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1. STRESZCZENIE 

 

Przewiduje się, że obserwowane zmiany klimatyczne, w tym wzrost temperatury, 

będą wpływały zarówno na owady roślinożerne jak i na ich rośliny żywicielskie. 

Ocieplenie klimatu może wpływać bezpośrednio na mszyce poprzez wpływ na ich 

biologię i metabolizm oraz pośrednio, poprzez zmianę jakości tkanek roślin 

żywicielskich. Celem pracy było poznanie wpływu wzrostu temperatury na biologię 

mszyc oraz mechanizmów adaptacyjnych mszyc do wzrostu temperatury. 

Eksperymenty prowadzone były w trzech temperaturach (20, 25 oraz 28 °C)  

w komorach klimatycznych. W pierwszej kolejności określono wpływ temperatury na 

biologię oraz parametry demograficzne dwóch gatunków mszyc Aphis pomi oraz 

Macrosiphum rosae. Następnie przeanalizowano aktywność enzymatyczną wybranych 

markerów antyoksydacyjnych (dysmutaza ponadtlenkowa (SOD), katalaza (CAT)), 

detoksykacyjnych (transferaza S - glutationowa (GST), β – glukozydaza) oraz oksydo-

redukcyjnych (oksydaza polifenolowa (PPO) i peroksydaza (POD)) w tkankach mszyc 

(A. pomi i M. rosae) oraz roślinach żywicielskich (Chaenomeles japonica, Rosa rugosa) 

na których żerowały owady. Analizy wykazały, że temperatura 28 °C miała negatywny 

wpływ na biologię owadów poprzez skrócenie czasu reprodukcji i średniej długości 

życia, obniżenie płodności i parametrów demograficznych. U mszyc obserwowano dwa 

etapy reakcji obronnej na wzrost temperatury. Pierwszym etapem była odpowiedź na 

krótkotrwałą ekspozycję na wzrost temperatury (24–96 h), natomiast drugim etapem 

była odpowiedź mszyc na zmiany zachodzące w roślinie żywicielskiej poddanej 

długotrwałemu stresowi abiotycznemu i biotycznemu (2 tygodnie).  
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2. ABSTRACT 

 

The observed climatic changes, including temperature increases, are predicted to 

affect both herbivorous insects and their host plants. Climate warming may affect 

aphids directly by influencing their biology and metabolism and indirectly by changing 

the quality of the host plants. The aim of the study was to find out the influence of 

temperature increase on aphid biology and the mechanisms of aphid adaptation to 

temperature increase. The experiments were conducted in three temperatures (20, 25 

and 28 °C) in climate chambers. First, the influence of temperature on the biology and 

demographic parameters of two species of aphids, Aphis pomi and Macrosiphum rosae, 

were determined. Then, the enzymatic activity of selected antioxidant markers 

(superoxide dismutase (SOD), catalase (CAT)), detoxification (S - glutathione 

transferase (GST), β - glucosidase) and redox (polyphenol oxidase (PPO) and 

peroxidase (POD)) markers were analysed in aphid tissues (A. pomi and M. rosae) and 

host plants (Chaenomeles japonica and Rosa rugosa) on which the insects had been 

feeding. The analyses showed that the temperature of 28 °C had a negative impact on 

the biology of insects by reducing the reproductive time and longevity, as well as 

decreased fecundity and demographic parameters. Two stages of the defence reaction to 

the increase in temperature were observed in aphids. The first stage was the response to 

short-term exposure to temperature rise (24–96 h), while the second stage was the 

response of the aphids to changes in the host plant subjected to long-term abiotic and 

biotic stress (2 weeks). 
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3. WPROWADZENIE 

 

Przewiduje się, że obserwowane zmiany klimatyczne, w tym wzrost 

temperatury, będą wpływały zarówno na owady roślinożerne jak i na ich rośliny 

żywicielskie (Dáder i in., 2016). Temperatura jest ważnym czynnikiem determinującym 

rozmieszczenie oraz cykle życiowe owadów. Mszyce (Hemiptera: Aphidoidea) 

podobnie jak wszystkie owady są organizmami poikilotermicznymi, w związku z tym 

rozwijają się oraz rozmnażają w określonym zakresie temperatur (Bale i in., 2002a; 

Bale i in., 2002b). Owady te mają wąską tolerancję termiczną, a tempo ich rozwoju 

silnie zależy od temperatury otoczenia. Wykazano, że podwyższenie temperatury o 2 °C 

skutkuje zwiększeniem występowania od jednej do pięciu generacji w sezonie 

(Yamamura i Kiritani, 1998). Temperatura wpływa na fenologię mszyc, możliwości 

rozprzestrzeniania i sezonowe migracje (Danks, 2007; Hullé i in., 2010). Wzrost 

temperatury ma również kluczowy wpływ na ich biologię i ekologię powodując 

przyśpieszenie rozwoju (Borowiak-Sobkowiak i Durak, 2012; Mehrparvar i Hatami, 

2007), wzrost reprodukcji (Bale i in., 2002a), zwiększenie przeżywalności zimowej 

(Harrington i in., 2001; Kiritani, 2006), zmianę cykli życiowych (Margaritopoulos i in., 

2002) oraz zmiany w dynamice populacji (Masters i in., 1998; Miles i in., 1997; 

Yamamura i in., 2006).  

Dzięki specyficznym cechom takim jak szybki rozwój pokolenia, szybkie tempo 

reprodukcji oraz teleskopowy rozwój mszyce są uznawane za dobry model biologiczny 

wskazujący wpływ zmian klimatu na organizmy (Hullé i in., 2010). Zachodzące zmiany 

klimatyczne oprócz wpływu bezpośredniego na fitofagi mogą wpływać również na 

mszyce pośrednio poprzez oddziaływanie na ich rośliny żywicielskie (van Baaren i in., 

2010). 

Globalny wzrost temperatury przyczynia się również do zmiany zasięgów, 

fenologii oraz częstotliwości występowania poszczególnych gatunków roślin. Mogą one 

reagować na wzrost temperatury poprzez: redukcję wzrostu, wydłużenie liści, 

nadmierną transpirację, utratę turgoru komórek, zaburzenie pigmentacji, zakłócenie 

procesu fotosyntezy, zmiany w translokacji cukrowców czy nadmierną generacją 

reaktywne formy tlenu (RFT) (Dahal i in., 2019; Ding i in., 2016; Scafaro i in., 2010). 

Zarówno czynniki abiotyczne (wzrost CO2, susza, wzrost zasolenia) jak i biotyczne 

(patogeny, owady) mogą indukować odpowiedź obronną rośliny. Jak dotychczas 

niewiele jednak wiadomo na temat interaktywnego wpływu na rośliny stresowych 
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czynników abiotycznych i biotycznych. Według The Plant Stress Hypotesis, stresy 

środowiskowe powodują zwiększenie ich podatności na fitofagi, poprzez 

fizjologiczne i biochemiczne zmiany (Koricheva i in., 1998; White, 1984). Niedawno 

wykazano również wzajemną interakcję stresów biotycznych i abiotycznych 

w sadzonkach grochu narażonych na zanieczyszczenie ołowiem oraz żerowanie mszyc 

Acyrthosiphon pisum (Woźniak i in., 2019). Stresy abiotyczne mogą również ograniczać 

możliwości ich skutecznej obrony przed owadami, co korzystnie wpływa na jej wartość 

odżywczą dla mszyc (Thaler i Bostock, 2004) 

Temperatura otoczenia jest również kluczowym czynnikiem wpływającym na 

organizm na poziomie komórkowym i jego metabolizm, może zaburzać prawidłowe 

funkcjonowanie mitochondriów, wpływając na fosforylację oksydacyjną i oddychanie 

komórkowe. Stres termiczny zaburza równowagę pomiędzy procesami wytwarzania 

i zmiatania RFT, co przyczynia się do indukcji stresu oksydacyjnego (OS) zarówno 

u zwierząt (Matsumura i in., 2017; Zhang i in., 2015) jak i roślin (Dahal i in., 2019; 

Ding i in., 2016). Zachowanie równowagi pomiędzy produkcją i neutralizacją RFT na 

poziomie komórkowym jest ściśle regulowane (Mittler, 2002). RFT to wysoce 

reaktywne cząstki, których działanie nie jest selektywne, a szybki wzrost poziomu 

wolnych rodników w tkankach powoduje uszkodzenie kluczowych makrocząsteczek 

komórkowych, w tym DNA, białek i lipidów (Matsumura i in., 2017; Zhang i in., 2015). 

Generowanie RFT w organizmie następuje jako produkt wielu procesów 

metabolicznych. Cząstki te mogą być generowane w wyniku autooksydacji niektórych 

molekuł np. w łańcuchu oddechowym jako produkt uboczny działania oksydoreduktaz 

czy podczas niepełnej redukcji cząsteczki tlenu w procesie oddychania komórkowego. 

Dochodzi wtedy do generowania anionorodnika ponadtlenkowego (O2
•−), rodnika 

hydroksylowy (OH•) oraz nadtleneku wodoru (H2O2). Mszyce oprócz źródeł 

endogennych są również narażone na RFT pochodzące ze źródeł egzogennych. Cząstki 

te powstają w organizmie rośliny służąc do ich obrony przed fitofagami. Jednym 

z czynników wpływającym na nasilenie generacji RFT w roślinie są mechaniczne 

uszkodzenia jej tkanek podczas żerowania owadów oraz ślina wytwarzana przez mszyce 

(Krishnan i in., 2007; Łukasik i Goławska, 2013).  

W celu przeciwdziałaniu skutkom OS aeroby wykształciły szereg mechanizmów 

obronnych. Jednym z nich jest obrona enzymatyczna (enzymy antyoksydacyjne, 

detoksykacyjne i oksydo-redukcyjne). Enzymy antyoksydacyjne do których zaliczamy 

dysmutazę ponadtlenkową (SOD) i katalazę (CAT) stanowią, tzw. „pierwszą linię 
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obrony”. Enzymy te odgrywają istotną rolę jako system obrony przed RFT, występują 

zarówno u mszyc (Krishnan i in., 2007; Łukasik i in., 2011) jak i roślin (Almeselmani  

i in., 2006). Kolejną grupę stanowią enzymy detoksykacyjne, do których należy między 

innymi β-glukozydaza oraz transferaza S-glutationowa (GST). Enzymy te u mszyc biorą 

udział w metabolizmie ksenobiotyków i ich rozkładzie do związków mniej toksycznych 

(Després i in., 2007; Francis i in., 2005). Z kolei u roślin β-glukozydazy są aktywne po 

uszkodzeniu tkanek, np. na skutek żerowania owadów. Biorą udział w uwalnianiu 

toksycznych aglikanów (Pentzold i in., 2014). GST jest grupą wielofunkcyjnych 

enzymów, które uczestniczą w rozwoju roślin, detoksykacji ksenobiotyków, 

endogennym metabolizmie oraz tolerancji na stres (Nianiou-Obeidat i in., 2017). 

U mszyc głównym zadaniem enzymów oksydo-redukcyjnych (peroksydaza (POD) 

i oksydaza polifenolowa (PPO)) jest udział w procesie neutralizacji szerokiego 

wachlarza związków fenolowych pochodzenia roślinnego (Chrzanowski i in., 2012). 

U roślin jedną z ich funkcji jest katalizowanie utleniania fenoli do chinonów, co może 

nastąpić w wyniku żerowania owadów lub porażenia przez patogeny. Enzymy te mogą 

również neutralizować RFT i brać udział w procesach lignifikacji (Pourcel i in., 2007).  

Aphis pomi (De Geer, 1773) (Hemiptera: Aphidoidea) to holocykliczny, 

monoecyjny gatunek mszycy. Jest oligofagiem, który żeruje na roślinach z rodziny 

Rosaceae (Chaenomeles sp., Malus sp., Pyrus sp.). Bezskrzydłe dzieworódki tego 

gatunku dorastają do około 2,5 mm, ich ciało jest owalne i nie pokryte woskiem. 

Mszyce z pokolenia wiosennego i letniego są koloru jasno zielonego, natomiast 

bezskrzydłe samice z pokolenia jesiennego mają barwę żółtobrunatną lub żółtobrązową. 

(Blackman i Eastop, 1994). Mszyca jabłoniowa na roślinach często tworzy duże mocno 

spadziujące kolonie, co powoduje zwijanie się liści oraz upośledza rozwój młodych 

pędów. Gatunek ten w klimacie umiarkowanym jest holocykliczny jednak wykazano, że 

może wykształcać anholocykliczny cykl życiowy. Mają na to wpływ czynniki 

abiotyczne takie jak fotoperiod czy temperatura oraz biotyczne takie jak jakość rośliny 

żywicielskiej (Kumari i Gautam, 2007; Gupta i Tara, 2015). 

Macrosiphum rosae (Linnaeus, 1758) (Hemiptera: Aphidoidea), posiada 

zmienne ubarwienie ciała: zielone, czerwonawe, ciemno różowe lub czerwonobrązowe. 

Syfony formy bezskrzydłej są czarne i lekko wygięte u formy uskrzydlonej zaś 

jaśniejsze, nigdy czarne. Na bokach odwłoka u form uskrzydlonych występują czarne 

plamy. Nogi żółte z czarnymi kolanami i stopami (Blackman i Eastop, 1994). M. rosae 

to gatunek heteroecyjny oraz holocykliczny choć w przypadku wystąpienia łagodnej 
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zimy może kontynuować rozmnażanie partenogenetyczne. Jest oligofagiem żerującym 

na Rosa sp. i innych roślinach z rodziny Rosaceae. Często występuje masowo 

powodując znaczne szkody takie jak: deformacja pędów, liści oraz wczesna defoliacja  

i zaburzenie rozwoju kwiatostanów. Jest poważnym szkodnikiem roślin uprawnych 

i ozdobnych (Mehrparvar i Hatami, 2007; Mehrparvar i in., 2016). 
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4. CELE PRACY 

 

Celem pracy wykonanej w ramach przygotowania rozprawy doktorskiej było: 

 Określenie wpływu wzrostu temperatury na elementy biologii oraz parametry 

demograficzne A. pomi oraz M. rosae. 

 Poznanie enzymatycznych mechanizmów adaptacyjnych mszyc do wzrostu 

temperatury. 

  Określenie wpływu wzrostu temperatury na interakcje mszyca-roślina 

żywicielska. 

 

5. HIPOTEZY 

 

 Wzrost temperatury otoczenia wpłynie na przyśpieszenie rozwoju, skrócenie 

długości życia, obniży płodność i parametry demograficzne mszyc. 

 Wzrost temperatury otoczenia spowoduje wzrost enzymatycznej odpowiedzi 

obronnej mszyc i przyśpieszy metabolizm mszyc. 

 Wzrost temperatury wywołuje dwa etapy odpowiedzi obronnych mszyc na 

roślinach żywicielskich. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 11 

6. MATERIAŁY I METODY BADAŃ  

6.1 Mszyce  

 

W analizach używano dwóch gatunków mszyc: Aphis pomi oraz Macrosiphum 

rosae i dwóch gatunków roślin żywicielskich Chaemomeles japonica (Thunb.) Lindl. ex 

Spach. i Rosa rugosa Thunb. Owady zostały pobrane ze środowiska naturalnego wiosną 

2017 i były namnażane w kontrolowanych warunkach w komorze klimatycznej (MLR-

351H; Sanyo Corp., Japan) na odpowiedniej roślinie żywicielskiej, przy wilgotności 

60% ± 5% oraz fotoperiodzie L:D=16:8 i temperaturze 20°C. Wszystkie późniejsze 

analizy prowadzone były na dzieworodnych bezskrzydłych samicach w trzech stałych 

temperaturach 20, 25 i 28 °C. Zakres temperatur optymalnych dla mszyc klimatu 

umiarkowanego mieści się w przedziale 20–25 °C, natomiast temperatury zbliżone do 

30 °C uznawane są za letalne. Aby wykazać wpływ wzrostu temperatur na rodzime 

gatunki A. pomi jak i M. rosae, wybrano temperatury, które można uznać za typowe dla 

klimatu umiarkowanego oraz przekraczające optimum gatunku (20, 25 i 28 °C). 

 

6. 2 Rośliny żywicielskie 

 

W doświadczeniach wykorzystano rośliny żywicielskie: dla A. pomi były to 

dwuletnie sadzonki Ch. japonica natomiast dla M. rosae dwuletnie sadzonki R. rugosa. 

Rośliny żywicielskie były namnażane w szkółce roślin, w doniczkach o wymiarach 30 

cm × 30 cm × 30 cm. Przed założeniem doświadczenia sadzonki aklimatyzowano 

w pokoju hodowlanym przez dwa tygodnie w stałej temperaturze 20 °C i wilgotności 

60% ± 5%, regularnie je podlewając. 

 

6. 3. Wpływ temperatury na całkowitą długość życia i średnią płodność samic 

 

Wpływ temperatury na długość faz rozwojowych (prereprodukcja, reprodukcja, 

postreprodukcja) i długość życia mszyc badano w koloniach zsynchronizowanych pod 

względem fazy rozwojowej. W tym celu na pojedynczy pęd rośliny żywicielskiej 

umieszczono 20 dorosłych samic. Pierwsze 25 urodzonych przez nie larw L1 

zabezpieczono indywidualnie za pomocą izolatora z drobnej materiałowej siatki 

i monitorowano do osiągnięcia przez nie dojrzałości. Następnie raz dziennie liczono 

oraz usuwano nowo urodzone larwy. Eksperyment prowadzono do czasu śmierci 
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wszystkich dzieworódek w trzech wariantach temperatury (20, 25 i 28 °C). W oparciu 

o przeprowadzone obserwacje określono długość okresu prereprodukcji, reprodukcji 

i postreprodukcji, całkowitą długość życia oraz płodność (Publikacja 1, Publikacja 3).  

 

6. 4. Wpływ temperatury na przeżywalność, średnią dzienna płodność, parametry 

demograficzne 

 

Dla każdego wariantu temperaturowego w komorze klimatycznej umieszczono 

pięć sadzonek rośliny żywicielskiej. Na każdej roślinie umieszczano po pięć dorosłych 

samic i pozostawiano je do czasu urodzenia larw. Po tym czasie osobniki dorosłe 

usunięto i na każdej roślinie zostawiono po 20 świeżo urodzonych larw (n=100). Na tak 

przygotowane rośliny nałożono izolator z materiałowej siatki i monitorowano rozwój 

osobników. Kiedy mszyce osiągnęły dojrzałość, codziennie liczono i usuwano nowo 

narodzone larwy. Eksperyment trwał aż do śmierci wszystkich owadów. Na podstawie 

zebranych danych obliczono parametry demograficzne populacji A. pomi i M. rosae 

(wrodzone tempo wzrostu populacji (rm), tempo reprodukcji netto (Ro), tempo 

zwielokrotnienia liczebności populacji (λ) i średni czas rozwoju pokolenia (T)) oraz 

czas podwojenia się populacji (DT), zgodnie z metodą (Birch, 1948; Wyatt i White, 

1977)(Publikacja 1, Publikacja 3).  

 wrodzone tempo wzrostu populacji – rm = (lnMd × 0,738)/D 

gdzie:  

D to okres rozwojowy od urodzenia do narodzin pierwszej larwy (okres 

prereprodukcji), 

Md to liczba larw urodzonych przez dorosłą samice w pierwszym dniu po ostatniej 

wylince; 

 tempo reprodukcji netto - Ro = Ʃ(lxmx) 

gdzie: lx i mx to odpowiednio skumulowana dzienna przeżywalność oraz płodność; 

 tempo zwielokrotnienia liczebności populacji - λ = erm  

gdzie: e jest podstawą logarytmów naturalnych; 

 średni czas rozwoju pokolenia - T=ln Ro/rm 

 czas podwojenia się populacji - DT = ln 2/rm 
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6. 5. Wpływ temperatury na aktywność enzymatyczną mszyc i roślin żywicielskich  

 

Eksperymenty prowadzono niezależnie w trzech temperaturach: 20, 25 i 28 °C 

w kontrolowanych warunkach, ze stałą wilgotnością 60% ± 5% oraz fotoperiodem 

L:D=16:8. Do doświadczenia użyto bezskrzydłych samic A. pomi oraz M. rosae 

z pokolenia wiosennego. Mszyce żerowały na roślinie żywicielskiej przez okres 24, 48, 

72, 96 oraz 336 godzin (2 tygodnie). Kontrolę stanowiły mszyce zebrane bezpośrednio 

z hodowli wyjściowej hodowanej w 20 °C tuż przed rozpoczęciem doświadczenia. Po 

uprzednio określonym czasie mszyce oraz fragment rośliny żywicielskiej zbierano 

w celu oznaczeń aktywności enzymatycznej. Aktywność enzymatyczną oznaczano 

zarówno w roślinach zasiedlonych przez mszyce oraz równolegle w roślinach nie 

zasiedlonych mszycami, hodowanych w każdej temperaturze jako samodzielna 

kontrola. Doświadczenie wykonane było w 3 powtórzeniach. 

 

6.6. Przygotowanie homogenatów z mszyc 

 

Mszyce (30 osobników) umieszczano w buforze fosforanowym (0.1 M, pH 7,0)  

a następnie homogenizowano w temperaturze 0 °C. Homogenat zwirowano w wirówce 

w temperaturze 4 °C. Supernatant, który powstał był używany do późniejszych 

oznaczeń aktywności enzymatycznej. 

 

6.7 Przygotowanie homogenatów z roślin 

 

Próbkę materiału roślinnego (1g) homogenizowano w buforze fosforanowym 

(0.1 M, pH 7,0) w temp. 0 °C. Otrzymany homogenat przesączono, a następnie 

odwirowano w temperaturze 4 °C. Zebrany supernatant wykorzystano do analiz 

enzymatycznych. 

 

6.8 Oznaczanie aktywności dysmutazy ponadtlenkowej  

 

Aktywność SOD została określona metodą Wang i in. (Wang i Tsai, 2000), 

W skład mieszaniny reakcyjnej wchodził 0,2 M bufor fosforanowy pH 7,8, homogenat 

roślinny lub zwierzęcy, 0,25 mM roztwór nitro blue tertrazolium (NBT) 

w 0,2 M buforze fosforanowym pH 7,8 oraz 0,25 mM roztwór ksantyny. Mieszaninę 

inkubowano, a następnie zmierzono absorbancję przy długości fali 560 nm. Jednostkę 
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aktywności stanowiła ilość enzymu potrzebna do zahamowania reakcji wytwarzania 

anionorodnika nadtlenkowego o połowę. 

 

6.9 Oznaczanie aktywności katalazy 

 

Aktywność CAT oznaczono z wykorzystaniem metody Aebi (Aebi, 1984) 

z niewielką modyfikacją. Mieszanina reakcyjna składała się z 0,1 M buforu 

fosforanowego pH 7,0, ekstraktu roślinnego lub zwierzęcego oraz nadtlenku wodoru. 

Aktywność enzymu określano na podstawie spadku ilości nadtlenku wodoru, co 

szacowano na podstawie zmian absorbancji przy długości fali 240 nm i wyrażano 

w przeliczeniu na mg białka/min. 

 

6.10 Oznaczanie aktywności β-glukozydazy  

 

Aktywność β-glukozydazy zastała określona zgodnie z metodą Katagiri 

(Katagiri, 1979). W skład mieszaniny reakcyjnej wchodził: 50 mM roztwór p-

nitrofenylo-β-D-glukopiranozydu, 0,2 M bufor fosforanowy pH 5,8 oraz ekstrakt 

roślinny lub zwierzęcy. Całość mieszaniny inkubowano 30 minut w temperaturze 25 °C, 

po czym dodawano 2% roztworu Na2CO3. Aktywność enzymu określano na podstawie 

ilości uwolnionego p-nitrofenolu poprzez odczyt absorbancji przy długości fali 400 nm. 

 

6.11 Oznaczanie aktywności transferazy-S glutationowej  

 

Aktywność GST określono metodą Leszczyńskiego i Dixon (Leszczynski 

i Dixon, 1992). Mieszaninę reakcyjną złożoną z homogenatu roślinnego lub 

zwierzęcego oraz 0,2 mM roztworu zredukowanego glutationu (GSH) rozpuszczonego 

w 0,1 M buforze fosforanowym (pH 7,0) inkubowano w temperaturze 30 °C przez 10 

min. Po tym czasie do mieszaniny dodano 100 mM 1-chloro-2,4-dinitrobenzenu 

(CDNB) i inkubowano jeszcze przez 5 minut w tej samej temperaturze. Absorbancję 

mierzono przy długości fali 340 nm.  

 

6.12 Oznaczanie aktywności oksydazy polifenolowej  

 

Aktywność PPO została określony za pomocą metody opisanej przez Miles 

(Miles, 1964) z uwzględnieniem modyfikacji Lauremy i in. (Miles, 1964). W skład 

mieszaniny reakcyjnej wchodził 0,2 M bufor fosforanowy pH 7,4, homogenat roślinny 
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lub zwierzęcy oraz 10 mM roztwór katecholu. Tak przygotowaną mieszaninę 

inkubowano przez 30 minut w temperaturze 30 °C. Pomiarów absorbancji otrzymanej 

mieszaniny dokonywano przy długości fali 460 nm. Równolegle prowadzono pomiar 

absorbancji próby kontrolnej, która zawierała zamiast ekstraktu 0,2 M bufor 

fosforanowy pH 7,4. W oparciu o otrzymane wyniki wyliczano aktywność 

enzymatyczną jako ΔA460/min/mg białka.  

 

6.13 Oznaczanie aktywności peroksydazy  

 

Aktywność peroksydazy oznaczono metodą Ferman i Dimond (Fehrmann 

i Dimond, 1969). Mieszaninę reakcyjną stanowił 0,1 M bufor fosforanowy pH 7.0, 

ekstrakt roślinny lub zwierzęcy, woda destylowana, 0,2 M roztwór pirogalolu oraz 3% 

H2O2. Całość mieszaniny była inkubowana przez 25 min w temperaturze 30 °C, po 

czym do mieszaniny dodano 25% roztworu kwasu trichlorooctowego (TCA). 

Absorbancję zmierzono wobec próby kontrolnej zawierającej zamiast ekstraktu 0,1 M 

bufor fosforanowy pH 7.0, przy długości fali 430. Aktywność enzymu została wyrażona 

jako µmol × min-1 × mg białka-1. 

 

6.14 Zawartość białka w homogenatach z tkanek roślinnych i zwierzęcych  

 

Zawartość białka w badanych ekstraktach enzymatycznych oznaczono metodą 

Lowry i in. (Lowry i in., 1951). Metoda ta jest oparta na reakcji biuretowej. Na 

mieszaninę reakcyjną składał się ekstrakt z mszyc lub rośliny żywicielskiej oraz 2% 

roztwór Na2CO3 rozpuszczony 0,1M roztworze NaOH. Do całości następnie dodano 

0,5% roztwór CuSO4 w 1% cytrynianie. Całość inkubowano przez 10 min, a następnie 

dodano odczynnik Folina. Mieszaninę inkubowano przez kolejne 30 min. a następnie 

zmierzono absorbancję przy 750 nm. Zawartość białka wyrażono jako mg/mL. 

Szczegółowe opisy metod oznaczeń aktywności enzymatycznej u A. pomi 

umieszczono w Publikacji 2, u M. rosae w Publikacji 3. Analizy aktywności 

enzymatycznej dla Ch. japonica pokazano w Publikacji 1, dla R. rugosa w Publikacji 3. 
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6.15 Wpływ temperatury na aktywność metaboliczną mszyc 

 

Aktywność metaboliczną mszyc mierzono w trzech temperaturach 20, 25 i 28 °C, 

używając kalorymetru izotermicznego TAM III. Kalorymetr wyposażony był 

w oprogramowanie TAM Assistant. Dwadzieścia mszyc na młodym liściu umieszczono 

w 4,0 mL ampułkach kalorymetrycznych z 0,25 0,25 μL wody. Po 30 minutach, które 

są potrzebne do zrównoważenia temperatury, krzywe mocy cieplnej rejestrowano przez 

24 godziny (Publikacja 2). 

 

6.16 Opracowanie statystyczne 

 

Normalność była testowana za pomocą testu Shapiro–Wilka natomiast 

jednorodność wariancji za pomocą testu Levene'a. Dane prezentowane w analizach 

przedstawiono jako średnie z błędem standardowym (średnia ± SE). Istotność różnic 

w długości życia, płodnością w poszczególnych temperaturach badano testem 

Kruskala–Wallisa. Hipoteza zerowa zakładała, że nie ma różnic statystycznych 

pomiędzy parametrami: długością okresów rozwojowych, całkowitą długością życia 

oraz płodnością populacji pomiędzy temperaturami. 

Wszystkie analizy biochemiczne przeprowadzono w trzech niezależnych 

powtórzeniach (n = 3). Do zbadania różnic między średnią aktywnością enzymatyczną 

zastosowano analizę wariancji (ANOVA). Aby porównać uśrednione wartości 

aktywności enzymatycznej zastosowano dwuczynnikowy test ANOVA dla tkanek 

mszyc oraz trójczynnikowy test ANOVA dla tkanek roślinnych (p < 0,05). Uśrednione 

wartości aktywności enzymatycznej porównano za pomocą dwóch zmiennych 

objaśniających (czynników) dla mszyc temperatura (20, 25 lub 28 °C) i czas (0, 24, 48, 

72, 96 i 336 h) oraz trzech zmiennych dla roślin, temperatura (20, 25 lub 28 °C), czas 

(0, 24, 48, 72, 96 i 336 h) i obecność mszyc. Analizy przeprowadzono oddzielnie dla 

każdego enzymu. Znaczenie różnic między średnimi wskaźnikami aktywności 

enzymatycznej obliczono za pomocą testu Duncana lub za pomocą nieparametrycznego 

testu Kruskala-Wallisa.  

Wpływ temperatur na aktywność metaboliczną mszyc oceniano 

jednoczynnikowym testem ANOVA (p < 0,05). Wyniki wyrażono jako średnią 

i rozdzielono przy użyciu testu Tukeya. Analizy statystyczne przeprowadzono 

z wykorzystaniem programu Statistica, wersja 13 (TIBCO Software Inc., 2017, 
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http://statistica.io.) oraz oprogramowania PAST (PAleontological STatistic wersja 

3.25). 

 

7. WYNIKI  

 

Wyniki przeprowadzonych badań podsumowano w cyklu 3 publikacji naukowych, 

które stały się podstawą do ubiegania się o stopień naukowy. 

1. Durak, R.; Dampc, J.; Dampc, J. Role of temperature on the interaction between 

Japanese quince Chaenomeles japonica and herbivorous insect Aphis pomi 

(Hemiptera: Aphidoidea). Environ. Exp. Bot. 2020, 176, 104100, 

doi:10.1016/j.envexpbot.2020.104100. (IF=5.545, Punkty MNiSW=100) 

2. Dampc, J.; Kula-Maximenko, M.; Molon, M.; Durak, R. Enzymatic defense 

response of apple aphid Aphis pomi to increased temperature. Insects 2020, 11, 

436, doi:10.3390/insects11070436. (IF=2.769, Punkty MNiSW=100) 

3. Dampc, J.; Mołoń, M.; Durak, T.; Durak, R. Changes in Aphid—Plant 

Interactions under Increased Temperature. Biology (Basel). 2021, 10, 480, 

doi:10.3390/biology10060480. (IF=5.079, Punkty MNiSW=100) 

 

Sumaryczna wartość współczynnika Impact Factor publikacji wchodzących w skład 

rozprawy doktorskiej (zgodnie z rokiem opublikowania) wynosi 13.393 (300 punktów 

MNiSW). 
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7.1 Wpływ temperatury na biologię oraz parametry demograficzne A. pomi oraz M. 

rosae 

 

Wzrost temperatury zarówno u A. pomi (Ryc. 1) jak i M. rosae (Ryc. 2) istotnie 

wpływał na długość życia oraz tempo rozwoju mszyc. Średnia całkowita długość życia 

u obu gatunków była istotnie najkrótsza w 28 °C. A. pomi żyły najdłużej w temperaturze 

20 °C (Ryc. 1) podczas gdy M. rosae w 25 °C (Ryc. 2). Średnia długość życia mszycy 

jabłoniowej wynosiła od 30 (28 °C) do maksymalnie 43 dni (20 °C) (Ryc. 1), podczas 

gdy M. rosae wynosiła od 23,8 (28 °C) do 28,8 dni (25 °C) (Ryc. 2). Wraz ze wzrostem 

temperatury u obu gatunków uległa istotnie skróceniu faza prereprodukcji. U A. pomi 

uległa skróceniu z 14 dni w 20°C do 12,04 dni w 28 °C (Ryc. 1), u M. rosae z 14 dni 

w 20 °C do 11,4 dni w 28 °C (Ryc. 2). Wzrost temperatury spowodował skrócenie 

okresu reprodukcji. Średni czas reprodukcji wahał się od 28,8 dni w temperaturze 20 °C 

do 16,72 dni w temperaturze 28 °C u A. pomi (Ryc. 1). Dla M. rosae średni czas 

reprodukcji dla temperatur 20, 25 i 28 °C wynosił odpowiednio: 8,9 dnia, 13 dni, 9 dni 

(Ryc. 2). Faza postreprodukcji u A. pomi była najkrótsza w temperaturze 20 °C, średnio 

trwała 1.16 dnia a maksymalnie trwała 5 dni w temperaturze 25 °C (Ryc. 1), u M. rosae 

średni czas postreprodukcji nieznacznie wydłużył się wraz ze wzrostem temperatury. 

Faza ta w temperaturze 20 °C wynosiła 2 dni natomiast dla 25 °C i 28 °C 3 dni. Nie 

wykazano jednak istotnych statystycznie różnic pomiędzy temperaturami dla tego 

gatunku (Ryc. 2). U mszycy jabłoniowej najwyższą średnią płodnością osiągnęły 

samice hodowane w temperaturze 25 °C, które rodziły średnio 49,32 larw, najniższą 

średnią płodnością charakteryzowały się mszyce z 28 °C rodzące średnio 22,4 larwy 

(Ryc. 1). M. rosae w temperaturze 20 °C i 25 °C odpowiednio rodziły średnio 18 i 17 

larw podczas gdy te żyjące w temperaturze 28 °C rodziły średnio 4,5 larwy (Ryc. 2). 

Oba gatunki charakteryzowały się wysoką przeżywalnością larw, jednak wzrost 

temperatury był czynnikiem powodującym spadek przeżywalności mszyc i obniżenie 

dobowej płodności samic (Publikacja 1, Publikacja 3). 

Obliczone parametry demograficzne pokazują, iż wrodzone tempo wzrostu 

populacji (rm) A. pomi w temperaturze 28 °C osiągnęło wartość minimalną (0,3) 

natomiast w 20 °C maksymalną (0,38), podobnie u M. rosae osiągnęło minimalną 

wartość (0,09) w temperaturze 28 °C natomiast maksymalną (0,16) w temperaturach 20 

i 25 °C. Obliczone tempo zwielokrotnienia liczebności populacji (λ) pokazuje iż 

A. pomi żerujące na Ch. japonica w ciągu dnia rośnie od 1,46 do 1,35 razy, populacja 

M. rosae w ciągu dnia rośnie w 20 °C i 25 °C 1,17 razy natomiast w 28 °C 1,09 razy. 
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Wskaźnik ten jest odwrotnie proporcjonalny do temperatury otoczenia. Średni czas 

rozwoju pokolenia (T) u A. pomi najdłuższy był w 25 °C (11,23 dnia) a najkrótszy 20 

°C (10,39 dnia) natomiast u M. rosae najdłuższy był w 20 °C (17,94 dni) a najkrótszy 

28 °C (15,62 dnia). Tempo reprodukcji netto (Ro) spada wraz ze wzrostem temperatury 

u obu gatunków. U A. pomi z 51,94 larw w 20 °C do 27,46 larw w 28 °C natomiast  

u M. rosae z 17,36 larw w temperaturze 20 °C do 4,08 larw w temperaturze 28 °C. 

Wzrost temperatury otoczenia do 28 °C istotnie negatywnie wpływa na elementy 

biologii A. pomi oraz M. rosae powodując skracanie całkowitej długość życia, okresu 

reprodukcji oraz obniża płodność samic i parametry demograficzne populacji 

(Publikacja 1, Publikacja 3).  

 

Ryc. 1. Wpływ temperatury na długość życia i średnią płodność (średnia ± SE) A. pomi (n=25 

w każdej temperaturze: 20, 25 i 28 °C). (A) Długość poszczególnych faz rozwojowych (prereprodukcja, 

reprodukcja i postreprodukcja) A. pomi w temperaturach: 20, 25, 28 °C (B). Wartości oznaczone różnymi 

literami różnią się istotnie przy p < 0,05 na podstawie testu Kruskala–Wallisa. 
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Ryc. 2. Wpływ temperatury na długość życia i średnią płodność M. rosae (średnia ± SE) n = 25 

w każdej temperaturze 20, 25 i 28 °C) (a). Długość faz rozwojowych M. rosae (prereprodukcja, 

reprodukcja i postreprodukcja) (b). Wartości oznaczone różnymi literami różnią się istotnie przy p < 0,05 

na podstawie testu Kruskala–Wallisa. 

 

7.2 Wpływ temperatury na aktywność enzymatyczną w tkankach mszyc  

 

Aktywność SOD w tkankach A. pomi po rozpoczęciu żerowania istotnie wzrosła 

w 25 i 28 °C już po 24 godzinach żerowania. Dalszy wzrost aktywności obserwowano 

po 48 godzinach w 25 i 28 °C natomiast w temperaturze 20 °C aktywność w dalszym 

ciągu była porównywalna z kontrolą. W trzeciej dobie nastąpił niewielki spadek 

aktywności enzymu. Aktywność SOD po 96 godzinach żerowania w temperaturze 25 

i 28 °C nadal była wyższa niż w kontroli. W temperaturze 20 °C nie wykazano 

istotnych różnic aktywności w stosunku do kontroli (Ryc. 3)(Publikacja 2). Analiza 

aktywności SOD w tkankach M. rosae wykazała podobne zależności aktywności 

względem temperatury. Enzym ten wykazywał najwyższe aktywności w 28 °C, 

a najniższe w 20 °C, jednak aktywność SOD wzrastała w temperaturze 25 i 28 °C 

podczas całego eksperymentu. W temperaturze 20 °C obserwowano jedynie niewielki 

wzrost aktywności po 48 godzinach, po którym nastąpił spadek. Aktywność po dwóch 

tygodniach w 20 °C była porównywalna z kontrolą, podczas gdy w 25 i 28 °C osiągnęła 

najwyższe wartości (Ryc. 4)(Publikacja 3). Wzrost aktywności CAT w tkankach 

A. pomi obserwowany był w 25 i 28 °C już w pierwszej dobie eksperymentu. 

Aktywność w tych temperaturach po dwóch dobach żerowania stopniowo się obniżała, 

ale po 336 godzinach była nadal wyższa niż kontrola. Nie obserwowano istotnego 

wzrostu aktywności CAT w stosunku do kontroli w temperaturze 20 °C (Ryc. 

3)(Publikacja 2). W tkankach M. rosae aktywność CAT również osiągnęła najwyższe 

wartości w 25 i 28 °C po 24 godzinach, a następnie malała do końca eksperymentu. 

W temperaturze 20 °C aktywność tego enzymu stopniowo wzrastała do 72 godzin, 

a następnie spadała. Po 2 tygodniach we wszystkich temperaturach aktywność CAT 

obniżyła się w stosunku do aktywności w pierwszej dobie eksperymentu (Ryc. 

4)(Publikacja 3). Wzrost temperatury spowodował u obu gatunków reakcje już 

w pierwszej dobie, obserwowano wtedy gwałtowny wzrost aktywności SOD i CAT, 

który był wprost proporcjonalny do wzrostu temperatury. 
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Ryc. 3. Zmiana aktywności dysmutazy ponadtlenkowej (SOD) (A) i katalazy (CAT) (B) w tkankach 

A. pomi w temperaturach 20, 25 i 28 °C (średnia ± SE). Wartości oznaczone różnymi literami różnią się 

istotnie przy p < 0,05 (test Duncana). 

 
Ryc. 4. Zmiana aktywności dysmutazy ponadtlenkowej (SOD) (a) i katalazy (CAT) (b) w tkankach 

M. rosae w temperaturach 20, 25 i 28 °C (średnia ± SE). Wartości oznaczone różnymi literami różnią się 

istotnie przy p < 0,05 (test Duncana). 

 

Wzmożona aktywności GST u A. pomi obserwowana była po 48 godzinach 

w temperaturze 25 i 28 °C. Wzrost aktywności utrzymywał się w 28 °C do końca 

eksperymentu podczas gdy w temperaturze 25 °C po 2 tygodniach obniżył się do 

poziomu kontroli. W temperaturze 20 °C aktywność GST utrzymywała się na 
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podobnym poziomie przez cały eksperyment (Ryc. 5) (Publikacja 2). Aktywność GST 

stwierdzona w tkankach M. rosae różniła się istotnie od aktywności owadów 

kontrolnych w 28 °C od 48 do 96 godziny. Istotny wzrost aktywności GST w tkankach 

mszyc zaobserwowano również w 25 °C po 24 godzinach. Po początkowym wzroście 

obserwowano stopniowy spadek aktywności enzymatycznej we wszystkich 

temperaturach. Najwyższą aktywność obserwowano w 28 °C (Ryc. 6)(Publikacja 3). 

Istotny statystycznie wzrost aktywności β-glukozydazy u A. pomi żerujących w 25 i 28 

°C był obserwowany już po 24 godzinach. Wzrost utrzymywał się do końca 

eksperymentu, najwyższa aktywność tego enzymu obserwowano w temperaturze 28 °C 

po 336 godzinach. Wraz ze wzrostem temperatury otoczenia aktywność enzymatyczna 

β-glukozydazy była wyższa (Ryc. 5)(Publikacja 2). β- glukozydaza w tkankach 

M. rosae wykazała wzrost aktywności po 24 godzinach tylko w 28 °C, następnie po 

początkowym wzroście aktywności spadła. Enzym ten osiągał najwyższą wartość po 

2 tygodniach w każdej temperaturze. Aktywność enzymatyczna osiągnęła najniższe 

wartości aktywności w 28 °C (Ryc. 6)(Publikacja 3). Aktywność enzymów 

detoksykacyjnych wzrastała w czasie u obu gatunków mszyc. Enzymy te wykazywały 

najwyższą aktywność w 28 °C. 

 

Ryc. 5. Zmiana aktywności β- glukozydazy (A) i transferaza S-glutationowa (GST) (b) w tkankach 

A. pomi w temperaturach 20, 25 i 28 °C (średnia ± SE). Wartości oznaczone różnymi literami różnią się 

istotnie przy p < 0,05 (test Duncana). 
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.  

Ryc. 6. Zmiana aktywności transferaza S-glutationowa (GST) (a) i β- glukozydazy (b) w tkankach 

M. rosae w temperaturach 20, 25 i 28 °C (średnia ± SE). Wartości oznaczone różnymi literami różnią się 

istotnie przy p < 0,05 (test Duncana). 

 

Niewielki wzrost aktywności PPO wraz ze wzrostem temperatury w tkankach 

A. pomi nastąpił już w pierwszej dobie. Po 48h żerowania w 25 i 28 °C natomiast 

nastąpił istotny w stosunku do kontroli wzrost aktywności. Najwyższe wartości 

aktywność PPO obserwowano po 336 godzinach eksperymentu w temperaturze 28 °C 

(Ryc. 7)(Publikacja 2). Aktywność PPO w tkankach M. rosae była wprost 

proporcjonalna do wzrostu temperatury, jednak najwyższe wartości aktywności PPO 

notowano w temperaturze 28 °C. Po początkowym wzroście aktywności po 24 

godzinach enzym ten stopniowo zmniejszał swoją aktywność. W temperaturze 25 °C po 

48 godzinach nastąpił niewielki wzrost aktywności, która w kolejnej dobie spadła (Ryc. 

8)(Publikacja 3). Wzrost aktywności POD u mszycy jabłoniowej obserwowano po 24 

godzinach żerowania w 25 i 28 °C, a następnie notowano obniżenie aktywności po 48 

godzinach do wartości porównywalnych z kontrolą. Kolejny istotny wzrost aktywności 

obcerowano po 2 tygodniach żerowania w 25 i 28 °C. Aktywność wzrastała wraz ze 

wzrostem temperatury w każdym punkcie czasowym jednak wzrost nie zawsze był 

istotny statystycznie(Ryc. 7)(Publikacja 2). Aktywność POD u M. rosae wzrosła we 

wszystkich temperaturach, aby osiągnąć szczytowe wartości po 2 tygodniach 

eksperymentu. Najwyższe wartości aktywności zaobserwowano w 28 °C, a najniższe 

w 20 °C (Ryc. 8)(Publikacja 3). Enzymy oksydoredukcyjne u obu gatunków 

wykazywały najwyższą aktywność w 28 °C, aktywność rosła przez cały eksperyment.  
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Ryc. 7. Zmiana aktywności oksydazy polifenolowej (PPO) (A) i peroksydazy (POD) (B) w tkankach 

A. pomi w temperaturach 20, 25 i 28 °C (średnia ± SE). Wartości oznaczone różnymi literami różnią się 

istotnie przy p < 0,05 (test Duncana). 

 

Ryc. 8. Zmiana aktywności oksydazy polifenolowej (PPO) (a) i peroksydazy (POD) (b) w tkankach 

M. rosae w temperaturach 20, 25 i 28 °C (średnia ± SE). Wartości oznaczone różnymi literami różnią się 

istotnie przy p < 0,05 (test Duncana). 

 

 



 25 

7.3 Wpływ temperatury i żerowania mszyc na aktywność enzymatyczną w tkankach 

rośliny żywicielskiej 

 

Żerowanie mszyc spowodowało wzrost aktywności SOD w tkankach obu roślin 

żywicielskich już po 24 godzinach żerowania, tą zależność obserwowano we 

wszystkich temperaturach zarówno u Ch. japonica jak i u R. rugosa, jednak w 20 °C 

aktywność SOD była najwyższa. W przypadku Ch. japonica nieznaczny spadek 

aktywności SOD zaobserwowano w drugiej dobie, a następnie obserwowano stopniowy 

spadek aktywności enzymu. W ostatnim punkcie pomiarowym nastąpił znaczny wzrost 

aktywności SOD u roślin hodowanych w 28 °C. Obserwowano również nieistotny 

statystycznie wzrost aktywności SOD w roślinach kontrolnych (Ryc. 9) (Publikacja 1). 

W przypadku R. rugosa aktywność w temperaturze 25 i 28 °C stopniowo obniżała się 

wraz upływem czasu, po upływie 336h była niższa niż w kontroli. Aktywność SOD 

w tkankach róży pomarszczonej przez cały eksperyment utrzymywała się na stałym 

poziomie wyższym niż w kontroli, w tej temperaturze enzym wykazywał najwyższą 

aktywność (Ryc. 10) (Publikacja 3). Poziom CAT w tkankach Ch. japonica poddanych 

żerowaniu mszyc osiągał najwyższe wartości w pierwszej dobie, aktywność była 

odwrotnie proporcjonalna do temperatury. Aktywność CAT w kolejnych dniach 

obniżała się, jednak przez eksperyment była wyższa niż w tkankach roślin kontrolnych 

(Ryc. 9) (Publikacja 1). Podobne zależności aktywności CAT również obserwowano 

w tkankach R. rugosa. Enzym ten osiągnął najwyższe wartości po 24 godzinach w 20 

i 25 °C. Następnie nastąpił spadek aktywności CAT (Ryc. 10) (Publikacja 3). Rośliny 

zareagowały na stres już w pierwszej dobie zwiększoną aktywnością enzymów 

antyoksydacyjnych, które u obu gatunków roślin żywicielskich wykazywały najwyższą 

aktywność w 20 °C. Aktywność obniżała się wraz ze wzrostem temperatury.  
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Ryc. 9. Wpływ temperatury i żerowania mszyc na aktywność SOD (A) i CAT (B) (średnia ± SE, n=3)  

w tkankach Ch. japonica. Wartości oznaczone różnymi literami różnią się istotnie przy p < 0,05 (test 

Kruskala–Wallisa).  

 
Ryc. 10. Wpływ temperatury i żerowania mszyc na aktywność SOD (a) i CAT (b) (średnia ± SE, n=3)  

w tkankach R. rugosa. Wartości oznaczone różnymi literami różnią się istotnie przy p < 0,05 (test 

Duncana).  

 

Aktywność GST w tkankach Ch. japonica w była istotnie wyższa niż 

w roślinach kontrolnych. Najwyższa aktywność GST obserwowana była w tkankach 

pigwowca japońskiego przez pierwsze 2 doby w 20 °C. Aktywność tego enzymu 

spadała wraz z rosnącą temperaturą (Ryc. 11) (Publikacja 1). Aktywność GST 

w tkankach róży była istotnie wyższa w roślinach zaatakowanych przez mszyce niż 

w kontrolnych we wszystkich wariantach temperaturowych. Aktywność w każdej 
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temperaturze pozostawała stabilna przez cały czas trwania eksperymentu i osiągała 

najniższe wartości 2 tygodnie od rozpoczęcia eksperymentu. Nie stwierdzono istotnych 

różnic w aktywności GST pomiędzy temperaturami w poszczególnych dniach 

doświadczenia (Ryc. 12) (Publikacja 3). Aktywność β-glukozydazy w tkankach 

pigwowca japońskiego była najwyższa we wszystkich temperaturach w ciągu 

pierwszych trzech dni po rozpoczęciu żerowania owadów. Następnie spadła, ale nadal 

utrzymywała się na wyższym poziomie niż w roślinach kontrolnych. Największą 

aktywność β-glukozydazy w tkankach Ch. japonica przebywających w temperaturze 20 

°C i 28 °C osiągnięto po 72 h, a dla 25 °C po 48 h od rozpoczęcia żerowania mszyc 

(Ryc. 11) (Publikacja 1). W tkankach róży pomarszczonej poziom β-glukozydazy 

wzrastała przez 48 godzin w 25 i 28 °C, natomiast w 20 °C wzrastała przez 72 godziny. 

W temperaturze 20 °C poziom β - glukozydaza był wyższy niż w roślinach kontrolnych 

przez pierwsze 4 doby. Aktywność następnie spadła do wartości porównywalnych 

z kontrolą. Po początkowym wzroście aktywności w temperaturze 25 i 28 °C w ciągu 

48 h, aktywność spadła do wartości porównywalnych z kontrolą (Ryc. 12)(Publikacja 

3). Enzymy detoksykacyjne u obu gatunków roślin żywicielskich wykazywały 

najwyższą aktywność w 20 °C, aktywność obniżała się wraz ze wzrostem temperatury.  

 

Ryc. 11. Wpływ temperatury i żerowania mszyc na aktywność transferazy S-glutationowej (GST) (A) i β-

 glukozydazy (B) (średnia ± SE, n=3) w tkankach Ch. japonica. Wartości oznaczone różnymi literami 

różnią się istotnie przy p < 0,05 (test Kruskala–Wallisa).  
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Ryc. 12. Wpływ temperatury i żerowania mszyc na aktywność transferazy S-glutationowej (GST) (a)  

i β- glukozydazy (b) (średnia ± SE, n=3) w tkankach R. rugosa. Wartości oznaczone różnymi literami 

różnią się istotnie przy p < 0,05 (test Duncana).  

 

W tkankach pigwowca aktywność PPO w ciągu pierwszych czterech dni 

utrzymywała się we wszystkich temperaturach na wyższym poziomie niż w roślinach 

kontrolnych. Po 2 tygodniach aktywność PPO spadła do wartości porównywalnych 

z kontrolą. Poziom aktywności tego enzymu był najwyższy w temperaturze 20°C po 48 

h doświadczenia. Jednak najwyższą aktywność w temperaturze 28 °C stwierdzono 

dopiero po 96 godzinach. Wzrost temperatury w niewielkim stopniu wpłynął na rośliny 

kontrolne, powodując nieistotny wzrost aktywności PPO (Ryc. 13) (Publikacja 1). 

Aktywność PPO w tkankach R. rugosa najszybciej wzrastała w temperaturze 20 °C, 

osiągając najwyższą wartość w tej temperaturze po 72 godzinach. W innych 

temperaturach wzrost był mniej gwałtowny. Wzrost aktywności PPO w temperaturze 25 

°C i 28 °C był wolniejszy, najwyższą aktywność w tych temperaturach enzym osiągnął 

po 2 tygodniach (Ryc. 14) (Publikacja 3). Żerowanie mszyc wpłynęło na aktywność 

POD w tkankach Ch. japonica, powodując znaczny wzrost aktywności tego enzymu 

w 24 i 48 h doświadczenia w 20 °C, w tej temperaturze wzrost aktywności był 

najbardziej widoczny. Najwyższa aktywność była widoczna w 20. W kolejnych dniach 

aktywność tego enzymu spadała i była porównywalna z roślinami kontrolnymi (Ryc. 

13) (Publikacja 1). Wzrost aktywności POD u róży obserwowany był we wszystkich 

temperaturach (20, 25 i 28 °C), utrzymywał się przez pierwsze 3 dni z niewielkim 

spadkiem wartości po 96 godzinach. W tym czasie największy wzrost aktywności POD 
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zaobserwowano w temperaturze 20 i 25 °C. Po 2 tygodniach w 25 i 28 °C 

zaobserwowano kolejny wzrost aktywności, natomiast w 20 °C odnotowano nieznaczny 

spadek aktywności. W trakcie eksperymentu aktywność POD była wyższa niż u roślin 

kontrolnych (Ryc. 14)(Publikacja 3). Oksydoreduktazy u obu gatunków roślin 

żywicielskich wykazywały najwyższą aktywność w 20 °C.  

 

 

Ryc. 13. Wpływ temperatury i żerowania mszyc na aktywność oksydazy polifenolowej (PPO) (A) 

i peroksydazy (POD) (B) (średnia ± SE, n=3) w tkankach Ch. japonica. Wartości oznaczone różnymi 

literami różnią się istotnie przy p < 0,05 (test Kruskala–Wallisa).  
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Ryc. 14. Wpływ temperatury i żerowania mszyc na aktywność oksydazy polifenolowej (PPO) (a) 

i peroksydazy (b) (średnia ± SE, n=3) w tkankach R. rugosa. Wartości oznaczone różnymi literami różnią 

się istotnie przy p < 0,05 

 

7.4 Wpływ temperatury na aktywność metaboliczną mszyc 

 

Przeprowadzone analizy krzywych mocy cieplnej wykazały istotny wpływ 

temperatury na aktywność metaboliczną mszyc. Moc cieplna mszyc wzrasta wraz ze 

wzrostem temperatury. Zaobserwowano różnice w natężeniu i kształcie krzywych. 

Najniższą emisję mocy cieplnej zaobserwowano u mszyc żyjących w temperaturze 20 

°C w porównaniu z wyższymi temperaturami. Najwyższą emisję mocy cieplnej 

zaobserwowano w temperaturze 28 °C. Mszyce w temperaturze 28 °C emitowały 

najwięcej energii cieplnej i zużywały tlen znacznie szybciej niż owady w niższych 

temperaturach. Energia cieplna wytwarzana przez mszyce we wszystkich warunkach 

wzrastała wraz ze wzrostem temperatury. Mszyce żyjące w 20 °C wykazywały 

najniższą aktywność metaboliczną. Nie zaobserwowano istotnych różnic w emisji 

energii cieplnej między 25 a 28 °C (Ryc. 15) (Publikacja 2).  
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Ryc. 15. Krzywe mocy cieplnej [mW × g−1] (A) energia cieplna (średnia ± SE) [J × g−1] (B) A. pomi 

w temperaturze 20, 25 i 28 °C (p < 0,05) (test Tukeya). 
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8. DYSKUSJA 

 

Wzrost temperatury może oddziaływać zarówno na owady jak i ich rośliny 

żywicielskie, wpływa na homeostazę wewnątrzkomórkową zaburzając procesy 

produkcji oraz neutralizacji RFT. Takie zaburzenia mogą prowadzić do powstawania 

uszkodzeń oksydacyjnych (Zhang i in., 2015). Jednak dzięki skoordynowanemu 

współdziałaniu enzymów antyoksydacyjnych, detoksykacyjnych i oksydo-redukcyjnych 

zarówno owady jak i rośliny neutralizują RFT i inne szkodliwe metabolity(Bi i Felton, 

1995; Thaler i Bostock, 2004).  

Dla owadów temperatura jest jednym z najważniejszych czynników 

środowiskowych, wpływających na ich elementy biologii takie jak tempo rozwoju, 

reprodukcję czy długość życia. Wzrost temperatury w przypadku gdy, znajduje się 

w granicy tolerancji gatunku, ma pozytywny wpływ na rozwój mszyc. Dla gatunków  

z klimatu umiarkowanego temperatura 28 °C znajduje się powyżej optimum 

termicznego i ma negatywny wpływ na ich rozwój (Davis i in., 2006; Kuo i in., 2006; 

Durak i in., 2015). Wzrost temperatury powyżej optimum termicznego może 

powodować zakłócenia w rozwoju mszyc, obniżać ich długość życia, płodność oraz 

parametry demograficzne (Chiu i in., 2012). Przeprowadzone badania wykazały, że A. 

pomi jak i M. rosae wykazywały skrócenie długości życia wraz ze wzrostem 

temperatury nawet o 20%. Gatunki te najkrócej żyły w temperaturze 28 °C. Mszyce A. 

pomi oraz M. rosae wykazywały najwyższą płodność odpowiednio w temperaturach 20 

i 25 °C. Wzrost temperatury do 28 °C spowodował istotny spadek średniej płodności 

samic. Wzrost temperatury zarówno u A. pomi jak i M. rosae spowodował skrócenie 

fazy prereprodukcji, która była najkrótsza w 28 °C. Zaobserwowano również, że wzrost 

temperatury zmniejszał przeżywalność i dobową płodność mszyc (Publikacja 1, 

Publikacja 3). Wzrost przekraczający optimum termiczne Myzus varians zakłócił jego 

rozwój, owady nie osiągały dojrzałości i nie rodziły larw (Chiu i in., 2012). Parametry 

demograficzne populacji A. pomi i M. rosae były najwyższe  w temperaturze 20 i 25 °C. 

Wzrost do 28 °C obniżyły wartość parametrów demograficznych populacji badanych 

gatunków.  

Kluczową rolę w obronie mszyc przed wzrostem temperatury pełni obrona 

enzymatyczna. Enzymy antyoksydacyjne, detoksykacyjne i oksydoredukcyjne są 

najważniejszymi enzymami zaangażowanymi w neutralizację RFT i ksenobiotyków. 

Przeprowadzone badania wykazały, że u mszyc obserwujemy dwa etapy odpowiedzi na 
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wzrost temperatury: krótkotrwały (24–96 h) oraz długotrwały (2 tygodnie).  

W pierwszym etapie współpracują ze sobą enzymy antyoksydacyjne, natomiast  

w drugim etapie główną rolę odgrywają enzymy detoksykacyjne i oksydo-redukcyjne 

(Publikacja 2, Publikacja 3). 

Wzrost temperatury w zakresie 20 do 28 °C skutkował wzrostem odpowiedzi 

obronnych obu gatunków mszyc. Aktywność SOD w tkankach M. rosae i A. pomi była 

najniższa w 20 °C i w tej temperaturze aktywność tego enzymu rosła najwolniej  

i stabilizowała się najszybciej. W temperaturze 25 i 28 °C aktywność SOD wyraźnie 

wzrastała wraz z biegiem czasu. Wzrost CAT u obu gatunków zaobserwowano już po 

24 h doświadczenia. Aktywność tego enzymu stopniowo malała w trakcie 

eksperymentu i była wprost proporcjonalna do wzrostu temperatury (Publikacja 2, 

Publikacja 3). Wzrost aktywności SOD i CAT zaobserwowano również u innych 

gatunków mszyc Sitobion avenae i Rhopalosiphum padi w odpowiedzi na zmianę 

rośliny żywicielskiej. Podczas żerowania owadów na roślinach odpornych na mszyce 

aktywność tych enzymów była wyższa niż w kontroli (Łukasik i Goławska, 2013). 

Zaobserwowano również zmianę aktywności SOD i CAT w wyniku adaptacji silnie 

polifagicznego gatunku Myzus persicae do różnych roślin żywicielskich (Abdelsalam  

i in., 2016). Wzrost temperatury powyżej optimum termicznego u ćmy Mythimna 

separata spowodował wzrost aktywności SOD i CAT (Ali i in., 2017). 

Główną rolę u mszyc w zapobieganiu skutkom zmian w roślinie żywicielskiej 

oraz neutralizacji wtórnych metabolitów pełnią enzymy detoksykacyjne (GST i β-

glukozydaza), roślinne wtórne metabolity dla owadów mogą być toksyczne lub 

allelopatyczne (Sprawka i in., 2014). Aktywność GST i β-glukozydazy wzrastała wraz 

ze wzrostem temperatury zarówno w tkankach M. rosae jak i A. pomi, największy 

wzrost aktywności zaobserwowano u obu gatunków w temperaturze 28 °C (Publikacja 

2, Publikacja 3). Wzrost aktywności GST mógł być spowodowany akumulacją 

produktów peroksydacji lipidów w wyniku wzrostu temperatury (Jena i in., 2013; 

Zhang i in., 2015). Wzrost aktywności GST jest również wskaźnikiem adaptacji mszyc 

do zmian w składzie ksenobiotyków zawierających związki fenolowe pochodzenia 

roślinnego (Després i in., 2007). Zaobserwowano również wzrost aktywności GST  

w wyniku rosnącej temperatury u Aphidius gifuensis (Kang i in., 2017). Aktywność β-

glukozydazy jest silnie związana ze składem chemicznym rośliny żywicielskiej. Zmiany 

aktywności GST i β-glukozydazy obserwowano w wyniku zmiany gospodarza  

z pierwotnego na wtórnego w R. padi (Łukasik, 2009). Podobne zależności zmian 
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aktywności enzymów detoksykacyjnych zaobserwowano u Cinara tujafilina na skutek 

zmiany rośliny żywicielskiej (Durak i in., 2018). Wzrost aktywności β-glukozydazy,  

u obu badanych gatunków szczególnie widoczny był w 28 °C. Obserwowany wzrost  

w tej temperaturze był prawdopodobnie związany ze zmianami metabolizmu cukrów  

w roślinie, a tym samym składem węglowodanów w spożytym przez mszyce pokarmie. 

Temperatura otoczenia może wpływać na metabolizm cukrów w roślinie, wysoka 

temperatura może prowadzić do rozpadu skrobi (Ding i in., 2016; Dahal i in., 2019). 

Wzrost temperatury powodował również nasilenie aktywności β-glukozydazy  

w tkankach Eurygaster maura (Mehrabadi i in., 2011).  

U mszyc głównym zadaniem enzymów oksydo-redukcyjnych jest konwersja 

toksycznych roślinnych związków fenolowych do mniej toksycznych substancji 

(Urbanska i in., 1998). Aktywność PPO i POD w tkankach M. rosae i A. pomi wzrastała 

wraz ze wzrostem temperatury (Publikacja 2, Publikacja 3). Długotrwały stres 

termiczny może prowadzić do zaburzeń metabolizmu związków fenolowych  

w roślinach, na co wskazuje stopniowy wzrost PPO i POD w tkankach roślin 

żywicielskich oraz badanych mszyc. Zmiany w metabolizmie fenolu mogą prowadzić 

do zwiększonej generacji chinonów, które są bardziej toksyczne dla mszyc (Lattanzio  

i in., 2006). Zwiększenie aktywności tych enzymów zaobserwowano po podaniu do 

diety mszyc alkaloidu - graminy (Cai i in., 2009). Obserwowano również zmiany  

w aktywności PPO i POD u mszyc, która spowodowana była zmianą rośliny 

żywicielskiej (Durak i in., 2018). 

Wzrost temperatury może prowadzić do zmian fizjologicznych i metabolicznych 

również u roślin co może prowadzić do zaburzeń pigmentacji, utraty wody, fotosyntezy 

oraz prowadzić do nadmiernej generacji ROS (Almeselmani i in., 2006; Ding i in., 

2016; Dahal i in., 2019). Podobnie jak owady rośliny aby zapobiegać uszkodzeniom 

oksydacyjnym, posiadają skoordynowany system enzymów (antyoksydacyjnych, 

detoksykacyjnych i oksydo-redukcyjnych), neutralizujących RFT oraz szkodliwe 

metabolity (Foyer i Noctor, 2000). Rośliny w wyniku ekspozycji na jeden czynnik 

stresowy posiadają zdolność do modyfikacji intensywności odpowiedzi na kolejny 

stresor (Régnière i in., 2012). Rośliny w pierwszym etapie obrony przed owadami 

generują H2O2 i gromadzą związki fenolowe, a następnie uruchamiane są mechanizmy 

antyoksydacyjne i detoksykacyjne, w celu ochrony organizmu przed ich działaniem 

autoagresyjnym (Czerniewicz i in., 2017). 
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U roślin enzymy SOD i CAT pełnia istotną funkcje w odporności roślin na 

fitofagi oraz patogeny (Ferry i in., 2011; Mai i in., 2013). Zarówno u R. rugosa jak i Ch. 

japonica wzrost temperatury i żerowanie mszyc spowodowały wzmożoną aktywności 

SOD po 24 godzinach. Reakcje obronne obu gatunków badanych roślin były 

najskuteczniejsze w temperaturze 20 °C (Publikacja 1, Publikacja 3). Wzrost 

aktywności SOD zaobserwowano również w siewkach jęczmienia i pszenicy pod 

wpływem żerowania Diuraphis noxia (Moloi i van der Westhuizen, 2008) oraz w 

tkankach Thuja orientalis na skutek żerowania C. tujafilina (Durak i in., 2019). 

Aktywności CAT w tkankach R. rugosa oraz Ch. japonica zaatakowanych przez 

mszyce osiągnęła najwyższe wartości w temperaturze 20 i 25 °C, co może sugerować 

skuteczniejsze działanie tego enzymu w niższych temperaturach. W roślinach 

kontrolnych obu gatunków zaobserwowano jedynie niewielkie różnice w aktywności 

CAT pomiędzy temperaturami. Mała różnica temperatur w eksperymencie 

prawdopodobnie miała niewielki wpływ na poziom RFT w roślinach (Publikacja 1, 

Publikacja 3). Badania nad Glycine max wykazały, że wzrost temperatury  

o około 2–3 °C ma znikomy wpływ na roślinę (Grinnan i in., 2013). Wykazano również 

spadek aktywności CAT w niektórych roślinach pod wpływem wysokiej temperatury 

(Dat i in., 2000). Niski poziom CAT pozwala roślinie utrzymać wyższe stężenie H2O2, 

co może niekorzystnie wpływać na żerowanie mszyc (Ferry i in., 2011; Morkunas i in., 

2011, Czerniewicz i in., 2017). Badania odmian pszenicy odpornej na stres cieplny 

wykazały wyższy poziom CAT w jej tkankach niż u odmian wrażliwych na stres 

cieplny (Wang i in., 2014). Odmiany roślin odporne na fitofagi wykazywały wyższą 

aktywność CAT niż odmiany wrażliwe (Taggar i in., 2012; Shao i in., 2019). 

Przeprowadzone eksperymenty wykazały, że aktywność GST u obu gatunków 

roślin zaatakowanych przez mszyce była wyższa niż w roślinach kontrolnych. Wpływ 

temperatury i żerowania mszyc na R. rugosa i Ch. japonica spowodował stopniowy 

wzrost aktywności GST, prawdopodobnie z powodu powolnej akumulacji produktów 

peroksydacji lipidów. Aktywność tego enzymu w tkankach R. rugosa była wysoka  

i podobna we wszystkich temperaturach. U Ch. japonica najwyższa aktywność GST 

obserwowana była w 20 °C (Publikacja 1, Publikacja 3). Żerowanie R. padi 

powodowało wzrost poziomu GST  w sadzonkach Zea mays (Sytykiewicz i in., 2014). 

Wzrost GST zaobserwowano również  w wyniku żerowania M. persicae na Arabidopsis 

thaliana (Moran i Thompson, 2001). Jedną z funkcji roślinnych β-glukozydaz jest 

hydroliza wiązania β-glukozydowego, a tym samym aktywacja glikozydów i uwalnianie 
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substancji obronnych roślin (Morant i in., 2008). Do aktywacji glikozydowych 

związków obronnych konieczne jest mechaniczne uszkodzenie komórek. Podczas 

żerowania mszyce powodowały niewielkie uszkodzenia komórek roślinnych (Tjallingii 

i Esch, 1993), co prowadziło do nieznacznego wzrostu aktywności tego enzymu. 

Zwiększoną aktywność β-glukozydazy zaobserwowano również w tkankach  

T. orientalis po żerowaniu C. tujafilina (Durak i in., 2019). 

Aktywność POD i PPO była wyraźnie wyższa w roślinach zasiedlonych przez 

mszyce niż kontroli (Publikacja 1, Publikacja 3). U roślin oprócz funkcji detoksykacji 

RFT, POD odpowiada również za tworzenie suberyn zaangażowanych w naprawę 

uszkodzeń mechanicznych u roślin (Morkunas i Gmerek, 2007). PPO obniża wartość 

odżywczą roślin poprzez utlenianie związków fenolowych do chinonów (Park i in., 

2006). Aktywność POD koreluje z czasem żerowania i wielkością populacji 

Acyrthosiphon pisum (Morkunas i in., 2016). Uszkodzenia mechaniczne podczas 

żerowania mszyc zwiększają aktywność POD (Argandoña i in., 2001). Enzymy te mogą 

wpływać na liczbę żerujących owadów, w wyniku ich działania rozpuszczone w wodzie 

produkty utleniania fenoli mogą przedostawać się do przewodu pokarmowego owadów, 

co przyczynia się do wytwarzania RFT u owadów (Mahalingam i Fedoroff, 2003; 

Takahama, 2004). 

Długotrwałe narażenie na wysoką temperaturę (28 °C) wpływa na fizjologiczną 

reakcję mszyc, ograniczając w ten sposób rozwój i wzrost populacji, skrócenie 

reprodukcji i długości życia, a tym samym obniżenie parametrów demograficznych  

i płodności. Przeprowadzone badania wykazały, że odpowiedź mszyc na wzrost 

temperatury przebiega dwuetapowo. Pierwszy etap reakcji następuje w konsekwencji 

krótkotrwałej ekspozycji na wysoką temperaturę (28 °C). Mszyce zapobiegają 

nadmiernemu powstawaniu RFT poprzez skoordynowane współdziałanie enzymów 

antyoksydacyjnych, detoksykacyjnych i oksydo-redukcyjnych. Te mechanizmy 

obserwowano zarówno u A. pomi jak i M. rosae (Publikacja 2, Publikacja 3). Drugi etap 

odpowiedzi następuje na skutek wpływu mechanizmów obronnych rośliny żywicielskiej 

w odpowiedzi na długotrwałe działanie stresorów: biotycznego (żerowanie mszyc) oraz 

abiotycznego (wysoka temperatura), które wpływają na skład biochemiczny rośliny 

żywicielskiej. Wzmożenie mechanizmów obronnych u roślin, skutkowało wzmożoną 

reakcją obroną mszyc, co ostatecznie powodowało u tych organizmów wzrostem 

aktywności enzymatycznej (Ali i in., 2017). W tym etapie enzymy detoksykacyjne oraz 
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oksydo-redukcyjne pełnią główną rolę. Enzymy te neutralizują szkodliwe ksenobiotyki 

pochodzenia roślinnego.  

Temperatura jest kluczowym czynnikiem wpływającym na interakcje między 

roślinami a mszycami oraz reakcję fizjologiczną, co może ograniczać rozwój mszyc. 

Mszyce są w stanie szybko reagować na stres środowiskowy dzięki działaniu enzymów, 

które zapewniają im adaptację do środowiska. 
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9. WNIOSKI 

 Wzrost temperatury do 28 °C negatywnie wpływa na biologię A. pomi oraz M. 

rosae, skracając długość życia, fazę reprodukcji oraz podnosi aktywność 

metaboliczną.  

 Wzrost temperatury powoduje obniżenie płodności samic oraz parametrów 

demograficznych u A. pomi oraz M. rosae.  

 Temperatura otoczenia wpływa na aktywność enzymów antyoksydacyjnych, 

detoksykacyjnych i oksydoredukcyjnych u mszyc i roślin żywicielskich.  

 U mszyc reakcje obronne były najwyższe w temperaturze 28 °C. 

 Reakcje obronne mszyc przebiegały dwuetapowo. Pierwszym etapem była 

odpowiedź na krótkotrwałą ekspozycję na wzrost temperatury (28 °C), 

natomiast drugim etapem była odpowiedź obronna mszyc na zmiany zachodzące 

w roślinie żywicielskiej poddanej długotrwałemu stresowi abiotycznemu  

i biotycznemu. 
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11. PUBLIKACJE WCHODZĄCE W SKŁAD ROZPRAWY DOKTORSKIEJ 

11.1 Role of temperature on the interaction between Japanese quince Chaenomeles 

japonica and herbivorous insect Aphis pomi (Hemiptera: Aphidoidea) 
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11.2 Enzymatic Defense Response of Apple Aphid Aphis pomi to Increased 

Temperature 
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11.2 Changes in Aphid—Plant Interactions under Increased Temperature 
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