktura sieci mikrobiologicznej ekosystemu.
Z obserwacji własnych wynika, że obecne w środowisku filtratory (np. Daphnia magna),
poza bakteriami, odżywiają się również jednokomórkowymi grzybami. Dla wyżeraczy
I stopnia drożdże zdolne do tworzenia złożonych społeczności stają się źródłem pokarmu
bogatym w substancje odżywcze. Interesujące jednak jest to, że konsumenci wykorzystują
przede wszystkim wydzielane przez mikroorganizmy polimeryczne związki zewnątrzko­
mórkowe. Ich wydzielanie do środowiska zewnętrznego i zróżnicowanie chemiczne zależą
od profilu genetycznego drobnoustroju, jak również od adaptacji do danych warunków oto­
czenia (Sutherland 2001, Yin i in. 2005).

Zawieszone w powstałym matrix pojedyncze komórki tworzą biofilm, którego podsta­
wową rolą jest ich oclu·ona. Wynika to zapewne z faktu przestrzennego ograniczenia drobno­
ustrojów przez związki pozakomórkowe i ułatwienia im komunikacji międzykomórkowej,
dzięki której w odpowiedzi na pojawienie się czynników toksycznych w środowisku następuje
spowolnienie tempa wzrostu, limitowanie konsumpcji oraz ekspresja genów oporności. Należy
jednak pamiętać, że w formie planktonowej mikroorganizmy również są zdolne do formowa­
nia wielokulturowych społeczności, których komponenty egzopolisacharydowego matrix są
tożsame z produktami klasycznie rozumianego biofilmu (Sutherland 2001).

W dowolnym ekosystemie poziom zróżnicowania morfologicznego i fizjologicznego
tworzących go mikroorganizmów staje się formą odpowiedzi na warunki środowiska, w któ­
rych komórki muszą przeżyć. W formie planktonowej są one mniej odporne na niektóre
czynniki chemiczne niż komórki schronione w biofilme (Marx i in. 2004, Theraud i in. 2004,
Jin i in. 2005). Zatem w przypadku większości drobnoustrojów naturalną konsekwencją
zmian jest preferencja do formowania społeczności, których podstawową rolą jest ich ochro­
na i utrzymanie funkcji życiowych. W związku z tym obecność pojedynczych komórek roz­
patrywana jest zazwyczaj jako etap przejściowy pomiędzy uwolnieniem komórek z biofilmu
a zainicjowaniem tworzenia nowej zorganizowanej społeczności mikrobiologicznej.

Rozwój biofilmu w środowisku wodnym przez formy mykocenotyczne jest praktycz­
nie nieznany. Wiedza na ten temat oparta jest przede wszystkim na opracowaniach medycz­
nych i dotyczy przede wszystkim C. albicans (Chandra i in. 2001, Yin i in. 2005) oraz labo­
ratoryjnych szczepów S. cerevisiae (Guldal i Broach 2006). Studia nad formowaniem ewen­
tualnych społeczności stały się niezbędne do zrozumienia ekofizjologicznych procesów za­
chodzących w środowisku naturalnym. W kontekście omówionej w rozdz. 4.1 i 4.2 zmien­
ności liczby i struktury gatunkowej drożdży pojawiła sic; konieczność wykazania ewentual­
nych możliwości przeżycia tych drobnoustrojów w warunkach estuarium Odry.

4,6.2. Przeżywalność drożdży w wodach estuarium Odry

Adaptacja komórek do panujących w środowisku warunków oraz proces ich repro­
dukcji zależy od czynników wywołujących tzw. stres komórkowy (Frohlich i Madeo 2001,
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Granot i in . 2003, Mattanovich i in. 2004). Kierując się zasadami ekologii mikroorgani­

zmów, rozważono obecność zróżnicowanych form wzrostu społeczności mikrobiologicz­

nych. W naturalnych ekosystemach dostępność składników odżyw czych jest ograniczona,

w związku z czym przeżyw alność form autochtonicznych, a tym bardziej allochtonicznych

wym usza na komórce konieczność uruchomienia systemów umożliwiających jej przeżycie.

Drobnoustroje przyjmują bardzo zróżnicowane strategie. Konsekwencją jednej z nich może

być przejście z tzw. formy żyw ej hodowalnej w żyw ą, ale niehodowalną (VBNC) .
Przy założeniu, że jednym z podstawowy ch czynn ików warunkujących preferencje be­

hawioralne testowanych grzybów jest koncentracja substancji odżyw czych (Daveley i O'toole
2000, Chandra i in . 2001, Czaczyk 2004), hodowle prowadzone w podłożu optym alnym
(YN B) potraktowano jako próbę odniesienia. Odpowiednie dla rozwoju Cryptococcus spp.
i Rhodotorula spp. warunki hodowli sprzyjały szybszemu zwiększeniu liczby drożdży, co usta­
lono na podstawie gęstości komórek (OD) w zawiesinie (tab. 17). Przeprowadzone doświad­
czenia wykazały, że bez względu na profile genetyczny i biochemiczny testowane szczepy
charakteryzowała aktywność życiowa w próbach wody pochodzących z różnych stref estu­
arium Odry. Na uwagę zasługuje jednak fakt, iż w warunkach minimalnego stężenia dostęp­
nych związków odżywczych nastąpiło zwolnienie tempa wzrostu w wyniku wydłużenia czasu
jednej generacji szczepów i zminimalizowanie ich aktywności metabolicznej (tab. 17).

Tabela 17. Czas jednej generacji drożdży w różnych strefach estuarium Odry

Środowisko Rh. mucilaginosa Rh. glutinis Cr. laurenti
hodowlane min

Podłoże YNB 204,52 252,20 90,15

Woda ZP 705,61 2092,50 143,95

Woda UMS 2765,53 521,96 302,30

Woda Wid. 1693,78 669,38 447,38

Objaśnienia oznaczeń podano nas. 31.

Przeprowadzona analiza statystyczna pozwoliła na uzupełnienie profilu zachowań te­
stowanych drożdży o preferencje tworzenia struktury biofilmu. W celu określenia ekolo­
gicznego statusu życiowego Cr. laurenti, Rh. mucilaginosa i Rh. glutinis wykorzystano ak­
tywność oddechową komórek. Zastosowano metodę redukcji soli tctrazoliny (XTT) do for­
mazanu (Ramage i in. 2001, Jin i in. 2004). Mechanizm reakcji oparty jest na aktywności mi­
tochondrialnej dehydrogenazy bursztynianowej, będącej wskaźnikiem sprawności metabolicz­
nej komórek grzybów. W procesie tym wykorzystywana jest obecność prawidłowo funkcjonu­
jących mitochondriów, których inaktywacja zachodzi w kilka minut po śmierci komórki.

W wyniku przeprowadzonych badań stwierdzono, że dostępność odpowiedniej ilości
substratu w otoczeniu komórki w istotny sposób wpłynęła na stopień adsorpcji do powierzchni
aktywnych oddechowo komórek Cr. laurenti (rys. 25, 26), Rh. glutinis (rys. 25, 28) i Rh. mu­
cilaginosa (rys. 25, 27). Ustalono bowiem obecność biofilmu we wszystkich hodowlach
prowadzonych w warunkach optymalnych (podłoże YNB).
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Rys. 25. Aktywność oddechowa komórek drożdży oznaczona w biofilmie. Objaśnienia ozna­
czcń podano na s. 31
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Rys. 26. Aktywność oddechowa społeczności Cr. laurenti w prókach hodowlanych. Uzyska­
ne wartości różniły się od siebie na poziomie istotnym statystycznie. Objaśnienia
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Rys. 27. Aktywność oddechowa społeczności Rh. mucilaginosa w próbach hodowlanych.
*Uzyskane wartości różniły się od siebie na poziomie istotnym statystycznie. Objaś­
nienia oznaczeń podano na s. 31

Zakończenie doświadczeń na tym etapie badań w zasadzie potwierdziłoby opinię,
zgodnie z którą formowanie biofilmu stało się skutecznym sposobem na pozostanie w ko­
rzystnym środowisku (Gomez-Suarez i in. 2001). W warunkach, w których dostępne związki
odżywcze nie spełniają podstawowych wymagań pokarmowych drobnoustrojów, ich komór­
ki muszą uruchomić mechanizmy wspomagające przetrwanie. W odpowiedzi na stres,
zmienność fizycznych i chemicznych uwarunkowań środowiskowych lub brak podstawo­
wych źródeł energii może dojść do modyfikacji powierzchni komórkowej (Jin i in. 2004 a,
Geoghegan i in. 2008). Jest to o tyle istotne, iż niekonstytutywnie zależna genetyczna zdol­
ność adherowania komórek regulowana jest właśnie makromolekularnymi strukturami ścia­
ny komórkowej (Mercie-Bonin i Fonade 2002 a). Od nich zależy przebieg pierwszego i kry­
tycznego etapu tworzenia biofilmu na powierzchni materiału kolonizowanego. We wszyst-
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kich hodowlach, w których tworzony był biofilm, czas niezbędny do uzyskania statystycznie
istotnego poziomu zaadherowania komórek do powierzchni ustalono pomiędzy 6 a 24 godzi­
ną trwania doświadczenia (rys. 25). Porównywalny czas, niezbędny do zainicjowania tworzenia
mikrokolonii przez komórkę, sugeruje, że rozpatrywanie funkcjonowania biofilmu jedynie
w aspekcie pozostawania w warunkach sprzyjających rozwojowi jest błędne.

Rh. glutlnis
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Rys. 28. Aktywność oddechowa społeczności Rh. glutinis w próbkach hodowlanych.
*Uzyskane wartości różniły się od siebie na poziomie istotnym statystycznie. Objaś­
nienia oznaczeń podano na s. 31

W przypadku szczepów Cr. laurenti zmienność środowiska zawieszającego nie
wpłynęła na zdolność formowania biofilmu (rys. 25). Pomimo odmiennego profilu bioche­
micznego i genetycznego analizowanych szczepów nie stwierdzono pomiędzy nimi istot­
nych różnic w aktywności życiowej. Bez względu na profil warunków hodowlanych szczepy
tego gatunku wykazywały zdolność do formowania biofilmu trwale związanego z po­
wierzchnią (rys. 25, 26).

Analiza parametrów wskazujących na przeżywalność drożdży, wyznaczona na pod­
stawie OD i redukcji XTT, wykazała, że we wszystkich hodowlach wzrost gęstości komórek
korelował z aktywnością metaboliczną drobnoustrojów w biofilmie jako podstawową formą
kolonizacji określonej niszy (tab. 18, rys. 26).

Zestawienie powyższych wyników wskazuje, że szczepy Cr. laurenti preferują two­
rzenie biofilmu, a nic funkcjonowanie w formie planktonowej. W tym wypadku jednak pa­
tamctry środowiska nic mogą być rozpatrywane jako determinujące w „wyborze" tworzenia
formy osiadłej lub planktonowej.

Na przykładzie szczepów Cr. laurenti należy stwierdzić, iż zdolne do tworzenia. bio-
filmu szczepy w pierwszym etapie zasiedlania środowiska kolonizują powierzchnię bez
wzgl9du na skład odżywczy podłoża zawieszającego. Etapy tworzonego biofilmu są bardzo
Podobne i niezależne od rodzaju ekosystemu (Chandra i in. 2001, Różalska i Sadowska
2004). Jego obecność na powierzchni abiotycznej nic wymaga tworzenia warstwy kontakto­
wej (odżywczej), a jedynie jej obecności w środowisku płynnym otaczającym drobnoustroje.
W latach 90. ub. wicku pojawiły się sugestie, iż adhezja komórki do czystej powierzchni jest
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poprzedzona tworzeniem tzw. warstwy kontaktowej, czyli adsorpcją warstwy organicznej
pochodzącej ze środowiska płynnego. Nie potwierdzono jednak, czy obecność tej warstwy
jest absolutnie niezbędna dla wszystkich form mikrobiologicznych (Żutić i in. 1999). Wyda­
je się, że w przypadku drożdży nie ma to znaczenia, gdyż ich komórki odznaczają się nad­
zwyczajną zdolnością przylegania do powierzchni abiotycznych i biotycznych (Verstrepen
i Klis 2006).

Tabela 18. Korelacja pomiędzy gęstością optyczną OD a poziomem redukcji XTT Cr. laurenti

Gęstość komórek
Rodzaj środowisko hodowlanespołeczności

'
YNB ZP UMS Wid.

Biofilm
0,431759 0,318053 0,221561 0,249377
p = 0,0000 p = 0,0001 p = 0,0086 p=0,0029

Plankton
0,079073 -0,112347 -0,242918 -0,272671

p = 0,3530 p = 0,1863 p = 0,0038 p=0,0012
Czcionką pogrubioną wyróżniono poziom korelacji istotny statystycznie; współczynnik korelacji
ustalono na poziomie a= 0,05. Objaśnienia oznaczeń podano nas. 31.

Nieco inny mechanizm zachowań stwierdzono w przypadku szczepów Rh. glutinis
i Rh. mucilaginosa - wykazano obecność potencjału warunkującego tworzenie biofilmu.
Adherencja do powierzchni oznaczona została na poziomie istotnym statystycznie w hodow­
lach Rh. mucilaginosa prowadzonych w podłożu YNB i ZP (rys. 27). Najprawdopodobniej
w najbardziej wysuniętej ku morzu strefie estuarium Odry szczepy tego gatunku zasiedlają
nisze ekologiczne w formie biofilmu, w przeciwieństwie do środowiska stacji badawczej
UMS. W próbach tych tworzenie formy osiadłej było zminimalizowane na korzyść form
planktonowych (rys. 27).

Sformułowane wnioski potwierdziła analiza statystyczna - wyniki korelacji pomię­
dzy OD a poziomem redukcji XTT przyjęły wartości istotne statystycznie. W przypadku
stacji Wid. i UMS takich zależności nie potwierdzono (tab. 19).

Tabela 19. Korelacja pomiędzy OD a poziomem redukcji XTT Rh. mucilaginosa

Gęstość komórek
Rodzaj środowisko hodowlanespołeczności

YNB ZP UMS Wid.

Biofilm
0,730443 0,609958 -0,050039 0,103244

p = 0,00000 p = 0,00000 p = 0,694564 0,416878

Plankton
0,642865 0,470649 0,238742 -0,180160

p = 0,00000 p = 0,00009 p = 0,057451 o, 154283

Czcionką pogrubioną wyróżniono poziom korelacji istotny statystycznie. Objaśnienia oznaczeń
podano na s. 31.

W próbach wody pobranych ze stacji ZP i inokulowanych szczepami Rh. glutinis ak­
tywność oddechowa drożdży była porównywalna z próbami planktonowymi i zaadherowa­
nymi do powierzchni mikropłytek. W hodowlach prowadzonych w podłożu UMS, tak jak
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w przypadku Rh. mucilaginosa, wyznaczono dla form planktonowych istotne statystycznie
większe wartości absorbancji farmazanu tetrazoliny (rys. 28).

Obecność form wolnopływających interpretowana jest zazwyczaj jako tymczasowy
etap służący przemieszczaniu się komórek w celu poszukiwania nowej niszy ekologicznej.
Uzyskane wyniki wskazują, że poprawne jest rozpatrywanie tworzenia się formy plankto­
nowej i/lub osiadłej jako następstwa rozwoju społeczności. Potwierdzono bowiem ścisłą
zależność pomiędzy aktywnością oddechową komórek w biofilmie a aktywnością oddecho­
wą form planktonowych. Istotność korelacji wyznaczono w hodowlach YNB i Wid. dla
Rh. glutinis (odpowiednio 0,3806, przyp = 0,0019 oraz 0,2959, przyp = 0,0176). Dla
Rh. mucilaginosa powyższe zależności, poza hodowlą prowadzoną w podłożu YNB (0,241094,
przy p = 0,0152125), wyznaczono w próbach z UMS i ZP (odpowiednio 0,361258, przy
p = 0,003359 oraz 0,438293, przyp= 0,000292). W zasadzie fakt oznaczenia istotnej staty­
stycznie wartości korelacji można by uznać za oczywisty. Hipoteza wzajemnego oddziały­
wania oparta jest bowiem na kontroli makromolekularnych struktur ściany komórkowej
i funkcjonowaniu genów, które są indukowane w celu ich biologicznej syntezy (Geoghagan
i in. 2008). Warunkowane genetycznie i kontrolowane pozagenowo (Friedman i Cormach
2004, Halme i in. 2004) etapy tworzenia biofilmu wymagają sygnalizacji wewnątrzkomór­
kowej, której zarys transkrypcji genowej nie różni się od zachodzącej w komórkach plankto­
nowych (Chandra i in. 2001). Przeanalizowanie przez Guo i in. (2000) pięciu genów odpo­
wiedzialnych za flokulację S. cerevisiae wykazało, iż cztery z nich (FLO l, 5, 9 i 10) charak­
teryzują zdolność „wiązania" komórki z komórką. Natomiast tylko jeden - FLO 11 odpo­
wiedzialny jest za adherencję do substratu i powierzchni abiotycznych. W przypadku poja­
wienia się czynnika limitującego, np. azotu czy węgla, zdolność zaadherowania pozwala na
skolonizowanie podłoża w celu aktywnego pozyskania nowych źródeł związków ogranicza­
jących wzrost (Kron 1997, Gagiano i in. 2002).Wydaje się więc poprawne przyjęcie ogólnej
zasady, iż mechanizm zróżnicowania ekspresji określonego typu adhezyn jest wyrazem wy­
boru przez komórkę formy przeżycia i dostosowania do nowego środowiska. Nie we
Wszystkich jednak wariantach badawczych uzyskano współzależności pomiędzy wyznaczo­
nymi wartościami OD a ilością formazanu tetrazoliny (tab. 19, 20).

Wyznaczone współczynniki korelacji wykazały, iż jedynie w hodowli prowadzonej
w podłożu YNB zachodzi proces reprodukcji komórek, których liczba odzwierciedla uzy­
skane wartości absorbancji (tab. 20).

Tabela 20. Korelacja pomiędzy OD a poziomem redukcji XTT Rh. glutinis-
Gęstość komórek

Rodzaj środowisko hodowlane
społeczności

YNB ZP UMS Wid.-
Biofilm 0,230880 0,061948 0,0995 I 8 -0,025637

p- 0,066429 p = 0,626768 p = 0,433982 p = 0,840631-
Plankton 0,302124 -0,036063 -0,241420 -0,025147

p = 0,015252 p = 0,777246 p = 0,045206 p = 0,843639-
Czcionką pogrubioną wyróżniono poziom korelacji istotny statystyczme.
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Brak istotnej statystycznie zależności pomiędzy wyznaczonymi parametrami OD
a poziomem redukcji XTT wskazuje na utrzymanie wartości constans przynajmniej jednej ze
współzależnych w czasie prowadzenia doświadczenia (tab. 20).

W interpretacji niniejszych wyników należy więc uwzględnić: niezdolność reproduk­
cyjną komórek w środowisku estuarium Odry i/lub zdolność przechodzenia szczepów droż­
dży w formy VBNC. Taki mechanizm zachowań nie wyklucza międzykomórkowego poro­
zumiewania się drożdży. Zdolność do adhezji w warunkach ograniczających może być wy­
razem strategicznego działania mającego na celu przetrwanie mikroorganizmu, pod warun­
kiem zmiany formy metabolicznej. Co prawda drobnoustroje określane jako VBNC mają
możliwość odtworzenia swoich pełnych właściwości metabolicznych, ale jedynie w określo­
nym czasie. Przekroczenie granicy tolerancji trwania komórki w fazie niehodowalnej, naj­
prawdopodobniej w wyniku destrukcji DNA, prowadzi do jej śmierci.

Zawarte w niniejszym rozdziale wyniki i ich weryfikacja na podstawie bardzo ogra­
niczonej liczby publikacji tematycznych mogłaby wskazywać, iż przede wszystkim w spo­
łeczności biofilmu komórki odnajdują szansę na przeżycie w środowisku wodnym. Jasne
staje się wówczas to, dlaczego drobnoustroje, które samodzielnie nie są zdolne do adhero­
wania do powierzchni, włączają się do społeczności w istniejącym już biofilnie. Bagge i in.
(2001) ustalili, że niektóre mikroorganizmy jedynie w hodowlach mieszanych wykazują
znaczną adhezję. Podstawowym warunkiem jest jednak hydrofobowy profil ściany komór­
kowej drobnoustroju, co umożliwia jej „związanie" z powierzchnią lub penetrację do wnę­
trza biofilmu poprzez kanały i pory struktury matrix. Mieszane populacje mikroorganizmów
mogą zatem wspomagać tworzenie biofilmu, jak również stać się siedliskiem organizmów
patogennych niezdolnych do uruchomienia systemu tworzenia struktury złożonej.

Stwierdzone w niniejszym rozdziale zdolności do tworzenia społeczności w formie
planktonowej i biofilmu związanego z powierzchnią stały się podstawą do rozważenia,
w jakim stopniu dominujące gatunki jednokomórkowych grzybów mogą kolonizować bytu­
jące w estuarium Odry hydrobionty i wpływać na ich rozwój. Ich obecność była już rozwa­
żana pod kątem występowania i roli w osadach (Bogusławska-Wąs i in. 1998), organizmach
dennych (Nagahama i in. 2001) i roślinności wodnej (Inacio i in. 2002). W tym miejscu na­
leży podkreślić, że w mikrobiologii rybackiej problematyka mykologiczna jest porusza spo­
radycznie, mimo że jej znaczenie w rozwoju ichtiofauny jest bardzo istotne.

4.7. Ikra jako miejsce rozwoju mikroorganizmów

Okresowa kolonizacja zróżnicowanych nisz ekologicznych i konieczność ich zmiany
wynika zazwyczaj z wyczerpujących się z czasem zasobów substratowych oraz ze zmienności
warunków fizykochemicznych. W społecznościach mikrobiologicznych proces ten opisywa­
ny jest jako etap dojrzewania i starzenia się, w wyniku czego system chemicznego porozu­
miewania się wymusza na komórkach ich opuszczenie i poszukiwanie nowego siedliska.
Zdolność do migracji drobnoustrojów pozwala im na ponowny rozwój i zachowanie ciągłoś­
ci gatunkowej. Rozprzestrzenianie się wielu organizmów ma charakter przypadkowy, na co
wpływa aktywne lub bierne przemieszczanie się tych form (Salycrs i Whiitt 2003).
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W zbiornikach wodnych wszelkie powierzchnie pokrywane są przez biofilmy, któ­
rych struktura biologiczna zdominowana jest przez heterotroficzne bakterie i grzyby (Lock
i in. 1984). W tak zróżnicowanych biocenotycznie systemach zastanawiająca jest relacja
pomiędzy wszechobecnymi w estuarium Odry drożdżami a ikrą ryb. Jest to interesujące tym
bardziej, że przedstawiciele rodzaju Cryptococcus i Rhodotorula, jako formy dominujące
w mykobiocenozie estuarium, zdolne są do inicjowania tworzenia biofilmów. Powstaje za­
tem pytanie: Czy złożona przez ryby ikra może być podłożem kolonizacji dla obecnych
w ekosystemie drożdży i jaki jest ich ewentualny wpływ na rozwój zarodkowy jaj? Hansen
i Olafsen (1989) wykazali w swoich badaniach, że powierzchnia ikry ryb morskich jest do­
skonałym substratem dla rozwoju zdolnych do adherencji bakterii. W naturalnym środowi­
sku bytowania ikra ryb najczęściej kolonizowana jest przez bakterie z rodzaju Vibrio, Alte­
romonas, Pseudomonas i Moraxella, natomiast Aeromonas, Flexibacter, Flavobacterium
i Cytophaga stanowi mikrobiotę jedynie towarzyszącą (Migueza i Combarro 2003). Sam fakt
stwierdzenia obecności populacji bakteryjnej na powierzchni rybich jaj nie musi oznaczać
zagrożenia ich rozwoju. Miguez i in. (2004) w swoich badaniach wykazali, że obecność bak­
terii w zakresie 102-104 jtkg" me wpływa na przeżywalność ikry sardynki.

Hansen i Olafsen (1989) stwierdzili, że ikra ma właściwości regulujące kolonizację
mikrobiologiczną własnej powierzchni, tworząc właściwą dla gatunku epibiotę. Wynika to
z obecności receptorów na powierzchni jaj, czego konsekwencją jest selektywna kolonizacja
bakterii. Według ww. autorów naturalnie zaadherowane mikroorganizmy mogą chronić jaja
w poszczególnych etapach rozwoju embrionalnego (Hansen i Olafsen 1999). Natomiast mi­
kroorganizmy w strukturze jaja znajdują bogate źródło substancji odżywczych - białko,
tłuszcze, witaminy oraz mikroelementy. Sama śluzowa powierzchnia jaj dostarcza odpo­
wiednich substratów mikroorganizmom oraz ułatwia ich adhezję. ,,Skorupkę" jaja tworzą
hydrofobowe białka, których głównym składnikiem jest pseudokeratyna (ichthulokeratin)
oraz glikoproteiny. Ważną rolę odgrywają również węglowodany (2-3%) zdominowane
przez: galaktozę, mannozę, N-acetyloglukozaminę, kwas N-acetyloneuraminowy (Arukwe
i in. 1997). Struktura jaja jest przepuszczalna dla gazów, wody i związków nieorganicznych
(Hansen i Olafsen 1999).

Znacznie częściej, niż pozytywne, opisywane są negatywne skutki rozwoju mikroor­
ganizmów na powierzchni jaj. Nadmierny rozwój drobnoustrojów prowadzi zazwyczaj do
ich zniszczenia. Najczęściej za przyczyny destrukcji podawano niedotlenienie embrionu
i toksyczne oddziaływanie produktów metabolicznych bakterii. Wytwarzane przez drobno­
ustroje NI-b lub H2S powoduje uszkodzenie rozwijającego się embrionu (Hansen i Olafsen
1999). Egzoproteolityczna aktywność epibioty może także spowodować uszkodzenie osłon
jajowych - chorionu lub warstwy zona radia/a (Barker i in. 1989, Morrisom i in. 1999), co
sprzyja kolonizacji form potencjalnie chorobotwórczych niezdolnych do samodzielnego na­
ruszenia ich zewnętrznej struktury.

Możliwość rozwoju drobnoustrojów na powierzchni rybich jaj lub w jej bezpośred-
nim otoczeniu jest warunkowana przede wszystkim wytworzeniem przez ikrę niespecyficz­
nych mechanizmów ochrony, których celem jest zrekompensowanie niedojrzałego systemu
immunologicznego (Olafsen 2001). Bierna odporność jaj jest oparta na mieszaninie związ­
ków - lizozymu, białek lektynopodobnych i immunoglobulin (Hansen i Olafsen 1999).
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W systemie odpornościowym ikry istotną rolę odgrywają wspomniane cząsteczki
immunoreaktywne, do których zalicza się lizozym występujący w różnych wydzielinach
śluzu ryb (Swain i Nabak 2009). Szczególnie wysoka jego zawartość została stwierdzona
w jajach ryb łososiowatych: Oncorhynchus kisutch, O. tshawytscha, O. mykiss. Na podsta­
wie opisanego przez Lovolla i in. (2006) transferu oporności pionowej można wnioskować,
że obecność lizozymu na jajach ryb staje się źródłem „pamięci" i zabezpieczenia ikry przed
chorobami pochodzenia mikrobiologicznego. Poza formami bakteryjnymi aktywność lizo­
zymu wpływa również na obecność grzybów, w tym też występujących w środowisku wod­
nym drożdży (Paulsen i in. 2001). Niestety, wiedza na temat wpływu tej grupy mikroorgani­
zmów na rozwój rybich jaj jest na tyle uboga, że wyników niniejszych badań nie można
skonfrontować z innymi publikacjami.

Do porównania behawioralnych mechanizmów bioty mikrobiologicznej zasiedlającej
powierzchnię ikry wykorzystano materiał pochodzący od troci wędrownej (Salmo trutta trut­
ta m. trutta Linnaeus, 1758) oraz okonia (Percafiuviatilis Linnaeus, 1758).

Okoń (Perca fiuviatilis) należy do rodziny okoniowatych (Percidae Bonaparte,
1832), rodzaju Perca Linnaeus, 1758. Ikra tych ryb należy do najbardziej kleistych. Samice
składają jaja w postaci długich wstęg na roślinności podwodnej lub bezpośrednio na kamie­
nisto-żwirowym dnie. Ze względu na charakter rozrodu okoń zaliczany jest do ryb nieochra­
niających jaj zarówno fitofilnych, jak i litofilnych (Brylińska 2000). Powierzchnia jaj okonia
ma strukturę porowatą, o nieregularnych kształtach tworzących wzór podobny do plastra
miodu (Diehl i Bless 1995). Mansour i in. (2009) w swoich badaniach wykazali, że osłonka
(chorion) pojedynczego ziarna ikry utworzona jest z grubej warstwy białkowej zona radiata
interna (ZRI) i cienkiej mukoproteinowej warstwy zona radiata externa (ZRE). Szczegóło­
wa elektroforeza ZRE wykazała, że w jego strukturze znajduje się 12 zróżnicowanych bia­
łek. Unikatowość ikry okonia wynika z reakcji płynu jajnikowego, w przypadku którego
konfiguracja białek w reakcji z białkami ZRE i w kontakcie z wodą prawdopodobnie ulega
zmianie, formując żelopodobne fibryle łączące składane jaja (Mansour i in. 2009). W wyni­
ku odizolowania jaj od środowiska zawieszającego warstwę o żelowej strukturze powstaje
rodzaj siedliska sprzyjającego mechanizmom rozwojowym ikry (Rizzo i in. 2002) i jej adhe­
rencji do podłoża (Mansour i in. 2009, 2009 a). Podstawowym jego zadaniem jest ograni­
czanie ryzyka zakażenia mikrobiologicznego (Paxton i Willoughby 2000) oraz ochrona zia­
ren ikry przed uszkodzeniem mechanicznym (Korzelecka i in. 1998).

Troć wędrowna (Salmo trutta trutta) należy do rodziny łososiowatych (Salmonidae
Rafinesque, 1815), rodzaju Salmo Linnaeus, 1758. Ryby tego gatunku preferują oligotro­
ficzny profil wód śródlądowych i charakteryzują się dużą wrażliwością na zmiany powodo­
wane oddziaływaniem antropogenicznym (Finn 2007). Troć wędrowna jest gatunkiem nale­
żącym do ryb dwuśrodowiskowych, które po osiągnięciu dojrzałości płciowej spływają
z morza do swoich endemicznych wód słodkich, aby tam złożyć ikrę. Tarło odbywa się
w potokach o chłodnej wodzie, w której tarlaki budują gniazda na podłożu kamienistym lub
kamienisto-żwirowatym.

W przeciwieństwie do bardzo charakterystycznej ikry składanej przez okonia jaja
troci nie są chronione przez dodatkową lepką warstwę. Komórka jajowa formowana w jajni­
ku troci jest zamknięta w miękkiej kleistej osłonce. Wydalenie jej do wodnego środowiska
rozpoczyna proces „wodnego usztywniania" i utraty kleistości ikry. Nadanie jaju ostateczne­
go obrysu i jego utwardzenie staje sic; formą protekcji antymikrobiologicznej i stanowi
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ochronę przed mechanicznym uszkodzeniem (Landergren i Vallin 1998). Warstwa ze­
wnętrzna ikry troci jest gładka i pozbawiona dodatkowych widocznych struktur (Szulc
2007). Jej wrażliwość na warunki środowiskowe opisana jest w wielu publikacjach (Dumas
i Darolles 1999, Luckenbach i in. 2003, Armstrong i Nislow 2006, Borsuk i in. 2006). We­
dług ww. autorów stała się ona podstawowym czynnikiem ograniczającym rozwój ikry skła­
danej w europejskich rzekach (Luckenbach i in. 2003, Borsuk i in. 2006). Przed progresyw­
nym zanieczyszczeniem naturalnych cieków jaja ryb łososiowatych bronią się, wykorzystu­
jąc jedynie dostępne niespecyficzne mechanizmy ochrony. Jest to jedyny możliwy do wyko­
rzystania substytut niedojrzałego jeszcze systemu immunologicznego, skierowany przeciw
mikroorganizmom chętnie kolonizującym powierzchnię jaj (Swain i Nabak 2009).

Różnorodność wskazywanych źródeł mikrobioty zdolnej do zasiedlenia powierzchni jaj
odzwierciedla różne poglądy prezentowane w publikacjach (Knouft i in. 2003, Miguez i in.
2004). W celu ich zweryfikowania w pierwszym etapie badania wykonano wstępne analizy mi­
krobiologiczne wody, z której zostały wyłowione tarlaki, a także śluzu tarlaków, ikry złożonej
w miejscu naturalnego tarła ryb oraz ikry pozyskanej i zapłodnionej w warunkach naturalnych.
Stwierdzono, że poziom oznaczonej mikrobioty na ikrze pozyskanej z jej naturalnego środowi­
ska w przypadku bakterii nie przekraczał 103 jtkg' na jajach okonia i 102 jtk-g' na ziarnach
ikry troci. W przypadku drożdży oznaczona liczebność kolonii była mniejsza od 101 jtkg"
(tab. 21). Oznaczone wartości były o rząd wielkości mniejsze od oznaczonej ogólnej liczby ba­
danych drobnoustrojów w wodzie. Oznaczona mikrobiota ikry pozyskanej w warunkach labora­
toryjnych mieściła się natomiast w zakresie 0,47-8,01-101 jtkg'"; obecności drożdzy nie stwier­
dzono (tab. 21).

Tabela 21. Ogólna liczba drobnoustrojów izolowanych ze środowiska okonia i troci wędrownej

Badane Bakterie* Drożdże

środowisko [jtkml': g-1] [jtkml": g-1]

okoń troć wędrowna okoń troć wędrowna

Woda 5,78E + 04 l,80E + 02 1,l 7E + 01 0,70E + 01

Śluz tarlaków 8,33E + 05 3,50E + 03 l,69E + 04 1,00E + 02

- Ikra środowiskowa 1,88E + 03 3,80E + 01 3,80E + 00 2,00E + 00

~ Ikra laboratoryjna 8,0lE + Ol 4,7JE + 00 0,00E + 00 0,00E + 00

* Czeszejko (2003).

W strukturze jakościowej dominującymi wspólnymi gatunkami izolowanymi z wody
i śluzu okonia oraz troci wędrownej były Pseudomonas sp, Aeromonas sp, Micrococcus sp.
W przypadku obu gatunków ryb na powierzchni ikry oznaczono jedynie Pseudomonas sp.
W przypadku jaj troci wędrownej i śluzu tarlaków oznaczono również: Ochrobactrum sp,
Aeromonas hydrofila, Brevundimonas diminuta oraz Flexibacter sp. W badanym materiale
stwierdzono też obecność grzybów wodnych z rodzaju Saprolegnia, Penicillium i Mucor.
Obecności tych form nie stwierdzono na powierzchni ikry okonia.

Przeprowadzone doświadczenia umożliwiły również monitorowanie kolonizacji ma­
teriału badawczego przez formy eukariotyczne. Co prawda oznaczona liczebność drożdży
izolowanych i materiału badawczego była sporadyczna, jednak zdolność do przeżycia i two­
rzenia złożonych struktur w środowisku estuarium Odry może sugerować o ich znacznej roli
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w cyklu rozwojowym ichtiofauny. Grzyby mogą powodować pierwotną infekcję, jednakże
najczęściej pojawiają się w wyniku zaistniałych już zmian chorobowych spowodowanych
biotą bakteryjną lub pasożytniczą (Meyer 1991). Skutkiem infekcji jest wówczas degenera­
cja tkanek prowadząca do zakłócenia równowagi osmotycznej.

A- obecność struktur bakteryjnych
na powierzchni ikry po pierw­
szym dniu inkubacji

stmktury bakteryjne

widoczny egzopolisacharyd wiążący
komórki

B - adhezja komórek drożdży do
biofilmu bakteryjnego w pią­
tym dniu inkubacji

bakterie

pojedyncze komórki drożdży

komórki drożdży z aktywnymjądrem

Rys. 29. Kolonizacja mikrobiologiczna jaj troci wędrownej przez Rh. mucilaginosa. Biofilm
mikrobiologiczny zobrazowano przy zastos?waniu barwników fluorescencyjnych
FUN-1 Calcofluor'" White M2R. Obserwacje prowadzono w świetle filtru EX/BA

· 450-490/505-520nm (Nikon)

W celu ustalenia możliwości kolonizacji jaj troci przez drożdże do inkubowanej ikry
(inkubację prowadzono zgodnie z metodą podaną przez Nakata i in. 2003) wprowadzono
wybrane szczepy Cr. laurenti i Rh. mucilaginosa. Na podstawie uzyskanych wyników
stwierdzono możliwość kolonizacji jaj troci przez testowane grzyby jednokomórkowe. Za­
stosowanie w niniejszej pracy metod fluorochromowych pozwoliło na ocenę rzeczywistej
dywersyfikacji społeczności mikrobiologicznej w poszczególnych hodowlach. Analiza mi­
kroskopowa wykazała, że proces inicjacji tworzenia mikrobiocenozy na powierzchni ikry
troci rozpoczynają formy bakteryjne (rys. 29 A). Dopiero w kolejnym etapie do utworzonej
przez nie społeczności przyłączają się pojedyncze komórki drożdży, wzbogacając tym sa­
mym jej gatunkową strukturę (rys. 29 B).
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Wydaje się, że mechanizm współtworzenia biofilmu nie jest przypadkowy. Na pod­
stawie pomiarów absorbancji formazanu tertrazoliny stwierdzono, że rozwój drożdży na
kolonizowanej powierzchni, na poziomie istotnym statystycznie (0,0000, przy p < 0,05),
stwierdzono od piątego dnia hodowli. W próbach nieinokulowanych drożdżami zmiany
w pomiarach absorbancji zaobserwowano dopiero w 16 dniu prowadzenia doświadczenia
(0,0093, przyp< 0,05), co było efektem rozwoju organizmów bakteryjnych (zob. rys. 32).

CIVS'
A - struktury CNS, w filtrze EX/BA

420 run w dziewiątym dniu
inkubacji

B - struktura biofilmu w filtrze
DAPI w 12 dniu inkubacji

komórki drożdży zawieszone
w EPS

formy mycelialne

Rys. 30. Etapy dojrzewania biofilmu Rh. mucilaginosa na powierzchni jaja troci

W dniach poprzednich następowało tworzenie mikrokolonii, w czym uczestniczyły
jedynie formy aktywne metabolicznie (rys. 30 A). Wykorzystanie specyficzności wiązania
barwnika FUN-1 z kwasami nukleinowymi pozwoliło na uwidocznienie w cytoplazmie tzw.
CIVS (ang. Cylindrical Intravascular Structures) wskazujących na żywotność i metaboliczną
aktywność komórek drożdży (Fouda i in. 2006). Dla drożdży jest to bardzo ważny etap
w tworzeniu biofilmu. Zawieszone w zewnątrzkomórkowej macierzy (EPS) komórki mogą
ulec zróżnicowaniu morfologicznemu, dzięki czemu zwiększa się prawdopodobieństwo ich
pozostania w środowisku. Utworzenie bowiem zwartej biomasy biofilmu staje się możliwe
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jedynie przy udziale form mycelialnych, których obecność uwidoczniona jest na rys. 30 B.
Homogeniczność oparta wyłącznie na jednokomórkowych strukturach nie wyklucza, co
prawda, rozwoju społeczności, ale jego struktura jest szczątkowa (Baillie i Douglas 2000,
Dorocka-Bobkowska i Konopka 2003).

Utrzymywanie procesu reprodukcji (rys. 32) przez komórkę oznaczane było do koń­
cowego etapu rozwoju biofilmu. Prawdopodobnie od 13 dnia hodowli przyłączanie się poje­
dynczych komórek i ich możliwość rozwoju była sporadyczna, co potwierdził porównywalny
w czasie czterech kolejnych dni pomiar absorbancji formazanu terazoliny (rys. 32). Ostateczne
uformowanie społeczności mikrobiologicznej zakończyło znaczny przyrost substancji poza­
komórkowej aż do całkowitego otoczenia przez nią powstałych mikrokolonii (rys. 31 A, B).

A - powierzchniowa warstwa
dojrzałego biofilmu
w filtrze EX/BA

uwalnianie komórek bakteryj­
nych i drożdżowych

komórki drożdży z jądrem
aktywnym

komórki bakteryjne

komórki drożdży bez CIVS
egzopolisacharyd

B - mikrokolonie na powierzch­
ni ikry otoczone warstwą
EPS w filtrze DAPI

aktywne jądro w pojedynczych
komórkach drożdży

rozpad komórek drożdżowych

komórki drożdży bez CIVS

egzopol i sacharyd

Rys. 31. Dojrzały biofilm Rh. mucilaginosana na powierzchni ikry otoczony EPS

Od tego czasu pomiary absorbancji redukowanego przez drożdże XTT wskazywały
na powolny spadek wartości oznaczanego wskaźnika (rys. 32). W obrazach mikroskopowych
uformowanego biofilmu stwierdzono również zmianę fazy życia poszczególnych komórek.
Znacznie zmniejszyła się liczba komórek z obecnością CIVS. Niezdolne do wzrostu drożdże
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w warunkach in vitro monitorowano w preparatach barwionych barwnikami fluorescencyjnymi
Calcofluor™ White M2R. Zachowanie integralności błony komórkowej przez pojedyncze ko­
mórki dało podstawę do stwierdzenia, iż komórki drożdży przechodziły w stan VBNC (rys. 30).
Istotne statystycznie zmniejszenie ilości pomiarowej absorbancji formazanu tetrazoliny
i obecność form niehodowalnych towarzyszyła wzrostowi liczby komórek aktywnych metabo­
licznie w środowisku otaczającym jaja (rys. 33). W przypadku hodowli inokulowanej wybra­
nymi szczepami Rh. mucilaginosa współczynnik korelacji ustalono na poziomie r = -0,4116,
przy a= 0,05, Cr. laurenti natomiast na poziomie r = -0,6220, przy a= 0,05.

0,050

0,045

s 0,040

2, 0,035

~ 0,030
(tj 0,025'G'
l'.:1
(tj 0,020~o

0,015
~

0,010

0,005

0,000
10 13 16** 20 24 27 29 34 36 ± IT Rh

:Q: IT Cr
Inkubacja ikry [0DJ ±: IT ff

Rys. 32. Zmiany aktywności oddechowej drożdży w trakcie prowadzenia hodowli ikry.
*lstony wzrost absorbancji na powierzchni ikry w hodowlach IT Rh i IT Cr.
**Istotny wzrost absorbancji na powierzchni ikry w hodowli IT n- (próba kontrol­
na); IT - ikra troci, Rh - Rh. mucilaginosa, Cr - Cr. laurenti

o 3 5* 6

Ustalone zależności wskazują, że postępujące zmiany w dotychczasowym siedlisku
drożdży spowodowały zahamowanie tworzenia biofilmu i zainicjowanie etapu rozpraszania
komórek zdolnych do tworzenia nowych mikrokolonii. Na tym etapie rozwoju społeczności
Mitchell i Blankenship (2006) obserwowali wysoką aktywność zewnątrzkomórkowego
związku sygnałowego - farnezolu. Według jednej z hipotez związek ten jako czynnik qu­
orum sensing może powodować zahamowanie formowania biofilmu (Hogan 2006) poprzez
inhibicję tworzenia strzępek (Ramage i in. 2002) i zainicjowanie etapu jego opuszczania
przez pojedyncze komórki drożdży (Greenberg 2003).

W niniejszych badaniach prowadzono również kontrolę zmienności liczby mikroorga­
nizmów żywych w hodowlach ikry, ale nieinokulowanych szczepami drożdży. Jako wskaźnik
dynamiki zmian zastosowano, tak jak w pozostałych hodowlach, test kolorymetryczny reduk­
cji XTT. Z analizy przeprowadzonych pomiarów wynika, iż zrównoważony poziom absorban­
cji utrzymywał się do 13 dnia inkubacji jaj. Po tym czasie nastąpił wyraźny, statystycznie
istotny, wzrost wartości oznaczanego farmazanu tetrazoliny (rys. 32). Wyjaśnienia powyższej
zmienności doszukiwać sir; można w rozwoju aktywności oddechowej rozwijającego się za­
rodka lub w zwiększającej się liczbie np. komórek bakteryjnych.
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Wykres rozrzytu: IT Rh vs. H20Rh

H20Rh = 0,83770 - 22,76 · IT Rh

korelacja: r = -0,4116
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Wykres rozrzutu: lTCr vs. H2OCr
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Rys. 33. Zależność zmian aktywności oddechowej szczepów Rhodotorula i Cryptococcus droż­
dży zaadherowanych do powierzchni ikry i obecnych w środowisku ją otaczającym
Czcionką pogrubioną wyróżniono wartości istotne statystycznie

Dywersyfikacja gatunkowa bioty bakteryjnej w czasie prowadzenia doświadczenia
wykazała intensywny rozwój Ps.jluorescens. Możliwe jest to, iż nadmierny wzrost tego drob­
noustroju przyczynił się do wzrostu wskaźnika aktywności oddechowej komórek. w takim
jednak przypadku powinno dojść do niedotlenienia embrionu, wskutek czego czas wylęgu
larwy powinien zostać opóźniony lub doprowadzić do jej obumarcia. Takiej zależności jednak
nie stwierdzono (tab. 22). Zastanawiająca jest jednak zaobserwowana wyraźna odwrotnie pro­
porcjonalna zależność statystycznie istotnego spadku aktywności metabolicznej szczepów
drożdży oznaczonych w 16 dniu hodowli i statystycznie potwierdzonego wzrostu wartości
absorbancji w hodowlach nieinokulowanych grzybami jednokomórkowymi. Jedyną z możli­
wych do zaakceptowania interpretacją jest zaham~wanic rozwoju bakterii w wyniku statycznej
i/lub bójczej aktywności Rh. mucilaginosa. W mnym przypadku zobrazowane na rys. 32
zmiany w wariancie ITRh wykazałyby nie spadek, a jedynie postępujący wzrost oznaczanego
formazanu tctrazoliny.
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W piśmiennictwie podkreślana jest szczególna wrażliwość jaj ryb łososiowatych na
niską koncentrację tlenu (Hamor i Garside 1976, Rombough 1988). Jedną z wielu funkcji,
jakie pełni epibiota bakteryjna jaj, jest ograniczenie rozwoju drobnoustrojów, których obec­
ność w środowisku jest niepożądana lub przypadkowa. W efekcie ich rozwoju mamy do
czynienia z postępującą infekcją, której najczęstszym skutkiem jest obumarcie ikry. W przy­
padku jaj ryb łososiowatych ich przeżywalność jest bardzo zróżnicowana i wynosi od 0,0%
do ponad 85,0% (Bromage i in. 1992). Paradoksalnie mikrobiologiczna struktura utworzona
na powierzchni może jednak sprzyjać przyleganiu form grzybiczych. Mimo że funkcje
ochronne jaj w postaci enzymów litycznych działają bójczo lub statycznie na grzyby, w tym
przede wszystkim na Saprolegnia parasitica (Kudo 1992), wyniki zawarte w niniejszej pra­
cy wskazują na ich ograniczoną skuteczność. Zwiększająca się objętość biofilmu, wyrażona
wzrostem absorbancji formazanu tetrazoliny (rys. 32), najprawdopodobniej stała się bezpo­
średnią przyczyną wydłużonego cyklu rozwojowego zarodka w stosunku do wariantu bez
obecności grzybów jednokomórkowych (tab. 22). Przyczyną takiego stanu mógł być rozra­
stający się biofilm, który ograniczył dostęp do tlenu.

Tabela 22. Wylęg larw troci w poszczególnych wariantach badawczych

Zmiany
Warianty hodowli ikry

w hodowlach ITD+ ITD- ITD+ ITD- ITD+ IT n-
240°0 252°D 260°0

Larwy 20,0 87,0 78,0 100,0 100,0 100,0
Jaja żywe 80,0 13,0 22,0 0,0 5,0 0,0
Jaja obumarłe - - - - 30,0 25,0

o+- obecność drożdży w hodowli, O - inkubacja ikry bez drożdży (próba kontrolna).

Skutki nadmiernego rozwoju mikrobioty na powierzchni jaj nie stały się jednak przy­
czyną jej nadmiernego obumierania we wczesnych etapach rozwoju. Na podstawie przepro­
wadzonych obserwacji stwierdzono, że wyliczony pod koniec doświadczenia odsetek ob­
umarłych jaj był porównywalny we wszystkich wariantach hodowlanych (tab. 22). Wynikało
to zapewne z obecności zapasów tlenowych zgromadzonych w ciałku żółtym i płynie pery­
witalnym, co zaspokoiło podstawowe potrzeby rozwijającego się embrionu (Hansen i Olaf­
sen 1999).

W przypadku zapłodnionych jaj ryb łososiowatych Ortner i in. (1993) wskazali na
wysoką tolerancję deficytów tlenowych w środowisku. Zapotrzebowanie tlenowe w cyklu
zarodkowym nie jest stałe - wzrasta wraz z kolejnymi etapami rozwoju embrionalnego.
Niewystarczające ilości tlenu w środowisku mogą powodować obumarcie ikry, opóźnienie
wylęgu (tab. 22) lub przedwczesny wylęg (Czerkies i in. 2001). Luberka-Bieńkowska
(1995), powołując się na wyniki zawarte w kilku publikacjach, podkreśla, że niska koncen­
tracja tlenu w środowisku może stymulować proces wykluwania się ryb. Autorka sugeruje,
iż stan przedwczesnego wylęgu jest wynikiem zwiększającego się zapotrzebowania odde­
chowego zarodków i tworzenia warunków hipoksji w środowisku otaczającym. W kontckś­
cie powyższych doniesień nasuwa się jednak pytanie, czy biofilm uformowany na po­
wierzchni jaja, będący barierą dla wymiany tlenowej, może stymulować niskie stężenie tlenu
w wodzie i inicjować sekrecję enzymu wyklucia. Jeżeli przyjmiemy, że wyklucie larw jest
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wynikiem interakcji odpowiedniego stadium rozwoju zarodka i oddziaływ ania czynników
środowiska, to mikrobiocenozy na powierzchni zarodka mogą spowodować wylęg larw nie­
dojrzałych i wysoką śmiertelność w późniejszych etapach życia.

Analogiczne badania wykonano na ikrze okonia. W kontrolnych wariantach badaw­
czych, nieinokulowanych szczepami drożdży, wartość pomiaru produktu redukcji XTT na
ikrze utrzymywała się na porównywalnym poziomie (rys. 34) i była istotnie mniejsza niż
w próbach inokulowanych szczepami Rh. mucilaginosa (0,001, przyp< 0,05) oraz Cr. lau­
renti (0,209, przyp< 0,05).
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Rys. 34. Aktywność oddechowa drożdży w hodowli ikry okonia. * Istony wzrost absorbancji
na powierzchni ikry w hodowlach IORh i IO Cr; IO - ikra okonia, Rh - Rh. mucila­
ginosa, Cr - Cr. laurenty, D- - próba kontrolna

Pomimo niepotwierdzonych statystycznie różnic w wartościach absorbancji formazanu
tetrazoliny, uzyskanych w poszczególnych hodowlach inokulowanych szczepami drożdży
(0,236, przyp < 0,05), wartości te pozwoliły na sformułowanie wniosku, iż powierzchnia jaj
była zasiedlana przede wszystkim przez Rh. mucilaginosa (rys. 34), znacznie mniej intensyw­
nie natomiast przez Cr. laurenti. W próbach modelowych ze szczepami Rh. mucilaginosa lub
Cr. laurenti stwierdzono wzrost aktywności oddechowej komórek oznaczonych na ikrze oko­
nia dopiero w piątej dobie prowadzonego doświadczenia - uzyskano wartości istotne staty­
stycznie na poziomie odpowiednio 0,000157, przyP < 0,05 oraz 0,0056, przyp< 0,05. Wzrost
wartości absorbancji formazanu tetrazoliny utrzymywał się na porównywalnym poziomic do
czasu zakończenia doświadczenia (rys. 34).

Wykazana istotność różnic pomiędzy modelami doświadczalnymi i ich środowiskami
(wodą, ikrą) wyklucza wpływ mikrobioty „przypadkowej" na uzyskane wartości oznaczeń
absorbancji w wariantach próby kontrolnej (IOD-) oraz !ORh i IOCr (rys. 34).

Wyznaczonej tendencji zmian w czasie prowadzenia doświadczenia towarzyszyły
zmiany wartości wskaźnika kolorymetrycznego zastosowanego w bezpośrednim otoczeniu
ikry. Tak jak w przypadku ikry troci wędrownej również w przypadku ikry okonia obserwa­
cje potwierdziły wyniki analizy statystycznej (rys. 35). W obu hodowlach uzyskano pozy-
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tywną korelację pomiędzy poziomami absorbancji formazanu tetrazoliny w wodzie hodow­
lanej i na powierzchni ikry.

Wykres rozrzutu: XTT IOCr vs. XTT H2OCr

XTT H2OCr = -0,0912 + 9,5779 · XTT IOCr
korelacja: r = 0,67470
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Rys. 35. Zależność zmian aktywności oddechowej wybranych szczepów drożdży zaadhero­
wanych do powierzchni ikry okonia i obecnych w środowisku ją otaczającym.
Czcionką pogrubioną wyróżniono wartości istotne statystycznie

Z niniejszej analizy i obserwacji zmian w strukturze ikry okonia wynika, że adherencja
komórek drożdży do powierzchni jaj następowała wraz ze zmniejszaniem się lepkości mukopro­
teinowej warstwy otaczającej jaja. Zmiana miejsca dotychczasowego funkcjonowania komórek
została przeanalizowana dzięki przeprowadzonym obserwacjom mikroskopowym.
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W pierwszych trzech dniach inkubacji nie stwierdzono obecności drożdży na właś­
ciwej osłonce jaj, a obecne formy bakteryjne obserwowano sporadycznie (rys. 36 A).
W przeciwieństwie do wyznaczonych etapów tworzenia biofilmu na powierzchni jaj troci
w hodowlach ikry okonia nie stwierdzono obecności społeczności złożonych. Nie zaobser­
wowano również zwartej zamkniętej w egzopolisacharydowej matrix zorganizowanej mi­
krobiocenozy tworzonej przez zainokulowane drożdże i epibiotę ikry okonia (rys. 36 B).
Interesujące wydaje się to, że komórki drożdży zachowały swoją aktywność metaboliczną do
ostatniego dnia prowadzenia doświadczenia (rys. 36 B).

Analiza mikroskopowa obrazów wybarwianych zestawem FUN-1 i Calcofluor M2R
wykazała, że komórki drożdży zadherowane do powierzchni jaja okonia nie tworzyły strzę­
pek (rys. 36 A). Podobne obserwacje przeprowadzono na obrazach mikroskopowych war­
stwy otaczającej jaja, która była podstawowym miejscem ich przylegania (rys. 36 B). Obraz
rozwijającej się mykocenozy przedstawiony na rys. 36 C sugeruje, iż drożdże ulegają zwią­
zaniu z substancją śluzową otaczającą ziarna ikry. Zmniejszenie jej lepkości powoduje
uwalnianie się komórek drożdży, w związku z czym zwiększa się w otoczeniu liczba form
planktonowych. Część z nich jednak ulega związaniu z powierzchnią jaja, czego efektem są
wyznaczone korelacje. Warstwa śluzowa jest więc naturalną barierą ograniczająca dostęp

, mikrobioty do właściwej osłony jaja.
Tak odmienny charakter formowanej przez mikroorganizmy społeczności wynika naj­

prawdopodobniej ze specyfiki ikry składanej przez okonia. Paxton i Willoughby (2000) uwa­
żają, iż jest ona wynikiem ewolucyjnego dostosowania, z czego gatunek czerpie określone
korzyści. Składana przez P.fluviatilis ikra ma jednak ograniczoną powierzchnię występowa­
nia, co w warunkach zagrożenia infekcją mikrobiologiczną lub niekontrolowanym przerostem
zadherowanych drobnoustrojów może zwiększyć ryzyko zahamowania jej rozwoju. Zasadność
rozważenia ewentualnego wpływu obecnych w środowisku drożdży na prawidłowy rozwój
embrionu okonia uzasadniają wyniki zawarte w tab. 23. W dostępnej literaturze przedmiotu
nie napotkano na doniesienia świadczące o infekcyjnym zagrożeniu wynikającym z obecności
drożdży. Niemniej jednak śmiertelność jaj w wariantach inokulowanych jednokomórkowymi
grzybami przekraczała 65,0%, w stosunku do 36,0% w hodowlach kontrolnych.

Tabela 23." Wylęg larw okonia w poszczególnych wariantach badawczych

Warianty hodowli ikry

Zmiany IOD+ JOD- JOD+ JOD- io rr IO O-w hodowlach

22°D 24°D 26°D

Larwy 2 70 20 80 45 90

Jaja żywe 98 30 80 20 55 10

Jaja obumarłe - - - - 65,0 36,0
-D+ _ obecność drożdży w hodowh, D - inkubacja ikry bez drozdzy (proba kontrolna).
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A- mikrobiota jaj w pierwszym
dniu hodowli w filtrze
EX/BA

pojedyncze komórki bakterii

B - komórki drożdży przytwier­
dzone do osłony jaja w pią­
tym dniu hodowli w filtrze
EX/BA

drożdże z CNS

mikrokolonie bakteryjne

C - komórki drożdży przytwier­
dzone do warstwy śluzowej
otaczającej ziarna ikry w siód­
mym dniu hodowli, widocz­
ne w filtrze DAPI

brzeg jaja

przestrzeń pomiędzy ziarnami
ikry

komórki drożdży z aktywnym
jądrem

Rys. 36. Obecność bakterii i drożdży na osłonach jaj okonia



Uzyskane wyniki badań wydają się potwierdzać hipotezę, według której zgromadze­
nie dużej masy połączonych ze sobą jaj sprzyjać może kolonizacji przez grzyby jednoko­
mórkowe. Zbyt intensywny rozwój drożdży mógł spowodować ograniczenie rozwoju em­
brionu i, w niektórych przypadkach, jego śmierć. W 22°D w wariancie nieinokulowanym
grzybami wśród jaj wykazujących żywotność aż 70,0% było larwami. W tym samym czasie
inkubacji w hodowli prowadzonej z drożdżarni stwierdzono jedynie 2,0% larw. Poziom ich
wylęgu wzrósł do 45,0% w ostatnim dniu prowadzenia doświadczenia (tab. 23). W niektó­
rych jednak przypadkach prowadzić to może nawet do zniszczenia całej populacji. Takiej
obserwacji na ikrze ropuchy Boreas Bufo Baird & Girard, której charakter ikry jest bardzo
zbliżony do ikry okonia, donali Blaustein i in. (1994); infekcja była wywołana wodnymi
grzybami Saprolegniacea.

W kontekście uzyskanych wyników zasadne jest rozważenie powinowactwa ściany
komórkowej drożdży ze strukturą biochemiczną „wiążącą" pojedyncze jaja okonia. W roz­
wijających się i dojrzałych jajach okoniowatych istotną rolę odgrywają białka lektynopo­
dobne. Jak już wspomniano na wstępie, mechanizm regulacji przylegania i tworzenia złożo­
nych społeczności jest determinowany tzw. wiązaniami lectin-like adhesion lub sugar-insen­
sitive adhesion (Verstepen i Klis 2006). Może więc powinowactwo związków współtworzą­
cych warstwę otaczającą jaja okonia i odpowiedzialnych za flokulację lub adherencję ligand
drożdży stało się procesem inicjującym unieruchomienie komórek testowanych grzybów.
W ten sposób lepka struktura pełni funkcję jednej z najważniejszych barier powstrzymujących
penetrację mikroorganizmów i zapobiega bezpośredniej infekcji jaj przez formy eukariotyczne.
Potwierdzeniem powyższej sugestii są obserwacje braku wpływu obumarłej ikry na rozwój
znajdujących się w jej bezpośrednim kontakcie jaj „zdrowych". Nie potwierdzono sugestii Ki­
tancharoen i in. (1997) jakoby „martwa" ikra stawała się miejscem intensywniejszego rozwoju
mikrobioty i przenoszenia infekcji na pozostałe ziarna.

Podobne wyniki uzyskali Paxton i Willoughby (2000), wykazując, że w kolonizacji
ikry okonia przez Saprolegnia sp rozwój grzybów był ograniczony do jednego jaja i że nie
wpływał na rozwój pozostałych jaj. W społeczności komensalnej epibioty jaj ryb bytują rów­
nież formy fakultatywnie chorobotwórcze lub patogenne, w przypadku których ograniczenie
rozwoju następuje na amorficznej zewnętrznej warstwie ikry. Zainfekowane jaja zostają od­
izolowane w wyniku obecności tej warstwy, co zapobiega rozwojowi infekcji. W tym swo­
istym ekosystemie realne zagrożenie wynika więc z konsumpcji tlenu przez obecną w nim
mikrobiotę i jego letalnego wpływu na rozwijający się embrion. W procesie rozwojowym
ikry okonia i troci bardzo ważną rolę odgrywa właśnie dostępność tlenu (Smith i in. 200l).

Zbieżność obserwacji stała się potwierdzeniem protekcyjnej roli zewnętrznej war­
stewki ikry. Pozostaje jednak pytanie, dlaczego „zimmobilizowane" komórki drożdży nie
tworzyły funkcjonującej społeczności, co opisano w przypadku ikry troci. Być może warun­
ki biochemiczne siedliska ikry tych ryb nie inicjowały genetycznie warunkowanego procesu
formowania biofilmu. Oczywiste było więc p~minięcie etapu tworzenia strzępek, których
obecność wyznacza jeden z etapów formowama społeczności i pozostania komórek w mi­
kroekosystemie (rys. 36).

Wyniki niniejszej analizy mykol~~icznej wod~ zawieszającej jaja okonia uzupełniają
powyższe wnioskowanie. Wzrost wartosci absorbancji formazanu tetrazoliny w czasie trwa-
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nia doświadczenia oraz prawdopodobna dostępność związków, w tym przede wszystkim
białkowych, w środowisku hodowanym była sprzyjająca dla utrzymania ich aktywności me­
tabolicznej również w formie planktonowej.

Uzyskane wyniki badań wykazały, że obecność Rh. mucilaginosa i Cr. laurenti nie
była pierwotnym czynnikiem prowadzącym do obumarcia 65,0% jaj okonia i 30,0% troci
wędrownej. Bez wątpienia aktywność metaboliczna grzybów mikroskopowych przyczyniła
się do opóźnienia wylęgu larw i stała się pośrednim czynnikiem letalnym w przypadku po­
zostałych jaj. Najprawdopodobniej było to wynikiem obecności drożdży w zewnętrznej war­
stwie lepkiej osłonki ikry okonia oraz rozwoju biofilmu na powierzchni jaj troci wędrownej
i deficytu tlenowego.

W wodach estuarium Odry zróżnicowana gatunkowo ichtiofauna odnajduje dla siebie
środowiska cząstkowe - miejsce żerowania, rozrodu i podchowu wylęgu, a także stadiów
młodocianych. Warunkiem jednak ich pełnego wykorzystania jest stopień zanieczyszczenia
miejsca bytowania ryb. Determinuje on bowiem swobodę przemieszczania się ryb uznanych
za gatunki wskaźnikowe i poziom zmienności gatunków typowych dla określonego estu­
arium (Whitfield i Elliott 2002). Biorąc pod uwagę strukturę gatunkową ichtiofauny i jakość
wody, Tórz (2007) uznała, że warunki bytowania ryb w Odrze mieszczą się pomiędzy „do­
brymi" a „wystarczającymi", co odpowiada wg klasyfikacji jakości estuarium Whitfield
i Elliott (2002) klasie B-C.

W kontekście powyższych doniesień i wyników badań własnych wyłoniło się kolejne
pytanie: Czy stała obecność drożdży w rybach i otaczającej je wodzie może odzwierciedlać
jakość tego środowiska? Zwłaszcza że w piśmiennictwie naukowym, w którym przedmiotem
badań była obecność lub aktywność niektórych gatunków drożdży, wyłoniła się pewna nie­
konsekwencja. Z jednej strony pojawiły się sugestie o współzależności wzrostu liczby jed­
nokomórkowych grzybów i wzrostu zanieczyszczenia, z drugiej strony Hagler i Ahearn
(1987) wskazują na wody oligotroficzne jako siedlisko np. niektórych gatunków z rodzaju
Rhodotorula czy Cryptococcus (Lachance i Starter 1998). W związku z powyższym w dal­
szej części pracy przeanalizowano możliwość wykorzystania grzybów w ocenie mikrobiolo­
gicznej jakości wód.

4.8. Drożdże jako wskaźniki zanieczyszczenia wód

Definicja wskaźników mikrobiologicznego zanieczyszczenia wód wskazuje na mi­
kroorganizmy, których obecność w środowisku dla nich nietypowym pozwala na określenie
stopnia i źródła zanieczyszczenia. Ustawodawstwo międzynarodowe (European Comission
2000) i krajowe (Rozporządzenie Ministra Zdrowia z dnia 29 marca 2007 r.) w mikrobiolo­
gicznym monitoringu zanieczyszczenia wód uwzględnia przede wszystkim niepatogenne
wskaźniki bakteriologiczne. Wielu autorów wskazuje jednak na ograniczone zależności po­
między wskaźnikami bakteryjnymi a potencjalnymi patogenami występującymi w wodzie
(Arvanitidou i in. 2002). Od lat prowadzone są badania wskazujące na konieczność zwięk­
szenia liczby wskaźników określających stan jakości wód. Uzyskane rezultaty stały się pod­
stawą stworzenia Watcr Quality Foundation (WQI) powołanej przez National Sanitation
Foundation (2005). Program zwiększenia liczby indykatorów, zawartych w trzech obszer-
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nych kategoriach: fizycznych, chemicznych i biologicznych, nie uwzględnia jednak możli­
wości wykorzystania np. grzybów drożdżopodobnych jako wskaźników czystości wód. Już
w latach 60. ub. wieku mykolodzy wskazywali na korelacje pomiędzy liczebnością mykoce­
noz drożdżowych a zaburzonym oddziaływaniem antropogenicznym i profilem ekologicz­
nym cieków naturalnych (Cooke i in. 1960, Hedrick i Soygenc 1967). Badania przeprowa­
dzone w estuarium Odry przez Bogusławską-Wąs i Dąbrowskiego (2007) wykazały zróżni­
cowanie przestrzenne ogólnej liczby drożdży i grzybów drożdżopodobnych, zależne od do­
pływu zanieczyszczeń miejskich i związanego z tym pogarszającego się układu hydroche­
micznego. Monitoring .zmian w środowisku nie jest jednak warunkowany jedynie czynnika­
mi antropogenicznymi, wynika również z naturalnej ewolucjiekosystemu.

Fakt występowania grzybów mikroskopowych w korelacji z bakteryjnymi wskaźni­
kami określającymi jakość wód coraz częściej zostaje wykorzystywany w ocenie środowi­
ska. El-Taweel i Shaban (2001) wykazali, że w próbach oczyszczonych ścieków, pomimo
dopuszczanego przez normy poziomu standardowych indykatorów (ogólnej liczby bakterii,
bakterii z grupy coli, bakterii coli typu fekalnego i enterokoków), podwyższony był poziom
,,nowych" wskaźników (ogólna liczba drożdży, Candida albicans i Aeromonas hydrophila,
Staphylococcus sp). Według ww. autorów jest to wystarczający argument do uznania propo­
nowanych grup drobnoustrojów za obowiązujące „narzędzia" kontroli. Wydaje się jednak, że
jednoznaczne wskazanie takiej zależności obarczone jest zbyt dużym błędem.

Przede wszystkim, co potwierdzają badania własne, taka korelacja nie dotyczy
wszystkich typów środowisk wodnych. Wyniki badań własnych wskazują, co prawda, na
ścisłą korelację pomiędzy NPL bakterii grupy coli typu kałowego a ogólną liczbą drożdży
(r = 0,27), ale jedynie dla obszaru rzecznego (rys. 37).W Zalewie Szczecińskim i Zatoce
Pomorskiej takich zależności nie potwierdzono (rys. 37).

Wyznaczona tendencja zmian właściwa jedynie dla określonych środowisk może
sprzyjać powstaniu wątpliwości we wnioskowaniu. Poza tym niepoprawne staje się stoso­
wanie wskaźnika, którego zależność od uznanych indykatorów nie jest stała. Nie wiadomo
bowiem, od jakiego poziomu zanieczyszczenia fekalnego np. ogólna liczba drożdży staje się
rzeczywistym odzwierciedleniem stanu mikrobiologicznego środowiska. Wydaje się, że po­
dobne dylematy mieli Arvanitidou i in. (2005). Przeprowadzili oni test korelacji obejmujący
ogólną liczbę bakterii heterotroficznych, całkowitą liczbę bakterii grupy coli typu kałowego
i enterokoków, dla których została ustalona statystyczna współzależność. W przypadku jed­
nak ogólnej liczby drożdży powyższej interpretacji analiza statystyczna nie potwierdziła.
Cztery lata wcześniej zespół pod kierownictwem tego samego mikrobiologa prowadził ba­
dania na próbach wody pobranych z najdłuższej rzeki Grecji -- Alikmon. Przedstawione wy­
niki badań (Arvanitidou i in. 2002) wskazują na ścisły związek pomiędzy oznaczoną liczbą
drożdży a całkowitą liczbą bakterii z grupy coli i bakterii coli typu kałowego.

w naturalnych ciekach, których poziom wskaźników hydrochemicznych wskazuje na
zrównoważony układ ekologiczny nieobciążony napływem ścieków, dominują populacje
gatunków niefermentujących (Hagler i Ahcrn 1987). W wodach zanieczyszczonych nato­
miast oznacza się najczęściej obecność oportunistycznych patogenów 7.: rodzaju Candida
(Medeiros i in. 2008), które stanowią dominujący odsetek izolatów (Arvanitidou i in. 200S,
Vogel i in. 2007).
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Rys. 37. Testy korelacji pomiędzy ogólną liczbą drożdży a NPL coli typu kałowego w badanych
strefach estuarium Odry. Czcionką pogrubioną wyróżniono wartości istotne statystycznie



W badaniach własnych grzyby z rodzaju Candida oznaczono w 64% prób pobranych
z Odry, w 50,8% z Zalewu Szczecińskiego, w 21,4% z Zatoki Pomorskiej. Biorąc pod uwa­
gę obecność tego rodzaju drożdży jako potencjalnego wskaźnika zanieczyszczenia fekalnego
(Arvanitidou i in. 1999), według Almeida i in. (2005) należy uwzględnić przede wszystkim
obecność C. parapsilosis i C. krusei. Zbliżony pogląd przedstawiają Vogel i in. (2007) oraz
Sherry i Qureschi (1981), którzy proponują uznać obecność patogennych gatunków z rodza­
ju Candida za indykatora fekalnego zanieczyszczenia obszarów rekreacyjnych. Badania pró­
bek wody pobranych z estuarium Odry wykazały jedynie sporadyczne występowanie tych
drobnoustrojów. Interesujący wydaje się natomiast znaczny udział C. tropicalis w ogólnej
liczbie izolowanych drożdży. Częstość izolowania tego drobnoustroju zwiększała się wraz
ze zmniejszaniem się odległości od Szczecina jako podstawowego źródła zanieczyszczeń
(zob. tab. 11).

Obecność w środowisku naturalnym C. tropicalis, jako formy chorobotwórczej dla
człowieka, proponuje się uznać za „miarę" zagrożenia zdrowotnego człowieka i/lub poziomu
zanieczyszczenia (Almeida i in. 2005, Vogel i in. 2007). Ten komensalny oportunistyczny
patogen, o małych wymaganiach odżywczych (Kockova-Kratochvilova 1990) i stosunkowo
długim czasie przeżycia w środowisku dla niego nietypowym (Vogel i in. 2007), może od­
zwierciedlać rzeczywisty stan badanych ekosystemów wodnych. Tego badania własne jed­
nak nie potwierdziły. Biorąc pod uwagę sam fakt oznaczenia niektórych gatunków drożdży
jako wskaźników poziomu zanieczyszczenia, podkreślić należy obecność C. albicans w pró­
bach pobranych ze stacji o najintensywniejszym napływie zanieczyszczeń miejskich (Most
Cłowy i Urząd Morski w Szczecinie) - tab. 11. W większości publikacji podkreśla się zna­
czenie C. albicans jako czynnika infekcyjnego (Hube i in. 2000, Kumamoto 2002), coraz
częściej rozważanego jako uzupełniający test w ocenie zanieczyszczenia bakteryjnego wody
(El-Tawel i Shaban 2001 ). Zaznacza się również współzależność występującą pomiędzy
C. albicans a drobnoustrojami patogennymi, takimi jak Salmonella spp., Staphylococcus
aureus (Efstratiou i in. 1998) czy Pseudomonas aeruginosa (Robertsa i Tobin 1983).

Uzyskane wyniki badań własnych i ich statystyczna interpretacja nie upoważnia do
sformułowania jednoznacznego wniosku o istniejącej współzależności pomiędzy poziomem
fekalnego zanieczyszczenia a obecnością niektórych gatunków drożdży oznaczanych w pró­
bach wody estuariowej. Wyjątkiem był S. cerevisiae (tab. 24).

Drobnoustrój ten w ciekach naturalnych jest izolowany stosunkowo rzadko (Comi
i in. 1983, Bogusławska-Wąs i Dąbrowski 2001). Jego dominacja w odsetku ogólnej liczby
drożdży wskazuje na związek z obecnością zanieczyszczeń gospodarczych i przemysłowych.
Zastosowana przez Bogusławską-Wąs i in. (2007) technika molekularnego typowania we­
wnątrzgatunkowego metodą RAPD-PCR pozwoliła na określenie stopnia podobieństwa
szczepów s. cerevisiae i ustalenie ich ewentualnego pochodzenia. Na podstawie uzyskanych
profili genetycznych wyróżnionych zostało dziewięć genotypów (tab. 25), których obecność
powiązano z miejscem izolacji. Tabelaryczne zestawienie dominacji spokrewnionych szcze­
pów wskazywało, że źródłem niektór~c~ g~notyp~w ~np_. G_i H) był obszar zlewni nieobcią­
żony wpływem dużych aglomeracji miejskich. Pojawienie się natomiast pozostałych genot _
pów związane było z napływem zanieczyszczeń miejskich. Podstawą wnioskowania b i
wyniki skorelowania parametrów środowiskowych, dywersyfikacji przestrzennej jtk S. ~:
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reviosiae i profilu genetycznego izolowanych szczepów (Bogusławska-Wąs m. 2006,
2007).

Tabela 24. Współzależność wzrostu drożdży i NPL coli w estuarium Odry

Przynależność
Odra Szczecińska Zalew Szczeciński Zatoka Pomorskarodzajowa drożdży

Aureobasidium -0,11 0,17 -0,41
Candida -0,12 0,24 -0,40
Cryptococcus 0,29 0,65 -0,09
Geotrichum 0,15 0,38 0,07
Kloeckera -0,38 0,38 0,41
Pichia -0,09 0,58 0,46
Rhodotorula 0,34 -0,13 0,65
Sacchraomyces 0,67 0,51 -0,19
Sporobolomyces 0,08 0,19 0,12
Zygosaccharomyces -0,09 0,07 0,46

Czcionką pogrubioną wyróżniono wartość istotną statystycznie.

Tabela 25. Obecność poszczególnych genotypów S.cerevisiae w stacjach badawczych

Miejsca pobierania prób

Widuchowa Odra Szczecin Police Trzebież ŚwinoujścieWschodnia
- - A - - -
- B B - - -
- C C C - -

Genotypy
D D D D- -

- - E - E -
- - F F - -
G G G - - -

H - H - - -

- - I - - -

Źródło: Bogusławska-Wąs i in. (2007).

Wyznaczone dla pozostałych przedstawicieli drożdży zależności nie były istotne staty­
stycznie (tab. 24). Nic wyklucza to jednak poszukiwania innych rodzajów bioindykatorów wśród
tradycyjnie występujących w przewodzie pokarmowym stałocieplnych ]ub mikrocukariotycz­
nych form zdolnych do tworzenia hodowli w temperaturze 37°C (Almeida i in. 2005).

Reasumując, niniejsze badania upoważniają do wniosku, iż populacje drożdży obecne
w środowisku mogą być rozpatrywane jako uzupełniające wskaźniki zanieczyszczenia mikro­
biologicznego. Jest to jednak możliwe jedynie w warunkach stałego monitoringu jakości wód
i przy ustaleniu profilu ekologicznego zbiornika.
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5. Podsumowanie

Zdolne do formowania zespołów mikrobiologicznych drożdże są istotnym elemen­
tem mikrobioty ekosystemów wodnych. Zmiany czynników biotycznych i abiotycznych za­
chodzące w środowisku naturalnego bytowania drożdży mają często związek ze zmiennością
ich liczby i struktury gatunkowej. Zdolność adaptacji mikroorganizmów do zmieniających
się warunków jest wciąż zbyt słabo poznana. Stało się to jedną z ważniejszych przeszkód
w rzeczywistym oszacowaniu obecności drożdży w ogólnej liczbie mikrobioty w określo­
nych niszach ekologicznych.

Dywersyfikacja obecności określonych społeczności grzybów w estuarium Odry
wskazuje na jego strefowość mykologiczną. Wyznaczone na podstawie danych jakościo­
wych wartości wskaźników Jaccarda i Margalefa wskazują, że to wody Odry wzbogacają
strukturę gatunkową mykobioty Zalewu Szczecińskiego; nie mają znaczenia wlewy z Zatoki
Pomorskiej. Uzupełniając powyższe wyniki o określoną zmienność liczebności drożdży
w poszczególnych strefach estuarium, wywnioskowano, iż - w przeciwieństwie do struktury
gatunkowej - częstość izolacji drożdży jest zależna od napływu wód z Zatoki Pomorskiej.
Odzwierciedla się to w liczbie izolowanych drożdży należących do Ascomycota w górnej
strefie estuarium i zmianie tej liczby na korzyść grzybów jednokomórkowych oznaczanych
jako Basidiomycota, izolowanych ze środkowego i z dolnego obszaru estuarium.

W tym miejscu należy podkreślić, iż dla niektórych gatunków drożdży Zalew Szcze­
ciński stanowi granicę ekologiczną ich przeżywalności i/lub aktywności metabolicznej. Po­
wyższe wnioskowanie jest o tyle istotne, że dotyczy jedynie form zdolnych do wzrostu
w warunkach laboratoryjnych. W warunkach minimalnego stężenia dostępnych związków
odżywczych szczepy drożdży egzystują w stanie zminimalizowanej aktywności metabolicz­
nej w maksymalnie wydłużonym czasie generacji. Ponadto zmienność w populacjach droż­
dży w poszczególnych strefach estuarium, poza ewentualną śmiercią komórek, spowodowa­
na jest przejściem z dotychczasowej formy hodowalnej w VBNC. Niezdolność do reproduk­
cji w określonym czasie, przy zachowaniu aktywności oddechowej, nie wpływa jednak na
ich podstawowe funkcje, jakie pełnią w ekosystemie. Jednak odzwierciedla się to w liczbie
izolowanych szczepów, co może być mylnie interpretowane podczas oznaczania ich obecnoś­
ci. Fakt nieoznaczenia gatunku w hodowlach laboratoryjnych nie jest jednoznaczny z jego
nieobecnością w środowisku. Wskazuje jedynie na przyjętą przez mikroorganizmy określoną
strategię przetrwania, której nadrzędnym celem jest utrzymanie podstawowych funkcji ży­
ciowych w środowisku dla nich nietypowym.

We wszystkich strefach badanego estuarium dominującymi gatunkami drożdży były:
Rh. mucilaginosa, Rh. glutinis i Cr. laurenti. Wyniki analiz genetycznych wykazały śródlą­
dowe pochodzenie oznaczonych drożdży. Jednak w przypadku szczepów Cr. laurenti wy­
znaczona wysoka heterogeniczność gatunkowa świadczy o ich odmiennym pierwotnym po-



chodzeniu. Analiza wyników badań sugeruje również, iż nie mamy do czynienia z formami
autochtonicznymi - pomimo obecności profili biochemicznych szczepów charakterystycz­
nych dla miejsca ich izolacji. Istotne w ekologii tych jednokomórkowych grzybów jest to, że
obecność komórek Cr. laurenti w formie planktonowej jest raczej przypadkowa. Bez wzglę­
du na profil genetyczny szczepów i strefy estuarium drożdże Cr. laurenti tworzą przede
wszystkim społeczności osiadłe, formując biofilm. Oczywiste stają się w związku z tym wy­
niki umiarkowanego zróżnicowania przestrzennego kryptokoków w poszczególnych strefach
estuarium Odry i stwierdzenie, iż docelowym miejscem ich bytowania nie jest toń wodna jak
w przypadku Rhodotorula sp.

W wodach estuarium Odry dominujący udział drożdży z rodzaju Rhodotorula miały
gatunki Rh. glutinis i Rh. mucilaginosa. W społecznościach drożdży z Zalewu Szczecińskie­
go stanowiły one 34,6%, a z Zatoki Pomorskiej - 28,7%. W środowisku słodkowodnego
odcinka estuarium obecność tych gatunków ustalono jedynie na poziomie 3,7%, w stosunku
do ich ogólnej liczby. Tak mała frekwencja przedstawicieli tego rodzaju w ogólnej struktu­
rze gatunkowej mykocenozy rzecznej nie była wynikiem niesprzyjających warunków.
W przeciwieństwie np. do S. cerevisiae, którego obecność w badanym środowisku wynikała
z napływu zanieczyszczeń miejskich, częstość izolacji drożdży z rodzaju Rhodororula nie
była skorelowana ze wskaźnikami mikrobiologicznego zanieczyszczenia. Ustalona natomiast
została statystycznie istotna współzależność ich ogólnej liczby i obecności azotu organicz­
nego. Teoretycznie więc dopuszczalne jest rozważenie tego czynnika jako stymulatora pro­
cesów metabolicznych oznaczonych drożdży karotenoidowych (r = 0,47). Mimo że obec­
ność wyróżnionych genotypów i stopień podobieństwa wewnątrzgatunkowego wyizolowa­
nych szczepów wskazuje na ich śródlądowe pochodzenie, wydaje się, że obszar obejmujący
wody rzeczne stanowi jedynie tymczasowe miejsce bytowania szczepów Rhodororula. Opi­
sane w rozdziale 4.5 preferowanie tworzenia społeczności planktonowej w górnej strefie
zbiornika wskazuje, iż w tej części estuarium grzyby z rodzaju Rhodotorula nie odnajdują
dla siebie odpowiedniego siedliska. W przypadku Rh. mucilaginosa możliwe jest rozpatry­
wanie obecności szczepów jedynie w kontekście ich przeżywalności. Komórki drożdży za­
wieszone toni wodnej rzeki zostają zawleczone do Zalewu Szczecińskiego. Ustabilizowany
profil biogeniczny zbiornika, stężenie azotu organicznego i mineralnego, skorelowane z li­
czebnością oznaczanych szczepów Rhodotorula (r = 0,61), wskazują, że dopiero w środko­
wej strefie estuarium grzyby te znajdują siedlisko intensyfikujące ich funkcjonowanie. Zbyt
krótki czas pozostawania komórek w określonych obszarach estuarium lub ich ograniczona
aktywność metaboliczna spowodowała niezdolność do uruchomienia mechanizmu adaptacji
do warunków środowiskowych charakterystycznych dla poszczególnych stref estuarium Od­
ry. w badaniach własnych nie potwierdzono bowiem, aby profil enzymatyczny wyizolowa­
nych szczepów Rhodotorula był charakterystyczny dla miejsca ich izolacji, z wyjątkiem
szczepów izolowanych z przewodu pokarmowego ryb.

Obecność określonych związków azotu w środowisku, poza ewentualną intensyfika­
cją rozwoju komórek, ma istotny wpływ na zawartość ,B-karotenu w komórce. Obecność
tego barwnika w organizmach wodnych ma przede wszystkim zapobiegać fotozniszczeniu
komórek. Zdolność do eliminowania toksycznych promieni UV (290-400 nm) może być
ważnym czynnikiem ekologicznym determinującym rozmieszczenie mikroorganizmów
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w środowisku. Obecność bowiem karotenoidowych związków samodzielnie lub w kombina­
cji z mykosporynami sprzyja podtrzymaniu wzrostu komórek regularnie eksponowanych na
oddziaływanie promieniowania słonecznego. U drożdży „czerwonych", należących do Basi­
diomycetes, synteza tych związków została oznaczona na znacznie wyższym poziomie niż
u innych drożdży, w związku z czym są one mniej wrażliwe (jeśli w ogóle są) na uszkodze­
nia spowodowane przez UV. Najprawdopodobniej wynika to z uwarunkowanej mechani­
zmem molekularnym kontroli procesu gromadzenia się fotoochronnych komponentów. Pro­
porcje związków karotenoidowych i ich stymulacja uzależnione są od warunków fizyko­
chemicznych środowiska. Być może sukcesu ekologicznego tych mikroskopowych grzybów
należy szukać przede wszystkim w związkach stymulujących gromadzenie barwników karo­
tenoidowych.

Na uwagę zasługuje również fakt, że w wodach Odry i Zalewu Szczecińskiego prze­
wagę liczebną w obrębie rodzaju Rhodotorula wykazano dla Rh. mucilaginosa, natomiast
Rh. glutinis była jedynie kodominatem. Proporcje w tej międzygatunkowej asocjacji ulegały
zmianie w wodach Zatoki Pomorskiej. Znacznie uboższe w związki białkowe wody zatoko­
we umożliwiają przetrwanie głównie gatunkom zdolnym do wykorzystania nieorganicznych
związków azotu. Nie mniej ważny jest również fakt, że fluktuacje warunków bytowania
drobnoustrojów wpływają na zmianę niszy ekologicznej drożdży. Dominujące w formie
planktonowej w wodach Odry szczepy Rh. mucilaginosa w wodach Zalewu Szczecińskiego
zmieniają swój profil ekologiczny na osiadły. Preferowanie adherencji komórek tych droż­
dży zmniejsza więc ich prawdopodobieństwo izolacji z prób wody.

Konieczność zmian w metabolizmie komórki powoduje między innymi zmiany
w jej hydrofobowości. Ponieważ drożdże współtworzą mikrobiotę ryb, taka umiejętność
staje się jednym z wielu czynników umożliwiających ich przeżycie. Jest to tym bardziej
istotne, że obecność drożdży na powierzchni ryb i w ich przewodzie pokarmowym interpre­
tować należy pod kątem relacji symbiotyczhych, nie zaś pierwotnych czynników chorobo­
wych. Podstawą takiego wnioskowania były wyniki analizy genetycznej Rh. mucilaginosa.
Spośród wyróżnionych genotypów wyodrębniono grupę charakterystyczną jedynie dla prze­
wodu pokarmowego określonych gatunków ryb. Co prawda w przypadku Rh. glutinis sto­
pień podobieństwa pomiędzy profilami genetycznymi szczepów nie był tak jednoznaczny jak
u Rh. mucilaginosa, jednak fakt zdominowania przez te drożdże mykobioty ryb wskazuje na
ich istotną rolę. Umiejętność adaptacji do zmiennych warunków środowiskowych, zdolność
adherencji do powierzchni oraz aktywność metaboliczna szczepów Rhodotorula bezpośrednio
wpływa na regulację procesów biokontroli w zachowaniu równowagi mikrobiologicznej ryb.

Nieco inny mechanizm oddziaływania drożdży ustalono w przypadku rybich jaj.
W poszukiwaniu odpowiedniej niszy ekologicznej grzyby mikroskopowe, zdolne do adhe­
rencji i tworzenia społeczności, wraz z biotą bakteryjną formują biofilm. Nadrzędnym celem
jego utworzenia jest pozostanie mikroorganizmów w warunkach dla nich sprzyjających. Ide­
alnym podłożem dla rozwoju zróżnicowanej mikrobioty bogatej w substancje odżywcze
(białko, tłuszcze, witaminy oraz mikroelementy) jest ikra ryb. Jej kolonizacja przez drobno­
ustroje jest selektywna i regulowana przez mechanizm biernej oporności, co prowadzi to
stworzenia swoistej mikrobioty. Rozwój mikroorganizmów na powierzchni ikry może jed­
nak doprowadzić do zniszczenia jaj. Przeprowadzone obserwacje wskazują, że obecność
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drożdży nie stanowi bezpośredniego zagrożenia dla ikry. Bez wątpienia jednak rozwijający
się na powierzchni jaj biofilm przyczynia się do powstawania deficytu tlenowego, którego
skutkiem jest wydłużony czas dojrzewania embrionu. Rozważyć wówczas należy potencjal­
ną niedojrzałość larw i zwiększony procent ich śmiertelności, co stwierdzono w badaniach
wstępnych w hodowli szczupaka.

Prowadzone rozważania dotyczące ewentualnych mechanizmów zachowań szczepów
Rhodotorula i Cryptococcus, jako przykładowych form zajmujących określone nisze ekolo­
giczne, uzmysławiają, że rozpatrywanie pojedynczego zagadnienia w złożonym systemie
może powodować niepoprawne wnioskowanie. Fakt nieizolowania drobnoustrojów z okre­
ślonego środowiska nie jest jednoznaczny z jego nieobecnością. Interpretacja wyników
cząstkowych badań bez uwzględniania mechanizmów warunkujących obecność drobno­
ustrojów w ekosystemie wydaje się obarczona znacznym błędem. Skutkiem tego jest zaniże­
nie do 1,0-10,0% ogólnej liczby mikroorganizmów rzeczywiście występujących w ekosys­
temach. Błędne oszacowanie jakościowo-ilościowej struktury drożdży powoduje pominięcie
ich faktycznej roli w środowisku. Dotyczy to przede wszystkim związków w mikrobiolo­
gicznych społecznościach i roli jej pojedynczych członków. Niestety, prowadzenie badań
w wąskim kontekście zależności generuje powielanie błędnych wniosków. Przyjęcie a priori
obecności określonych gatunków drożdży w zależności od specyficzności środowiska jest
niewłaściwe, co a posteriori wykazano w badaniach własnych.
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6. Wnioski

1. W wodach rzecznych estuarium Odry dominowały drożdże z gromady Ascornyco­
ta, natomiast w wodach Zalewu Szczecińskiego i Zatoki Pomorskiej najczęściej izolowano
drożdże należące do Basidiomycota.

2. Struktura gatunkowa mykobioty Zalewu Szczecińskiego jest kształtowana przez
drożdże zawleczone wraz z wodami Odry, w przeciwieństwie do pozostałych drożdży, któ­
rych liczebność jest uzależniona od napływu wód z Zatoki Pomorskiej.

3. Rzeczywista liczba drożdży oznaczanych w wodzie estuarium może być zaniżona
w wyniku ich przechodzenia w formy VBNC.

4. Drożdże z estuarium Odry charakteryzuje potencjał formowania biofilmu, a jego
tworzenie determinowane jest warunkami w poszczególnych strefach estuarium.

5. Fenotypowy profil szczepów Cr. laurenti koreluje z miejscem ich izolacji; u Rh. mu­
cilaginosa i Rh. glutinis nie stwierdzono takiej zależności. Wyjątek stanowiły szczepy Rhodo­
torula spp. izolowane z przewodu pokarmowego ryb.

6. Profile genetyczne Cr. laurenti, Rh. glutinis i Rh. mucilaginosa wskazują na po­
chodzenie śródlądowe analizowanych drożdży; dla większości granicą ekologiczną jest Za­
lew Szczeciński.

7. Spośród wyróżnionych profili genetycznych Rhodotorula spp. wyodrębniono ge­
notypy charakterystyczne jedynie dla przewodu pokarmowego ryb.

8. Analizowane grzyby są zdolne do zasiedlania i kolonizacji ikry ryb oraz współtwo­
rzenia biofilmu z ich epibiotą, co ma wpływ na prawidłowy rozwój jaj.

9. Obecność Rh. mucilaginosa w hodowlach ikry łososia hamowała rozwój Ps. fluo­
rescens.

1 O. Drożdże obecne w środowisku estuarium Odry powinny stanowić uzupełniający
wskaźnik zanieczyszczenia mikrobiologicznego.
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The diversity of yeast community in the Odra estuary
and their influence on the development of ichthyofauna
Summary

A comprehensive qut.litative and quantitative study carried out on unicellular fungi
and their ability to form populations in the Odra estuary showed mycocenotic diversity over
individual zones. It was demonstrated that the area of Cedynia Park and Międzyodrze and
Szczecin Lagoon and Pomeranian Bay is characterized by a homogeneous spatial distribu­
tion of yeasts, in contradiction to mycocenoses determined in the river Odra in Szczecin. The
resulting total yeast count diversity in river waters correlated with the total and organie ni­
trogen and organie phosphorus levels.

The qualitative structure of the yeasts in the Oder estuary was dominated by Asco­
mycota in the river waters, whereas in the lagoon and bay waters principally Basidiornycota
yeasts were isolated. It was determined that the diversity of species in Szczecin Lagoon re­
flects the mycocenotic quality of the incoming Oder water. Yeast species with a constant
presence in the individual estuary zones were Candida, Cryptococcus, Rhodotorula, and
Saccharomyces. Variable environmental conditions, in particular estuary zones, do not influ­
ence the potentia! ability of biofilm formation by Cr. laurenti in contrast with strains of
Rhodotorula sp. The yeast cells formed in the biofilm enter a VBNC state.

An intraspecies genetic diversity assessment of Cryptococcus spp and Rhodotorula
spp indicated inland origin, for which Szczecin Lagoon remains the ecological border. Am­
pli:fication profiles for the genomie DNA of Cr. laurenti strains isolated from the water envi­
ronment revealed a high intraspeci:fic heterogeneity, reflecting the place of their isolation.
High intraspecies similarity was, however, determined for Rh. mucilaginosa and Rh. glutinis,
whose profiles did not reflect their place of origin.

RAPD-PCR profiles characteristic of the digestive tract of certain species of fish
werc distinguished among Rhodotorula spp. Such a relationship was not established for
Cr. laurenti, even though strains of this species, along with Rhodotorula spp, were isolated
in all the samples.

It was demonstrated that Rhodotorula spp and Cryptococcus spp are capable of colo­
nizing roe, forming biofilm together with its epiflora. The biofilm formed by the yeast on the
surface of the roe contributcs to a prolongation of roc incubation time.

Current yeast populations in the Odra estuary environment may be considcred as
complcmentary indicators of microbial contamination.





Mannigfaltigkeit der Gesellschaften von Hefen im Oder - Astuar
und deren Einfluss auf die Entwicklung der Ichthyofauna
Zusammenfassung

Die durchgefiihrten komplexen Untersuchungen, die die Mannigfaltigkeit der einzel­
ligen Pilze und deren Fahigkeit zur Bildung von Gesellschaften im Oder - Astuar beruck­
sichtigen, weisen auf mykozonotische Veranderlichkeit in seinen einzelnen Zonen hin. Es
wurde nachgewiesen, dass das Gebiet von Cedyński Landschaftspark und von "Między­
odrze" (das Gebiet zwischen den beiden Flussarmen der Oder) ais auch des Stettiner Haffs
und der Pommerschen Bucht durch homogene, raumliche Verteilung von Hefen gekenn­
zeichnet sind, im Gegensatz zu der Verteilung von Pilzen im Stettiner Oderabschnitt. Die
bestimmte Differenzierung der allgemeinen Menge von Hefen in Flussgewassern stand in
einer Korrelation zur Konzentration von Gesamt- und organischem Stickstoff ais auch orga­
nischem Phosphor.

Die qualitative Struktur von Hefen im Oder-Astuar war in Flussgewassern von Ver­
tretern der Schlauchpilze (Ascomycota) dominiert, dagegen in Gewassern des Stettiner Haffs
und der Pommerschen Bucht wurden uberwiegend Hefen isoliert, die zur Abteilung der Ba­
sidienpilze (Basidiomycota) gehoren, Es wurde nachgewiesen, <lass sich der Artenreichtum
von Hefen aus dem Stettiner Haff aus dem Heranschleppen mit der Strórnung von Oderge­
wassern ergibt. Zu den Vertretem von Hefen, die in den einzelnen Zonen des Astuars immer
anwesend waren, gehorten Pilze folgender Arten: Candida, Cryptococcus, Rhodotorula und
Saccharomyces. Die Veranderlichkeit der Umweltbedingungen in den einzelnen Zonen des
Astuars hat kcinen Einfluss auf die potenzielle Fahigkeit zur Bildung des Biofilms durch
Cr. laurenti, im Gegensatz zu den Pilzen der Art Rhodotorula. Im gebildeten Biofilm gehen
die Zellen der Hefen in den VBNC - Zustand uber.

Die mit Hilfe der RAPD-PCR - Methode durchgefuhrte Bewertung der genetiscben
Verscbiedenheit innerhalb der Art Cryptococcus spp. und Rhodotorula spp. weist auf bin­
ncnlandische Herkunft der untersuchten Hefen bin, fur welche der Stettiner Haff eine okole­
gischc Grenze darstellt. Die erzielten Arnplifikationsprofile der genornischen DNA von
Cr. laurenti - Stamrnen wiesen eine hohe Heterogenitat inncrbalb der Art nach, was der
Nachweis ihrer verschicdencn ursprunglichen Herkunft ist. Die durchgefuhrte Analyse der
phanotypischen Eigcnschaftcn von Cr. laurenti - Stammen wies die Anwesenhcit der fur
dcn Ort dercn lsolierung charakteristischcn, biochemischen Typen nach. Die bestehende Ahn­
lichkeit innerhalb der Art wurde dagegen fur Rh. mucilaginosa und Rh. glutinis festgestcllt,
dcren genetische und biocbcmische Vcrschiedenheit den Ort dcren Isolierung nicht widerspic­
gclte. Aus den hcrvorgehobcncn Genotypen von Rhodotorula spp. wurden Profile isolicrt, die
fur dcn Vcrdauungskanal von bcstirnmten Fischarten charakteristisch sind. Solche Abhangig-



keit wurde jedoch nicht fiir Cr. Laurenti festgestellt, obwohl die Stamrne sowohl dieser Art als
auch von Rhodotorula spp. aus allen entnommenen Proben isoliert wurden.

Es wurde nachgewiesen, dass Rhodotorula spp. und Cryptococcus spp. zur Koloni­
sierung des Fischlaichs fahig sind und bilden gemeinsam mit seinem Epibiont einen Biofilm.
Die auf der Laichoberfliiche gebildeten Gesellschaften von Mikrobiozonosen tragen zur Ver­
liingerung der Inkubationszeit der Laiche bei.

Die gegenwiirtigen Hefenpopulationen in der Umwelt des Oder - Astuars konnen als
ergiinzende Kennzahlen der mikrobiologischen Verschmutzung betrachtet werden.
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