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1. WSTĘP 

Nymfeidy są niezwykle cennym elementem przyrody Pobrzeża Szczecińskiego. Ich 

zbiorowiska występują zarówno na obszarach chronionych (m.in. w Rezerwacie Świdwie), jak 

i na terenach silnie zantropogenizowanych. Rośliny te odgrywają istotną rolę 

w funkcjonowaniu ekosystemów wodnych, szczególnie w małych, płytkich zbiornikach. 

Ponadto ich kolorowe kwiaty i duże, unoszące się na powierzchni wody liście, stanowią cenny 

walor dekoracyjny. Nymfeidy są wpisane w naturalny krajobraz Pobrzeża Szczecińskiego i tym 

samym stanowią istotną część dziedzictwa przyrodniczego tego regionu. Właśnie dlatego 

fitocenozy nymfeidów oraz ich siedliska zostały włączone do sieci NATURA 2000, a niektóre 

z nich podlegają w Polsce ochronie gatunkowej: grążel drobny (Nuphar pumila) i grzybieńczyk 

wodny (Nymphoides peltata) – ochronie ścisłej, a grzybienie białe (Nymphaea alba) 

i grzybienie północne (Nymphaea candida) – ochronie częściowej. 

Degradacja siedlisk nie tylko ogranicza zasięg naturalnego występowania nymfeidów, ale 

także wiąże się z osłabieniem kondycji roślin, które w takich warunkach są szczególnie podatne 

na infekcje przez różne czynniki etiologiczne, wśród których najważniejsze, a jednocześnie 

najmniej poznane są grzyby i organizmy grzybopodobne (OGP). Zagrożenie jest tym bardziej 

niepokojące, że mykobiota wykazują generalizm pasożytniczy, atakując wielu gospodarzy. 

Porażenie nymfeidów przez grzyby, a także przyspieszona dekompozycja tych fitocenoz ma 

pośredni jak i bezpośredni wpływ na populacje innych hydrobiontów, w tym ryb.  

W kontekście nielicznych i bardzo fragmentarycznych danych o micromycetes 

towarzyszących wegetacji nymfeidów i determinujących ich zdrowotność w Polsce oraz braku 

takich informacji z terenu Pobrzeża Szczecińskiego podjęto niniejsze badania. 
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2. CEL BADAŃ 

Istotne znaczenie nymfeidów w funkcjonowaniu ekosystemów wodnych oraz specjalna 

ochrona siedlisk, w których występują, wyznaczona zgodnie z wytycznymi Dyrektywy 

Habitatowej dla obszarów stanowiących wyjątkowo cenne zasoby przyrodnicze Europy, 

stanowiły podstawę do poznania kondycji zdrowotnej roślin tworzących te unikalne fitocenozy.  

Celem podjętych badań było: 

• określenie bogactwa gatunkowego mykobiota zagrażających zdrowotności nymfeidów 

w wybranych zbiornikach Pobrzeża Szczecińskiego, 

• określenie aktywności Colletotrichum nymphaeae oraz możliwości ograniczenia 

jego rozwoju przez grzyby drożdżoidalne, 

• wskazanie na potencjalne zagrożenie ichtiofauny, wynikające z obecności mykobiota 

na nymfeidach. 
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3. PRZEGLĄD PIŚMIENNICTWA 

3.1. Znaczenie nymfeidów w ekosystemach wodnych 

 Nymfeidy to ekologiczna grupa roślin wodnych o liściach pływających zakorzenionych 

w dnie, przede wszystkim w strefie litoralu. W ujęciu fitosocjologicznym nymfeidy Pobrzeża 

Szczecińskiego należą do dwóch zespołów fitosocjologicznych: zespołu żabiścieku 

pływającego Hydrocharitetum morsus-ranae Langendonck 1935 oraz zespołu „lilii wodnych” 

z   grążelem żółtym i grzybieniami białymi Nupharo-Nymphaeetum albae Tomasz. 1977 

(MATUSZKIEWICZ  2002). Zespoły te występują głównie na Pojezierzach: Mazurskim, 

Pomorskim i Wielkopolskim (KLIMASZYK 2004) i są charakterystyczne dla zeutrofizowanych 

wolno płynących cieków oraz wypłyconych zbiorników wód stojących 

(MATUSZKIEWICZ  2002; PEŁECHATY I PRONIN 2015). 

Pomimo braku ścisłej definicji „płytkiego jeziora” za takie zbiorniki uważa się te, 

w których nie występuje stratyfikacja termiczna, albo tworzy się ona tylko okresowo, jedynie 

w niektórych strefach zbiornika, zaś niewielka głębokość umożliwia docieranie światła do dna 

na całej jego powierzchni. Właśnie w ekosystemach takich zbiorników kluczową rolę 

odgrywają troficzne i pozatroficzne (warunki abiotyczne akwenu) procesy zachodzące wśród 

makrofitów strefy litoralu (PIECZYŃSKA 2008). Wśród roślinności tej strefy nymfeidy 

rzadko tworzą jednorodne zwarte pasy zieleni na tafli wody, natomiast częściej są 

to rozrzucone małe asocjacje roślin, niekiedy między roślinnością oczeretów. Wyjątkowo, 

w małych zanikających jeziorach, starorzeczach i zacisznych zatokach jezior, nymfeidy tworzą 

rozległe, zwięzłe skupiska, pokrywające taflę wody zwartymi płatami (RUDNICKI I IN. 1971). 

W zbiornikach mezoeutroficznych i eutroficznych roślinność nymfeidów rozwija się 

bardzo dynamicznie. Badania ROSIŃSKIEJ I IN. (2017) na Jeziorze Swarzędzkim, wypłyconym 

miejskim zbiorniku, wykazały, że zespół Nupharo-Nymphaeetum albae, stanowiący 11 – 16% 

fitolitoralu, rozrastał się intensywnie, powiększając swoją powierzchnię w tempie ok. 0,6 

ha/rok. Z kolei na Zalewie Szczecińskim oszacowano, że na 1m2 powierzchni wynurzonej 

nymfeidów przypada ponad 2,5 razy więcej ich powierzchni zanurzonej (WOLNOMIEJSKI 

I WITEK 2013). 

W ekosystemach wodnych nymfeidy są producentami i warunkują istnienie organizmów na 

pozostałych poziomach troficznych, co umożliwia zwiększenie heterogeniczności zbiorników. 

Zgrupowania tych makrofitów tworzą środowisko życia licznych gatunków fauny (BEKLIOGLU 

I MOSS 1998; ŻBIKOWSKI I IN. 2010). Większa obfitość bezkręgowców związana z roślinami niż 

z osadami dennymi może wynikać z lepszych fizykochemicznych właściwości wód w ich 

pobliżu, m.in. dostatku tlenu i pożywienia (NESTERUK 2016). Hydrofitom towarzyszą liczne 
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gatunki epifitycznych mikroalg, tworzących zbiorowiska peryfitonu. Na Nymphaea alba (NA) 

i Nuphar lutea (NL) stwierdzono m.in. 135 taksonów okrzemek, w tym Cyclotella sp., 

Cymbella sp., Eunotia sp., Gomphonema sp., Navicula sp. i Nitzschia sp. (HAFNER I IN. 2013; 

TUNCA I IN. 2014). Fauna bezkręgowców związana z nymfeidami stanowi pożywienie dla 

innych organizmów. Dlatego im większa ilość i różnorodność nymfeidów oraz związanych z 

nimi organizmów fito- i zooperyfitonu, tym więcej gatunków bezkręgowców i kręgowców 

w strefie litoralu (SAYER I IN. 2010; ŻBIKOWSKI I IN. 2010; KURBATOVA I ERSHOV 2012; 

KAZEMI-DINAN I IN. 2014; NESTERUK 2016). Wykazano, że wysokie zagęszczenie Hydrocharis 

morsus-ranae (HMR) zwiększa liczbę i różnorodność bentosowych makrobezkręgowców (ZHU 

I IN. 2015). Podobnie, wraz  ze wzrostem zagęszczenia NA zaobserwowano zwiększenie 

populacji bezkręgowców: chruścików (Trichoptera), chrząszczy (Coleoptera), np. szarynki 

grzybieniówki (Galerucella nymphaeae), larw ważek (Odonata), pijawek (Hirudinea), m.in. 

Haemopis sp. i Erpobdella sp., ślimaków (Gastropoda), w tym Lymnaea sp. i Planorbis sp. 

(PAILLISSON I MARION 2001) oraz  wioślarek (Cladocera), np. Ceriodaphnia sp., Daphnia sp. 

i Simocephalus sp. (BEKLIOGLU I MOSS 1998; PERROW I IN. 1999; KUCZYŃSKA-KIPPEN 

I NAGENGAST 2006; KUCZYŃSKA-KIPPEN I MILECKA 2009). Wśród NL, nad lustrem wody, żyją 

liczne owady, m.in. zapylające muchówki wodne Notiphila maritima (NAGASAKI 2007) 

oraz Cricotopus sylvestris, Endochironomus albipennis, Tanytarsus lauterborni (BODAMER 

I OSTROFSKY 2010) oraz szarynka grzybieniówka (Gallerucella naymphaea) (KORNIJÓW 

I ŚCIBOR 1999B; PAPPERS I IN. 2001; GROHMANN I IN. 2014). Wśród tych roślin rozwijają się 

i przebywają ważki, np. tężnica wytworna (Ischnura elegans), chruściki (KORNIJÓW I ŚCIBOR 

1999A), wioślarki, m.in. rozwielitka pchłowata (Daphnia pulex) i Sida crystallina (NURMINEN 

I IN. 2007; 2010). Na liściach NL spotkać można liczne populacje ślimaków, np. błotniarki 

stawowej (Lymnea stagnalis) (WAHL 2008) i przyczepki jeziornej (Acroloxus lacustris) (BASS 

I IN. 1997; KORNIJÓW I IN. 2016; NESTUK 2016) oraz małży (Bivalvia), m.in. racicznicy 

zmiennej (Dressenia polymorpha) (BODAMER I OSTROFSKY 2010). Wymienione gatunki 

zooplanktonu oraz innych gatunków bezkręgowców stanowią istotną bazę pokarmową dla 

narybku i młodych ryb, m.in. płoci (Rutilus rutilus) (GARNER 1996).  

Poza stwarzaniem warunków gwarantujących rozwój organizmów, liście NL pełnią funkcję 

ochronną dla hydrobiontów, m.in. zabezpieczają embriony ślimaków, np. bardzo wrażliwych 

zatoczków (Planobarius corneus) przed ekspozycją na promienie UV, ponieważ blokują ponad 

95% tego promieniowania (WAHL 2008). Ponadto nymfeidy stanowią schronienie dla wielu 

innych gatunków bezkręgowców przed drapieżnikami. Co ciekawe, w klimacie 
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śródziemnomorskim makrofity w mniejszym stopniu chronią zooplankton przed drapieżnikami 

niż w wodach chłodniejszego klimatu (CASTRO I IN. 2007).  

Nymfeidy odgrywają też ważną rolę w biologii ryb. Rośliny te stanowią nieodłączny 

element jezior typu linowo-szczupakowego. W akwenach tych fitocenozy nymfeidów tworzą 

schronienie różnych gatunków ryb: karasia (Carassius carassius), lina (Tinca tinca), płoci 

(Rutilus rutilus) oraz wzdręgi (Scardinius erythrophthalmus). Ponadto są zapleczem 

pokarmowym dla ryb drapieżnych, m.in. szczupaka (Esox lucius) (MOSS 1998; BRYLIŃSKA 

2000; NURMINEN I IN. 2007; 2010; KORNIJÓW I IN. 2016).  

Wśród liści NA gniazdują i żerują liczne gatunki ptaków, m.in. rybitwa czarna (Chilonides 

niger), łyska zwyczajna (Fulica atra) (WINDEN I IN. 1996; PAILLISSON I MARION 2001), kaczka 

krzyżówka (Anas platyrhynchos) (SMITS I IN. 1989), krakwa (Mareca strepera), 

perkoz dwuczuby (Podiceps cristatus) (GOC 1986), łabędź niemy (Cygnus olor) i rybitwa 

rzeczna (Sterna hirundo) (KORNIŁŁOWICZ-KOWALSKA I IN. 2011).  

Nymfeidy to nie tylko producenci czy środowisko bazy pokarmowej dla kręgowców, 

również tkanki tych roślin stanowią cenne źródło pożywienia. Liśćmi HMR odżywiają się różne 

gatunki owadów (ZHU 2014) oraz innych bezkręgowców, m.in. błotniarka stawowa (Lymnaea 

stagnalis) i Rumia decoletta, a także kręgowców, np. amur (Ctenopharyngodon idella) 

(MAGOMAEV 1973), kaczki (Anas sp.) (VAANANEN I NUMMI 2003) i bobry (Castor sp.) 

(SVIRIDENKO I IN. 1988). Tkanki NL i NA są chętnie zjadane przez błotniarkę stawową (ELGER 

I BARRAT‐SEGRETAIN 2004) oraz ośliczkę wodną (Asellus aquaticus) (KOK I IN. 1992B). Dzięki 

rozbudowanemu systemowi korzeni i kłączy nymfeidy stanowią substrat i pożywienie dla 

różnych bezkręgowców także w okresie jesienno-zimowym (ŻBIKOWSKI I IN. 2010). 

Nymfeidy nie tylko bezpośrednio uczestniczą w formowaniu i funkcjonowaniu 

ekosystemu wodnego, ale także znany jest ich pośredni allelopatyczny wpływ na inne gatunki, 

np. NL na rzęsę drobną (Lemna minor) (ELAKOVICH I WOOTEN 1991). Udowodniono też, że 

wydzielany przez NL rezokrynol wpływa letalnie na populacje rozwielitek (Daphnia sp.) 

(SÜTFELD I IN. 1996). 

Nymfeidy kształtują warunki fizykochemiczne wód (BEKLIOGLU I MOSS 1998). Ich rola 

w procesie obiegu pierwiastków jest złożona (PIECZYŃSKA 2008). Na początku sezonu 

wegetacyjnego, w fazie intensywnego wzrostu roślin, obserwuje się najwyższe 

tempo bioakumulacji pierwiastków przez rośliny (POLECHOŃSKA I IN. 2017). Hydrofity te mają 

dużą zdolność akumulacji makroelementów (C, Ca, K, Mg, N, Na, P, S) i metali śladowych, 

w tym metali ciężkich (Ba, Co, Mn, Cd, Cr, Cu, Fe, Mn, Ni, Pb, Sr, Zn), w tkankach. 

Pierwiastki te są zazwyczaj pobierane z osadów dennych przez korzenie i transportowane 
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do liści. Nutrienty potrzebne nymfeidom do wzrostu są najintensywniej pobierane wiosną, 

co przyczynia się do obniżenia stężenia tych pierwiastków w wodzie (SKWIERAWSKI 

I SKWIERAWSKA 2013; HOLMROOS I IN. 2015). Szacuje się, że w 1m2 nadziemnej masy NL może 

być zakumulowane ok. 349g organicznego węgla (CHERNOVA 2015). Natomiast jesienią, gdy 

kończy się sezon wegetacyjny, z obumierających martwych tkanek hydrofitów pierwiastki są 

uwalniane z powrotem do wody, a same tkanki zwiększają ilość osadów dennych. 

W wypłyconych zbiornikach makrofity stanowią większość materii organicznej (WETZEL 

2001). Ze względu na to, że zawartość pierwiastków w tkankach tych roślin jest często silnie 

skorelowana z chemizmem wodnego środowiska ich życia, nymfeidy wykazują duży potencjał 

bioindykacyjny (SAMNECKA-CYMERMAN I KEMPERS 2001; MARION I PAILLISSON 2003; 

MALEVA I NEKRASOVA 2004; KLINK 2004; DUMAN I OBALI 2008; MAZEJ I GERM 2009; 

TOMASZEWICZ  2009; TOMASZEWICZ I CIECIERSKA 2009; POLECHOŃSKA I SAMECKA-

CYMERMAN 2015; SKORBIŁOWICZ I IN. 2016; ENGIN I IN. 2017). Do tej pory udało się 

udokumentować istotną zależność między stężeniem Ba, Co, Cr, Cu, Fe, Mn i Sr w wodzie 

i osadach dennych a zawartością tych pierwiastków w tkankach NA i NL (SZYMANOWSKA I IN. 

1999; KLINK 2004) oraz wykazano, że HMR rośnie w zbiornikach uważanych za skażone Cu, 

Cd, Fe, H, P i Pb (GAŁCZYŃSKA I BEDNARZ  2012; SKWIERAWSKI I SKWIERAWSKA 2013).  

Makrofity poprawiają jakość wody nie tylko przez zmniejszenie stężenia nutrientów 

rozpuszczonych w wodzie, ale też przez zmniejszenie erozji podłoża (JAMES 1990), chroniąc 

osady denne przed wymywaniem (HOLMROOS I IN. 2015). Rośliny naczyniowe, w tym 

nymfeidy, stabilizują sedymentację osadów, co jest skutkiem przytłumionego wśród nich ruchu 

wody, co w efekcie podnosi jej przezroczystość. Warunki takie mogą inicjować tworzenie 

nowego habitatu, umożliwiając sukcesję i rozwój nowych gatunków roślin i zwierząt 

(PEŁECHATY I PRONIN 2015). Cykle pobierania i uwalniania przez rośliny pierwiastków 

biogennych, głównie azotu i fosforu, potwierdzają ich udział w regulowaniu żyzności wód.  

Nymfeidy przyczyniają się do samooczyszczania wód. W tym zakresie znaczącą rolę 

przypisuje się stwarzaniu przez rośliny optymalnych siedlisk dla rozwoju filtratorów, 

odżywiających się fito- i zooplanktonem. Wzrost przezroczystości wody obserwuje się nie 

tylko w strefie rozwoju makrofitów, ale także poza nią (POLECHOŃSKA I SAMECKA-CYMERMAN 

2015). Fakt ten wykorzystano podczas biologicznego oczyszczania wód płytkiego Jeziora 

Zwelmust (Holandia). Zbiornik obsadzono NL i ramienicą kruchą (Chara globularis), 

odłowiono wszystkie ryby, a następnie ponownie zarybiono wzdręgą i szczupakiem. Po dwóch 

latach zauważono istotną poprawę jakości wód zbiornika (DONK I IN. 1989).  
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Niektóre gatunki nymfeidów, m.in. Eichhornia crassipes, Hydrocharis morsus-ranae, 

Nelumbo lucyfera, Nuphar lutea, Nymphaea alba, N. tetragona i Nymphoides peltata znalazły 

zastosowanie w oczyszczalniach hydrofitowych. Ich adaptacja do życia w środowiskach 

wodnym i bagiennym oraz przystosowanie do szybko zmieniającego się chemizmu wód, 

intensywny wzrost i łatwy zbiór a także zdolność do efektywnego usuwania związków 

biogennych i metali ciężkich (Cd, Cr, Ni) czyni je bardzo dobrymi roślinami w obsadach 

jednogatunkowych i łączonych (np. z Ceratophyllum demersum) (REDDY 1985; VAJPAYEE I IN. 

1995; BRASKERUD 2001; CHEN I IN. 2010; JAVADI I IN. 2010; ZAHEDI I IN. 2015; KHAN I IN. 

2016; JABEEN I IN. 2017). Stwierdzono również, że tkanki NL akumulują intensywniej azot 

pochodzenia antropogenicznego niż naturalnego (WENTZELL I IN. 2016). Badania XU I IN. 

(2018) wykazały skuteczność oczyszczania wody przez NA ze środka 

owadobójczego (chlorpyrifos), co ma szczególne znaczenie przy oczyszczaniu wód 

śródpolnych. Zastosowanie HMR w oczyszczalniach hydrofitowych jest jednak ograniczone ze 

względu na jego niską biomasę (SKWIERAWSKI I SKWIERAWSKA 2013), pomimo 

wysokiego potencjału fitoremediacyjnego, wynikającego nie tylko z efektywnego tempa 

akumulacji pierwiastków, ale także z wysokiej odporności tego gatunku na zanieczyszczenia 

(POLECHOŃSKA I SAMECKA-CYMERMAN 2016; ENGIN I IN. 2017).  

Poza pozytywnym aspektem występowania nymfeidów w ekosystemach wodnych nie 

można bagatelizować również niepożądanych efektów ich obecności. Nadmierny rozwój 

nymfeidów w sposób bardzo istotny zaburza ich funkcjonowanie, co prowadzi do zarastania 

zbiorników wodnych, a przez to ograniczania dostępu światła. Pływające liście nymfeidów, 

generując cień, hamują fotosyntezę fitoplanktonu (O’FARRELL I IN. 2009). Poza tym nadmiar 

roślinności utrudnia zwierzętom poruszanie się oraz dostęp do dna bezkręgowcom i rybom 

bentosożernym. Żabiściek pływający (HMR), tworząc rozległe maty na powierzchni wody, 

ogranicza wzrost i rozwój roślin zanurzonych, zmniejsza prędkość prądu w małych 

strumieniach, utrudnia transport wodny i połów, a także obniża walory estetyczne oraz zatyka 

drenaże. Poza tym często jest to gatunek dominujący w miejscach swojego występowania, 

co jest szczególnie niebezpieczne w siedliskach, gdzie stanowi element inwazyjny (USA) 

(CATLING I IN. 2003; ZHU 2014; ZHU I IN. 2014). Do ograniczenia wzrostu roślin HMR stosuje 

się metody chemiczne (herbicydy), fizyczne (zbiór ręczny, spuszczanie wody, zacienianie) 

i biologiczne (ZHU I IN. 2014; 2015). Podjęto próbę kontroli jego fitocenoz przez introdukuję 

błotniarki stawowej, odżywiającej się liśćmi HMR, jednak ze względu na małą liczbę tych 

ślimaków metoda ta okazała się nieefektywna. Niestety, wszelkie próby kontroli rozrostu HMR 

mogą stanowić zagrożenie dla ekosystemu. Aplikacja herbicydów może zanieczyścić wodę 
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oraz prowadzić do akumulacji szkodliwych substancji w osadach dennych, a zacienianie 

obniżyć populację obunogów (Amphipoda) (ZHU I IN. 2014; 2015). Nadmierna ekspansja 

populacji NA i NL może być skutecznie hamowana przez podnoszenie poziomu wód, 

szczególnie wiosną (PAILLISSON I MARION 2006; 2011). Takie zatapianie fitocenoz nenufarów 

uniemożliwia gniazdowanie rybitwy białowąsej (Chlidonias hybridus), więc konieczne jest 

znalezienie kompromisu między biokontrolą a ochroną miejsc lęgowych ptaków (PAILLISSON 

I IN. 2006). Nadmierne usuwanie makrofitów z akwenu może prowadzić także do wyczerpania 

rezerwuaru rozpuszczonego tlenu, czasem poniżej minimum niektórych gatunków zwierząt, 

czego konsekwencją jest, m.in. śnięcie ryb, szczególnie podczas surowych zim, w płytkich 

i zamulonych zbiornikach (przyducha zimowa) (NEWBOLD 1975; CATLING I IN. 2003). Każde 

takie działanie wymusza znalezienie odpowiedzialnych i przemyślanych metod, 

gwarantujących utrzymanie równowagi w ekosystemie. Ma to szczególne znaczenie 

w kontekście wykorzystania NA, NL i rdestnicy (Potamogeton sp.), jak i wielu innych 

hydrofitów, do określenia jakości wód powierzchniowych, zgodnie z założeniami Ramowej 

Dyrektywy Wodnej z dnia 23 października 2000 r. (Dyrektywy 2000/60/WE). Ocena stanu 

ekologicznego wód oparta na makrofitach jest w Polsce stosowana od 2007 r. Makrofitowy 

Indeks wykorzystuje 16 gatunków rdestnic, 26 gatunków innych roślin zanurzonych, 26 

gatunków roślin naczyniowych wynurzonych jednoliściennych, 33 gatunki roślin 

naczyniowych wynurzonych dwuliściennych, 3 gatunki paprotników, 21 taksonów mchów, 10 

taksonów wątrobowców i 15 taksonów glonów (SZOSZKIEWICZ I IN. 2010; CIECIERSKA 

I DYNOWSKA 2013). Nymfeidy wykorzystuje się też przy Floristic Quality Assessment, 

metodzie pozwalającej oszacować stan środowiska poprzez szatę roślinną terenu (WENTZEL 

I IN. 2016).  

 

3.2. Ochrona prawna nymfeidów 

Fitocenozy nymfeidów Nupharo-Nymphaeetum albae Tomasz. 1977 (zespół grążela 

żółtego i grzybieni białych), Nupharetum pumili Oberd. 1957 (zespół grążela drobnego), 

Nymphaeetum candidae Miljan 1958 (zespół grzybieni północnych), Nymphoidetum peltatae 

(All. 1922) Bellot 1951 (zespół grzybieńczyka wodnego) i Hydrocharitetum morsus-ranae 

Langendonck 1935 (zespół żabiścieku pływającego) są od 2010 r. chronione w ramach 

unijnego projektu NATURA 2000 jako komponenty siedliska Starorzecza i naturalne 

eutroficzne zbiorniki wodne ze zbiorowiskami z Nympheion i Potamion (kod: 3150) 

(KLIMASZYK 2004). Siedlisko to jest jednym z czterech siedlisk występujących na terenie 

Pomorza Zachodniego, obok jezior lobeliowych (3110), twardowodnych oligo-
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mezotroficznych zbiorników z podwodnymi łąkami ramienic (3140) oraz nizinnych 

i podgórskich rzek ze zbiorowiskami włosieniczników (3260) (INTERNET 3). Obszary 

specjalnej ochrony siedlisk (SOO), wyznaczone zgodnie z wytycznymi Dyrektywy 

Habitatowej (Dyrektywa Rady 92/43/EWG dnia z 21 maja 1992 o ochronie siedlisk 

przyrodniczych oraz dzikiej fauny i flory) oraz obszary specjalnej ochrony ptaków (OSO), 

utworzone w oparciu o Dyrektywę Ptasią (Dyrektywa Rady 79/409/EWG z dnia 2 kwietnia 

1979 roku w sprawie ochrony dzikiego ptactwa) stanowią podstawę prawną ochrony zasobów 

przyrodniczych Europy. 

Poza ochroną siedlisk, w których żyją nymfeidy, niektóre ich gatunki objęte są w Polsce 

ochroną gatunkową. Na mocy Rozporządzenia Ministra Środowiska z dnia 9 października 

2014 r. grążel drobny (Nuphar pumila) i grzybieńczyk wodny (Nymphoides peltata) podlegają 

ochronie ścisłej, a grzybienie białe (Nymphaea alba (NA)) i grzybienie północne (Nymphaea 

candida (NC)) – ochronie częściowej. Natomiast zgodne z wytycznymi Światowej Unii 

Ochrony Przyrody (IUCN) dwa gatunki: grążel drobny i grzybieńczyk wodny mają kategorię 

VU (narażony, ang. vulnerable), a grzybienie północne (Nymphaea candida) – NT (bliski 

zagrożenia, ang. nearly threatend) (KAŹMIERCZAKOWA I IN. 2016). Niestety, konieczność 

ochrony fitocenoz NA może być często pochopnie zawieszana. Niedawno NIERBAUER I IN. 

(2014) zasygnalizowali wątpliwości, dotyczące faktycznego rozprzestrzenienia 

dziko rosnących NA na terenie Niemiec. Autorzy sugerują, że obniżenie liczebności 

i ograniczenie zasięgu występowania tych roślin może być zamaskowane przez ozdobne 

hybrydy o białych kwiatach, które „uciekły” z hodowli i założeń ogrodowych, a które w terenie 

są praktycznie nie do odróżnienia od dzikich grzybieni białych.  

 

3.3. Zastosowanie nymfeidów w medycynie i przemyśle 

Ekstrakty wodne i alkoholowe z korzeni, liści, kwiatów i kłączy Nymphaea alba (NA) były 

stosowane w ziołolecznictwie już w czasach starożytnej Persji (GHADIRI I GORJI 2004). Do dziś 

mają one takie przeznaczenie, szczególnie w krajach Dalekiego i Bliskiego Wschodu. 

W Ajurwedzie wyciąg z grzybieni białych jest jednym z 8 składników Darvyadi Kvatha Curna, 

leku stosowanego na schorzenia ginekologiczne (TIWARI I IN. 2015). Warto zaznaczyć, że 

w Indiach znaczenie Ajurwedy jest ogromne, ponieważ stanowi ona 70 – 80% opieki 

zdrowotnej w tym kraju (VISWANATHAN I IN. 2003). Dane, pochodzące z Indii, Iranu, Pakistanu 

oraz Turcji wskazują na wykorzystanie tej rośliny także w terapii schorzeń żołądkowo-

jelitowych (ATA I IN. 2011), oskrzeli (MATTA I IN. 2017), żółtaczki (NABATI I IN. 2012), zmian 

nowotworowych (YLDIRIM I IN. 2013) oraz chorób narządów płciowych (MATTA I IN. 2017). 
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Znana jest ich skuteczność w leczeniu kaszlu (MOHSENZADEH I IN. 2016) i bólu głowy 

(GHORBANIFAR I IN. 2014). W medycynie ludowej NA podawane były jako środki uspokajające 

(SARDAR I IN. 2015), znieczulające, antyseptyczne, ściągające, afrodyzujące (NABATI I IN. 2012; 

YLDIRIM I IN. 2013) i łagodzące zakażenia bakteryjne (BONJAR 2004; YLDIRIM I IN. 2013). 

Jeszcze obecnie w Iranie preparaty na bazie NA stosuje się zwyczajowo w leczeniu wrzodów 

żołądka, aczkolwiek ich działanie nie zostało udowodnione farmakologicznie (FRAZAEI I IN. 

2013). Współczesna medycyna potwierdziła jednak liczne inne lecznicze właściwości NA. 

Wynika to z zawartości alkaloidów (nufarynyna i nymfeina) (MADHUSUDHANAN I IN. 2011), 

flawonoidów (BOSE I IN. 2013; TAKU I IN. 1970; JAMBOR I SKRZYPCZAK 1991A), fenoli 

(VARGEER I VELDE 1997; DURDEVIĆ I IN. 2013), glikozydów (BOSE I IN. 2013), kwasów 

fenolowych (JAMBOR I SKRZYPCZAK 1991B) i tłuszczowych (MATTA I IN. 2017), polifenoli 

(BAKR I IN. 2017) oraz taniny (BOSE I IN. 2013). Dzięki szerokiemu spektrum substancji 

aktywnych wyciągi wodne i alkoholowe z grzybieni wykazują działanie antybakteryjne 

(BONJAR 2004; YLDIRIM I IN. 2013; YOUSEFIA I IN. 2012), antyoksydacyjne (MADHUSUDHANAN 

I IN. 2011; BAKR I IN. 2016), cytotoksyczne, hepatoprotekcyjne (BAKR I IN. 2016; 2017), 

moczopędne, nasenne (BOSE I IN. 2013; SHARIFI I IN. 2013; ABOLHASANZADEH I IN. 2017), 

przeciwbólowe, przeciwnowotworowe (YLDIRIM I IN. 2013), przeciwzapalne (JACOB I IN. 

2013), psychoaktywne (GORUN I IN. 2010) i ściągające. Znane są ich zastosowania w leczeniu 

biegunki (BOSE I IN. 2012) i kamicy moczowej (BHASKAR I SHELKE 2012). 

Rośliny Nymphaea candida (NC) są znane chińskiej medycynie ludowej jako remedium 

na przeziębienie, kaszel, nadciśnienie, niewydolność serca i wątroby oraz stany lękowe (ZHAO 

I IN. 2017). Badania naukowe potwierdziły w nich obecność flawonoidów, substancji aktywnej 

nicotiflorin o działaniu hepatoprotekcyjnym oraz wysokim potencjale antyoksydacyjnym 

i immunoregulacyjnym. Gatunek ten jest źródłem kaempferolu o działaniu antyoksydacyjnym, 

cytotoksycznym i neuroprotekcyjnym (LIU I IN. 2007; ZHAO I IN. 2011; 2017). 

Ekstrakty z Nuphar lutea (NL) wykorzystuje ludność Turcji (YLDIRIM I IN. 2013). Poza 

tym znane są dane historyczne o zastosowaniu specyfików przyrządzanych na bazie wyciągów 

z NL do przyspieszenia gojenia ran oraz leczenia upławów na terenach Polski, Litwy i Białorusi 

(KUJAWSKA I IN. 2017). Obecnie udowodniono ich działanie antyoksydacyjne 

i plemnikobójcze. Właściwości bakteriostatyczne oraz przeciwzapalne umożliwiają 

upowszechnienie wykorzystania tych ekstraktów w terapii leiszmaniozy – choroby skóry 

powodowanej przez pasożytnicze wiciowce Leishmania major (EL-ON I IN. 2009; OZER I IN. 

2010; 2015). Badania udowodniły także bardzo silną inhibicję rozrostu guzów nowotworowych 

przez wyciągi grążelowe (YLDIRIM I IN. 2013). Obecny w nich alkaloid (nufleina) 
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o właściwościach cytotoksycznych, wykazuje dużą skuteczność w terapii zmian rakowych 

szyjki macicy (FEDOTCHEVA I IN. 2017). Inne alkaloidy: nufarydyna i thioalkaloidy zapobiegają 

przerzutom (EFFERTH 2009; OZER I IN. 2009; 2017). Ponadto wykorzystuje się je do leczenia 

zapalenia skóry i wrzodów żołądka (KHAN I SULTANA 2005). 

Dotychczas nie poznano prozdrowotnych właściwości Hydrocharis morsus-ranae 

(HMR) jednak gatunek ten jest wykorzystywany w badaniach fizjologii roślin ze względu na 

swoje duże jednokomórkowe włośniki i łatwość uprawy. Dzięki wysokiej zawartości 

surowego białka roślina ta jest też stosowana w produkcji pasz i kompostu (REDDY 1985). 

 

3.4. Znaczenie mykobiota dla hydrobiontów w ekosystemach wodnych 

Na świecie bogactwo gatunkowe mykobiota, czyli grzybów właściwych i organizmów 

grzybopodobnych (OGP), szacuje się na 1,5 mln gatunków (choć opisano ich 10-krotnie mniej) 

(HYDE I IN. 2007), a w Polsce na 14,6 – 16,1 tys. (GRZYWACZ  2011). Mykobiota występujące 

w ekosystemach wodnych są organizmami mikroskopowymi, przeważnie rozmnażającymi się 

bezpłciowo. W każdym ekosystemie odgrywają kluczową rolę jako reducenci, inicjujący 

rozkład martwych tkanek. Przez pierwsze dni grzyby są głównymi reducentami, 

przewyższającymi 9-krotnie biomasą bakterie. Dopiero po upływie 1 – 4 dni mykobiota zostają 

przez bakterie zdominowane (FISCHER I IN. 2006; GESSNER I IN. 2007). W wodach, 

charakteryzujących się nagromadzeniem materii pochodzenia antropogenicznego (ścieki, 

odpady komunalne) dominują grzyby drożdżoidalne, z kolei w wodach o dużym stężeniu 

materii organicznej pochodzenia naturalnego – grzyby strzępkowe (SIERGIEJ I IN. 2017). 

Źródłem tych grzybów są najczęściej saprotrofy i fitopatogeny towarzyszące wegetacji roślin 

strefy litoralowej, w tym m.in. fyllosferze nymfeidów. Fakt ten nie jest obojętny dla innych 

hydrobiontów. Wpływ porażenia nymfeidów patogenicznymi mykobiota na ryby obserwuje się 

głównie w kontekście niedoborów tlenu spowodowanych nadmiernym rozkładem materii 

organicznej. Rozkład obumarłych makrofitów (lub ich fragmentów) skutkuje początkowo (w 

ciągu pierwszych 4 dni) gwałtownym uwolnieniem do wody nutrientów w związku z fizycznym 

uszkodzeniem tkanki, a następnie stopniowym ich uwalnianiem w wyniku rozkładu przez 

mikroorganizmy (SHARMA I GOEL 1986). Wzmożone wykorzystanie tlenu przez te 

drobnoustroje prowadzi do deficytu, który jest początkowo obserwowany w przydennych 

warstwach wody, a w miarę postępującej trofii również w warstwach bliższych powierzchni 

lustra wody. Brak tlenu w warstwach przydennych powoduje rozkład materii organicznej przez 

bakterie beztlenowe w wyniku czego wydzielany jest toksyczny siarkowodór i metan (KUBIAK 

I TÓRZ 2005; JEZIERSKA-MADZIAR I PIŃSKWAR 2008). Obumieranie hydrofitów w czasie 
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wegetacji może być przyspieszone przez rozwijające się fitopatogeny a następnie saprotrofy 

grzybowe. Skraca to bardzo wegetację a związki organiczne zdeponowane w dnie powodują 

wypłycanie zbiorników. Jednym z następstw eutrofizacji wypłyconych zbiorników jest 

wypieranie gatunków zanurzonych (np. ramienic Chara sp.) przez nymfeidy, a tych z kolei 

przez rośliny wynurzone (np. Scripus sp., i Typha sp.) (EGERTSON I IN. 2004). Konsekwencją 

takiej sukcesji jest zmiana jakościowa i ilościowa składu gatunkowego zwierząt, w tym ryb w 

zbiornikach wodnych.  W warunkach degradacji podwodnych łąk elodeidów ryby karpiowate 

(karaś – Carassius carassius, lin – Tinca tinca) zmieniają strategię rozrodczą, składając ikrę na 

mniej preferowanym, bardziej twardym podłożu, m.in. właśnie na nymfeidach (MOSS 1998; 

BRYLIŃSKA 2000; NURMINEN I IN. 2007; 2010; KORNIJÓW I IN. 2016).  

Bardzo słabo poznanym czynnikiem zagrażającym kondycji zdrowotnej ichtiofauny są 

mykotoksyny wytwarzane przez grzyby zasiedlające hydrofity. Wynika to prawdopodobnie z 

niskiego stężenia tych toksyn w naturalnych ekosystemach wodnych i ciągle jeszcze 

niedoskonałych metod badawczych we tym zakresie.  

W ekosystemach wodnych opisano kilkadziesiąt gatunków grzybów i organizmów 

grzybopodobnych, będących pasożytami ryb (GOZLAN I IN. 2014). Najczęściej notowanymi 

czynnikami chorób ryb są OGP, reprezentujące Oomycota z rodzajów Saprolegnia 

(wywołujące saprolegniozy – pleśniawki), Aphanomyces, Achlya i Pythium. Patogeny te 

powodują mykozy licznych gatunków ryb, Saprolegnia parasitica zakaża 12 gatunków ryb 

(do tej pory opisanych), w tym jesiotra kaspijskiego (Acipencer persicus) (GHIASI I IN. 2010), 

łososia (Salmo salar) (THOEN I IN. 2011), troć (Salmo trutta) (FREGENEDA-GRANDES I IN. 

2007), a Aphanomyces invadans – 48 gatunków ryb, m. in. węgorza europejskiego (Anguilla 

anguilla) (OIDTMANN I IN. 2008), karpia (Cyprinus carpio) (HARIKRISHNAN I IN. 2005), czy 

pstrąga czerwonego (Oncorynchus mykis) (THOMPSON I IN. 1999). Warto zwrócić uwagę, że 

grzyby i OGP wykazują generalizm pasożytniczy, atakując wielu gospodarzy, nie tylko wśród 

ryb, ale także innych zwierząt oraz roślin. Mykobiota mają najszersze spektrum gospodarzy 

z wszystkich grup patogenów (bakterie, wirusy, protisty). w populacjach gospodarzy o dużej 

liczebności patogeny te mogą doprowadzić do infekcji wszystkich osobników zanim obniżenie 

liczby gospodarzy uniemożliwi dalsze zakażenia. Wynika to z wprost nieograniczonych 

właściwości adaptacyjnych mykobiota, związanych z wysokim potencjałem reprodukcyjnym, 

zdolnością do długotrwałej anabiozy i do zasiedlania alternatywnych gospodarzy (FISHER I IN. 

2012). Rozprzestrzeniający się patogeniczny OGP Sphareothecum destruens może 

spowodować bardzo wysoką śmiertelność (80 – 90%) smoltów czawyczy (Oncorhynchus 

tshawytscha) i łososia atlantyckiego (Salmo salar) w ciągu 20 – 30 dni (ARKUSH I IN. 2003; 
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GOZLAN I IN. 2005; 2014; ERCAN I IN. 2015). W Polsce takie zdziesiątkowanie populacji 

zaobserwowano w połowie XX wieku wśród raka błotnego (Astacus leptodactylus) i raka 

szlachetnego (Astacus astacus), gatunków do tej pory intensywnie poławianych (ŚMIETANA 

I IN. 2004). Przyczyną tego stanu rzeczy było zawleczenie do Europy Aphanomyces astaci 

(Oomycota), wywołującego tzw. dżumę raczą oraz rozprzestrzenianie tego patogenu przez raka 

pręgowatego (Orconectes limosus), inwazyjnego gatunku z Ameryki Północnej. 

Do drastycznego obniżenia liczebności populacji raka błotnego i szlachetnego przyczyniło się 

obniżenie jakości wód, degradacja siedlisk, a także presja drapieżnicza (ŚMIETANA I IN. 2004; 

STRUŻYŃSKI 2007; 2008; ULIKOWSKI I. IN. 2014). Obecnie rak błotny i rak szlachetny widnieją 

na czerwonej liście gatunków ginących i zagrożonych jako narażone na wyginięcie (VU) 

i objętę są na terenie Polski częściową ochroną gatunkową. Znane są także przypadki 

przetrzebienia lokalnych populacji gatunków kręgowców, m. in. nietoperzy (FRICK I IN. 2010), 

żab (SKERRATT I IN. 2007) oraz żółwi (SARMIENTO-RAMÍREZ I IN. 2010) przez patogeniczne 

mykobiota. Stąd też grzyby uznano obecnie za najpowszechniejsze czynniki 

nowo występujących chorób zakaźnych, które stanowią zagrożenie dla bioróżnorodności oraz 

bezpieczeństwa żywieniowego (akwakultura) (FISHER I IN. 2012; ERCAN I IN. 2015). Warto też 

nadmienić, że dla wodnych ekosystemów naturalnych postuluje się wykorzystanie grzybów 

mikroskopowych do określania ich jakości sanitarnej (NIEWOLAK I IN. 2009; CUDOWSKI I IN. 

2015). 

 

3.5. Znaczenie mykobiota w biologicznej ochronie roślin 

Obecnie w produkcji rolniczej i ogrodniczej obserwuje się wzrost znaczenia biologicznej 

ochrony roślin. Ma ona stanowić alternatywę dla konwencjonalnej ochrony roślin. Jednym 

z elementów takiej praktyki jest zastępowanie chemicznych środków ochrony roślin 

biopestycydami, których substancją aktywną są cząsteczki wirusów, komórki bakterii lub 

zarodniki czy metabolity grzybów. W mykologicznych biofungicydach 

wykorzystano zdolność zawartych w nich żywych szczepów grzybów do infekowania 

mykobiota patogenicznych dla roślin uprawnych. Dzięki temu preparaty takie charakteryzuje 

wysoka selektywność. Najwięcej mikroorganizmów o udowodnionej skuteczności w walce 

z grzybowymi patogenami roślin należy do drożdży (JIJAKLI 2011). Są to przede wszystkim 

przedstawiciele z rodzajów Aureobasidium, Candida, Debaryomyces, Metschnikowia, Pichia, 

Pseudozyma, Saccharomyces i Tilletiopsis (SHARMA I IN. 2009; KORDOWSKA-WIATER 2011; 

LIU I IN. 2013). Drożdże wykazują wysoki potencjał reprodukcyjny oraz szerokie spektrum 

wytwarzanych enzymów. Dzięki tym właściwościom są zdolne do szybkiej kolonizacji roślin, 
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szczególnie w miejscach ich uszkodzeń mechanicznych, czyli właśnie tam, gdzie roślina jest 

najbardziej narażona na działanie patogenów. Grzyby drożdżoidalne rozwijając się w tych 

miejscach wykorzystują pulę składników pokarmowych dla innych organizmów, w tym 

potencjalnych patogenów. Prowadzi to do redukcji populacji chorobotwórczych 

mikroorganizmów (CASTORIA I IN. 2001). Udowodniono m.in., że mykotoksyny wytwarzane 

przez Pichia caribbica mają hamujący wpływ na wzrost grzybni Aspergillus niger, Botrytis 

cinerea, Penicillium expansum oraz Rhizopus stolonifer (FRIEL I IN. 2007; CAO I IN. 2013). 

Z kolei Pichia anomala spowalnia wzrost Botrytis fabae, Rhizoctonia solani i Ophiostoma ulmi 

(SCHMITT I BREINIG 2002). Do tej pory badania antagonistycznego oddziaływania drożdży 

najczęściej dotyczyły możliwości ograniczania patogenów roślin uprawnych. Sporadycznie 

podejmowano próby zwalczania fitopatogenów roślin dziko rosnących, jak np. Ophiostoma 

ulmi, który wywołuje holenderską chorobę wiązów i doprowadził w XX wieku 

do zdziesiątkowania europejskiej populacji tych drzew. Dotychczas brak badań o wpływie 

grzybów drożdżoidalnych na fitopatogeny hydrofitów. A właśnie w środowisku wodnym, 

gdzie dominują grzyby drożdżoidalne, mogą one być naturalnym inhibitorem rozwoju 

fitopatogenów, w tym tych, które występują na nymfeidach. 

 

3.6. Aktualny stan badań mykobiota związanych z nymfeidami na świecie 

Badania mykobiota towarzyszących nymfeidom są fragmentaryczne. Najwcześniej (w 

1899 r.) opisanym patogenem Nymphaea na terenie Portugalii i Anglii był Colletotrichum 

nymphaeae. Później, w 1978 r., VAN DER AA wskazał na ten gatunek jako czynnik powodujący 

plamistość liści Nymphaea alba (Holandia). Zainfekowane rośliny wykazywały dwa typy 

objawów. Pierwszy to czarne plamy na blaszkach liściowych, początkowo bladobrązowe 

i małe (0,5 – 5 mm), z czasem ciemniejące do prawie czarnych, zazwyczaj ułożone liniowo, 

wzdłuż nerwu głównego. Drugi typ symptomów, mniej groźny, to bladobrązowe plamki, 

ułożone nieregularnie na blaszce liściowej. W miejscu wystąpienia plam liście łatwo się 

łamały. Obecność C. nymphaeae jako patogenu NA i NL potwierdziły później obserwacje 

VERGEER I VELDE (1997). Takie symptomy odnotowywano też m.in. na NA i Nymphaea 

capensis w Portugalii (ALLESCHER 1963) oraz Nymphaea flava i N. odorata (LINDAU 1963; 

PLAATS-NITERNIK 1981; BRANDENBURGER 1985). W drugiej połowie XX wieku w Europie 

z nektorycznych tkanek Nymphaea, poza C. nymphaeae, wyizolowano także Epicoccum 

nigrum, Botrytis cinerea, Trichoderma viride, Ulocladium oudemansii, Arthrinium 

phaespermum, Elongisporangium undulatum (=Pythium undulatum) i Fusarium avenaceum 

(KOK I IN. 1992A).  
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Grzybowe patogeny nymfeidów stwierdzano także w krajach klimatu tropikalnego 

i subtropikalnego. Na początku XX wieku (1912 r.) w Indiach zaobserwowano zmiany 

chorobowe na liściach i ogonkach liściowych Nymphaea nauchali i wykazano, że były one 

wywołane przez Doassania nymphaea (PIĄTEK I IN. 2008). W Korei na roślinach Nymphaea 

tetragoni stwierdzono występowanie Entyloma nymphaeae (PARK I IN. 2010). W Afryce na 

roślinach tego gatunku stwierdzono także Doassanopsis tomasii w Etiopii (VÁNKY 2006), 

Ugandzie (PIĄTEK 2006) i Kamerunie (PIĄTEK I IN. 2008). Inny gatunek tego rodzaju – 

Doassanopsis nymphoides wyizolowano z tkanek Nymphoides rautaneni w Kenii (NATTRASS 

1961), Zimbabwe (WHITESIDE 1966) oraz Zambii, gdzie występował epidemicznie (VÁNKY 

2002). Na Kostaryce wykazano występowanie Doassanopsis ticonis (na Nymphaea blanda) 

(PIPENBRING 1995). Ponadto EL-MORSY (2004) wymienił 22 gatunki mykobiota związane 

z Eichhornia crassipes (Egipt).  

 

3.7. Aktualny stan polskich badań mykobiota związanych z nymfeidami 

W Polsce badania mikroskopijnych grzybów i OGP związanych z nymfeidami są nieliczne 

i ograniczają się do ostatnich kilkunastu lat. W Małopolsce i na Podkarpaciu mikroorganizmy 

związane z NA w oczkach wodnych badali KOWALIK I KRASNY (2009) oraz KOWALIK (2012A; 

2012B). W badaniach tych stwierdzono łącznie 58 taksonów mykobiota, wśród których 

największe zagrożenie dla zdrowia NA stanowiły gatunki polifagiczne, tj. Alternaria alternata, 

Aspergillus versicolor, Botrytis cinerea, Cladosporium cladosporioides, Epicoccum nigrum 

oraz Sordaria fimicola, powodujące nekrozy tkanek. Pierwsze symptomy porażenia roślin 

(brązowa plamistość liści, nekrozy, gnicie) obserwowano w maju, a najintensywniej objawiały 

się one pod koniec okresu wegetacji: sierpień – październik (KOWALIK I KRASNY 2009; 

KOWALIK 2012A; 2012B). Ponadto na roślinach NA stwierdzono Aspergillus niger f. niger, 

Fusarium poae, F. sporotrichioides, Penicillium aurantiogriseum, P. hirsutum var. hirsutum 

oraz P. verrucosum, uważane za gatunki toksynotwórcze, intensyfikujące nekrozy (KOWALIK 

2012A; 2012B). KOWALIK (2012A; 2012B) zwróciła uwagę na ryzyko porażenia NA przez 

polifagiczne gatunki mykobiota, obecne na innych gatunkach roślin żywicielskich (Iris 

pseudoacorus, Typha latifolia oraz Acorus calamus). Chociaż porażenie grzybowymi 

patogenami nie pogorszyło istotnie zdrowia roślin, to wyraźnie obniżyło ich wartość 

dekoracyjną. Dlatego w celu zapobieżenia rozwojowi chorób Autorka zaleca mechaniczne 

usuwanie zmienionych chorobowo liści z oczek wodnych (2012A).  

Na Pomorzu Zachodnim badania nad zdrowotnością nymfeidów prowadzone były na 

Jeziorze Glinno (MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN. 2006), gdzie stwierdzono obecność 21 
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gatunków mykobiota na NL oraz w Drawieńskim Parku Narodowym (DPN) (MAZURKIEWICZ-

ZAPAŁOWICZ I IN. 2008). Wśród oznaczonych mykobiota gatunki fitopatogeniczne stanowiły 

najmniej liczną grupę i były to Ascochyta kirulisii na HMR, Botrytis cinerea i Colletotrichum 

nymphaeae na NL oraz Phyllosticta hydrophila na NA. Podczas najnowszych badań w DPN 

(MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN. 2016) zidentyfikowano 12 taksonów grzybów i OGP 

związanych z NA, 4 taksony z NC oraz 37 z NL. Na nymfeidach na obszarze chronionym Parku 

Narodowego stwierdzono obecność m.in. Alternaria alternata, Botrytis cinerea, Chaetomium 

globosum, Cladosporium cladosporioides, Colletotrichum nymphaeae, Fusarium oxysporum 

i F. sporotrichioides. Gatunek Botrytis cinerea, sprawca szarej pleśni, został wyizolowany nie 

tylko z liści i ogonków liściowych roślin, ale także z kwiatów NA i NL. Porażenie nymfeidów 

tym patogenem było wcześniej notowane na Pomorzu Zachodnim (MAZURKIEWICZ-

ZAPAŁOWICZ I IN. 2006; MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN. 2008) oraz w Polsce południowej 

(KOWALIK I KRASNY 2009; KOWALIK 2012A; 2012B). Powodowane przez ten gatunek nekrozy 

obniżają wartość dekoracyjną nymfeidów. Na terenie DPN po raz pierwszy w Polsce 

oznaczono mykobiota związane z NC: Chaetomium globosum, Colletotrichum nymphaeae, 

Fusarium sporotrichioides oraz Septoria nupharis. Ponadto Autorzy zaobserwowali masowe 

występowanie Colletotrichum nymphaeae (na NC i NL) oraz Septoria nupharis (na NA, NC 

oraz NL). Gatunki te, obecne na nymfeidach dziko rosnących, nie były dotąd notowane na 

roślinach sztucznych zbiorników wodnych. Przyczyn takiego stanu rzeczy można doszukiwać 

się w większej odporności odmian dekoracyjnych, jakimi obsadzane są oczka wodne, 

w porównaniu z okazami dziko występującymi oraz odmiennych warunkach biotycznych 

i abiotycznych sztucznych ekosystemów (MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN 2016).  

Podczas badań w DPN zanotowano także masowe występowanie Elongisporangium 

undulatum, powodującego plamistość liści. Jest to tym bardziej groźne dla hydrofitów, że 

organizmy grzybopodobne, w tym E. undulatum są szczególnie przystosowane do życia 

w wodzie (wykorzystują ruch wody jako wektor roznoszący spory).  

Do tej pory nie udało się potwierdzić występowania na nymfeidach patogenu Entyloma 

nymphaeae, wzmiankowanego przez KOCHMAN I MAJEWSKI (1973) jako potencjalne źródło 

zagrożenia dla zbiorowisk Nymphaeaceae w Polsce. 

W warunkach doświadczalnych (CZECZUGA I IN. 2003; CZECZUGA 2005) 

wyizolowano mykobiota z HMR i NL Rzeki Biebrzy oraz z Narwi zbierając rośliny tych 

gatunków z naturalnego ich siedliska a następnie hodując je w kontenerach 

eksperymentalnych.  
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4. METODY I MATERIAŁ BADAŃ 

4.1. Charakterystyka terenu badań 

Badania terenowe przeprowadzono w trzech kolejnych sezonach wegetacyjnych 2015 – 

2017 na 15. stanowiskach zlokalizowanych na terenie Pobrzeża Szczecińskiego (Rys. 1; Tab. 

1). Na Jeziorze Dąbie umiejscowiono dwa stanowiska: Bystra (14) i Lubczyna (13), natomiast 

nad Zalewem Szczecińskim cztery stanowiska: Kopice (10), Nowe Warpno (8), Stepnica (11), 

Trzebież (9; Fot. 1A). Na pozostałych zbiornikach wyznaczono pojedyncze stanowiska 

badawcze: Jezioro Myślibórz Wielki (7), J. Piaski (6), J. Piaszynko (5), J. Stolsko (4), J. 

Szmaragdowe (15), J. Świdwie (3; Fot. 1B), Strumyk Bogdanka (1), Rzeka Gunica (2), staw 

w Świętej (12).  

 

 

Rys. 1. Lokalizacja stanowisk badawczych 
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Tab. 1. Współrzędne geograficzne stanowisk badawczych 

Lp. Stanowisko Współrzędne geograficzne 

1. Bogdanka (1) N: 53°31’ 39.58’, E: 14.36° 14.62” 

2. Gunica (2) N: 53°33’ 10.78”, E: 14°25’ 48.5” 

3. Świdwie (3) N: 53°33’ 22,82”, E: 14°22’ 23,33” 

4. Stolsko (4) N: 53°33’ 37,54”, E: 14°18’ 38,6” 

5. Piaszynko (5) N: 53°37’ 11,36”, E: 14°22’ 24,01” 

6. Piaski (6) N: 53°38’ 06,56”, E: 14°22’ 47,94” 

7. Myślibórz Wielki (7) N: 53°38’ 51,51”, E: 14°17’ 39,17” 

8. Nowe Warpno (8) N: 53°43’ 35,28”, E: 14°16’ 52,06” 

9. Trzebież (9) N:53°39’ 32,18”, E: 14°31’ 14,85” 

10. Kopice (10) N: 53°41’ 51,19” E: 14°32’ 36,28” 

11. Stepnica (11) N: 53°38’ 59,47” E: 14°37’ 12,59” 

12. Święta (12) N: 53°33’ 32,48”, E: 14°39’ 23,03” 

13. Lubczyna (13) N: 53°30’ 16,63”, E: 14°42’ 00,13” 

14. Bystra (14) N: 53°27’ 41,35”, E: 14°42’ 37,78” 

15. Szmaragdowe (15) N: 53°22’ 16,34”, E: 14°37’ 30,39” 

 

  

Fot. 1. Zbiorowisko Nymphaea alba i Nuphar lutea w strefie litoralu A) Zalewu Szczecińskiego w Trzebieży (9); 

B) na Jeziorze Świdwie (3) (Fot. A. Rybińska, K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

A 

B 
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Każdego roku ze stanowisk badawczych pobierano materiał, który stanowiły okazy roślin 

Hydrocharis morsus-ranae (HMR), Nymphaea alba (NA), N. candida (NC) i Nuphar lutea (NL) 

z objawami chorobowymi (chlorozy, nekrozy, gnicie), występującymi na kwiatach, liściach 

i ogonkach liściowych. Przykładowe zmiany chorobowe na częściach roślin wykorzystanych 

w badaniach przedstawiają Fot. 2 i 3, natomiast gatunki nymfeidów stanowiących materiał ze 

stanowisk badawczych w kolejnych latach zestawiono w Tab. 2. Terminy zbioru materiału 

w poszczególnych latach zamieszczono w Tab. 3. Rośliny zbierano jednorazowo w sezonie 

wegetacyjnym, w zależności od warunków pogodowych, w lipcu – sierpniu każdego roku.  

 

 

Fot. 2. Symptomy chorobowe na roślinach wykorzystanych w badaniach, zaobserwowane w środowisku 

naturalnym: A) Hydrocharis morsus-ranae – J. Dąbie: Lubczyna (12); B) Nymphaea alba, odmiana 

o kwiatach różowych – J. Szmaragdowe (15); C) Nymphaea candida – J. Świdwie (3); D) Nuphar lutea 

– J. Świdwie (Fot. A. Rybińska, K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

C 

B A 
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Fot. 3. Symptomy chorobowe na roślinach żywicielskich wykorzystanych w badaniach. Nymphaea alba: A) 

drobne nekrozy na liściach; B) rozległe nekrozy i gnicie liści; C) nekrozy kwiatów; Nuphar lutea: D) 

rozległe plamistości liści; E) drobne plamistości liści; F) drobne plamistości na ogonkach liściowych; G) 

Hydrocharis morsus-ranae: drobne nekrozy liści (Fot. A. Rybińska, K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

Tab. 2. Gatunki nymfeidów zebranych na stanowiskach badawczych w latach 2015 – 2017 

Lp. Stanowisko 
Gatunki/Rok badań 

2015 2016 2017 2015 – 2017 

1. Bogdanka (1) HMR *, NA, NL NL HMR, NL HMR, NA, NL 

2. Gunica (2) NL NL NL NL 

3. Świdwie (3) NA, NL HMR, NA, NC, NL HMR, NA, NC, NL HMR, NA, NC, NL 

4. Stolsko (4) npb** HMR, NL HMR, NL HMR, NL 

5. Piaszynko (5) npb NA NA NA 

6. Piaski (6) npb NA NA NA 

7. Myślibórz Wielki (7) NA NA NA NA 

8. Nowe Warpno (8) NL nzr*** nzr NL 

9. Trzebież (9) NA, NL NA, NL NA NA, NL 

10. Kopice (10) NL NL nzr NL 

11. Stepnica (11) NL NL NA, NL NA, NL 

12. Święta (12) NA, NL NA, NL HMR, NA, NL HMR, NA, NL 

13. Lubczyna (13) NL HMR, NL NA, NL HMR, NA, NL 

14. Bystra (14) NA, NL HMR, NL NA, NL HMR, NA, NL 

15. Szmaragdowe (15) npb NA NA NA 

* HMR – Hydrocharis morsus-ranae, NA – Nymphaea alba, NC – Nymphaea candida, NL – Nuphar lutea 

** npb – nie prowadzono badań; *** nzr – nie zebrano rośliny 

A B C 

D E F 

G 
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Tab. 3. Termin zbioru materiału roślinnego 

Lp. Stanowisko 
Data zbioru roślin 

2015 2016 2017 

1. Bogdanka (1) 10.07 15.07 15.07 

2. Gunica (2) 12.07 15.07 16.07 

3. Świdwie (3) 12.07 15.07 16.07 

4. Stolsko (4) ×* 17.07 17.07 

5. Piaszynko (5) × 17.07 18.07 

6. Piaski (6) × 17.07 18.07 

7. Myślibórz Wielki 

(7) 

16.07 20.07 19.07 

8. Nowe Warpno (8) 16.07 × × 

9. Trzebież (9) 16.07 20.07 19.7 

10. Kopice (10) 04.07 02.08 × 

11. Stepnica (11) 04.07 02.08 11.08 

12. Święta (12) 04.07 02.08 11.08 

13. Lubczyna (13) 04.07 02.08 11.08 

14. Bystra (14) 04.07 02.08 11.08 

15. Szmaragdowe (15) × 10.08 15.08 

*× – nie prowadzono zbioru 

 

Materiał roślinny pobierano punktowo (Fot. 4), w miejscu występowania. 

Każdorazowo zbierano po 5 okazów roślin, występujących na danym stanowisku 

i wykazujących symptomy chorobowe. Liczba roślin wykorzystanych w badaniach była 

ograniczona zezwoleniem udzielonym przez Regionalnego Dyrektora Ochrony Środowiska 

w Szczecinie (z dnia 17 marca 2015 r., sygnatura WOPN-OG.6400.7.2015.AA), 

upoważniającym każdorazowo na pozyskanie maksymalnie do 5 osobników roślin: 

Hydrocharis morsus-ranae, Nymphaea alba, N. candida i Nuphar lutea. Zezwolenie 

to było konieczne, ponieważ NA, NL, NC podlegają ochronie częściowej, a wszystkie 

stanowiska nymfeidów są prawnie chronione na trenie całego kraju.  

Charakterystykę wybranych zbiorników z ich danymi morfometrycznymi 

przedstawiono w Tab. 4.  
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Fot. 4. Zbiór roślin Nymphaea alba na J. Myślibórz Wielki (7) (Fot. K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

 

Tab. 4. Cechy morfometryczne wybranych zbiorników 

Cecha 

Lokalizacja 

Zalew Szczeciński 

(stanowiska 8*, 9, 

10, 11) 

Jezioro Dąbie 

(stanowiska 13, 14) 

Jezioro Szmaragdowe 

(stanowisko 15) 

Powierzchnia (km2) 687 56  0,03  

Objętość wód (tys. m3) 2580000 129500  53,33 

Głębokość maksymalna (m) 
8,5 naturalna 

10,5 tor 

4,2 naturalna 

10 tor 
18  

Głębokość średnia (m) 3,8  2,61  8,2 

Długość maksymalna (m) 33500 15700  289  

Szerokość maksymalna (m) 49300  7500  165  

Długość linii brzegowej (m) 243000 55000  800  

Zasilanie jezioro przepływowe 

jezioro przepływowe, 

wody opadowe oraz 

rzeczne i morskie 

(cofka) 

warstwy wodonośne 

oraz wody opadowe 

Trofia eutroficzne eutroficzne oligotroficzne 

Wymiana wód 

(krotność/rok) 
6 – 7 razy/rok ponad 65,56/rok brak danych 

Źródło danych 

WIŚNIEWSKI 

I WOLSKI 2005; 

LANDSBERG-

UCZCIWEK 2008; 

RADZIEJEWSKA 

I SCHERNEWSKI 

2008; ZYCH 2012; 

INTERNET 4 

LANDSBERG-

UCZCIWEK 2008; 

INTERNET 4; 

INTERNET 5 

LANDSBERG-

UCZCIWEK 2008; 

PIOTROWSKI 

I RELISKO-RYBAK 

2010; INTERNET 5 

* 8 – Nowe Warpno, 9 – Trzebież, 10 – Kopice, 11 – Stepnica, 13 – Lubczyna, 14 – Bystra, 15 – Szmaragdowe 
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 Brak kompletnych informacji o podobnych danych dotyczących pozostałych stanowisk, 

a podstawowe dostępne dane o nich przedstawiono w Tab. 5. 

 

Tab. 5. Cechy morfometryczne wybranych akwenów, nie ujętych w Tab. 4 

Stanowisko Opis Żródło 

Strumień Bogdanka (1) 

 

Niewielki (dł. 3,5 m) ciek, będący dopływem Cieśnicy, 

w dzielnicy Skolwin. 

 

Rzeka Gunica (2) 

 

Główny ciek zlewni Jeziora Świdwie. Źródłem rzeki jest 

jezioro Stolsko. 

 

Jezioro Świdwie (3) Z względu na wyjątkowe znaczenie przyrodnicze opis 

umieszczono poniżej 

 

Jezioro Stolsko (4) Jezioro ma powierzchnię 139,7 ha i znajduje się na terytorium 

Polski, jaki i Niemiec (w granicach Polski 28,5 ha). W Polsce J. 

Stolsko objęte jest ochroną w ramach programu NATURA 2000 

jako specjalny obszar ochrony siedlisk (SOO) (Dyrektywa 

Siedliskowa, kod obszaru: PLH320063), z kolei w Niemczech 

(niem. Schloßsee) Jezioro wraz z przylegającym 

do niego obszarem, chronione jako obszar NATURA 2000 

"Gottesheide mit Schloß- und Lenzener See" (DE2451301) 

(zarówno jako Obszar Specjalnej Ochrony Ptaków OSO jak 

i Specjalny Obszary Ochrony Siedlisk SOO). 

INTERNET 2 

Jezioro Piaszynko (5) Niewielki zarastający akwen na terenie Puszczy Wkrzańskiej  

Jezioro Piaski (6) Niewielki zarastający akwen na terenie Puszczy Wkrzańskiej  

Jezioro Myślibórz Wielki 

(7) 

 

Jezioro graniczne typu sandaczowego, o maksymalnej 

głębokości 2,8 m i powierzchni 134 ha (z czego 53,6 ha należy 

do Polski) i jest największym jeziorem słodkowodnym w gminie 

Nowe Warpno. Należy do zlewni rzeki Myśliborski (zwanej też 

Myśliborską Strugą). Jezioro to ma połączenie z Zalewem 

Szczecińskim. Poziom jeziora jest regulowany za pomocą 

zastawki piętrzącej. 

INTERNET 6 

Staw w Świętej (12) Staw użytku prywatnego, zlokalizowany we wsi Święta.  

 

Jezioro Świdwie 

Jezioro Świdwie Duże znajduje się na terenie Rezerwatu Jezioro Świdwie. Główny 

dopływ Jeziora stanowi Rzeka Gunica, płynąca przez teren gminy Dobra. Jezioro otacza 

szeroki pas terenów podmokłych oraz rowów i kanałów melioracyjnych. Tereny te są 

pozostałością Jeziora Świdwie, którego powierzchnia jeszcze w pierwszej połowie XIX w. 

wynosiła 467,1ha. Wskutek nierozważnie prowadzonych melioracji (zwłaszcza przed II wojną 

światową) powierzchnia Jeziora zmniejszyła się o prawie 90%, dzieląc je na Jezioro Świdwie 

Duże i Jezioro Świdwie Małe (PIEŃKOWSKI I KUPIEC 2001). Głównym źródłem zanieczyszczeń 

wód powierzchniowych na tym terenie są ścieki komunalne oraz spływy powierzchniowe z pól 

uprawnych (MILUNIEC I IN. 2009). Dla poprawy jakości wód dopływających do Jeziora 

Świdwie wybudowano zbiornik Żurawie, kanały i rowy melioracyjne oraz stację pomp 
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Rzędziny (RAWICKI I SIWEK 2014). Niestety, nie są do działania wystarczające. W Jeziorze 

stwierdzono nadmierne kumulowanie się fosforanów, co może prowadzić do intensyfikacji 

procesu eutrofizacji. Na wzmożoną eutrofizację wskazuje m.in. zarośnięcie zbiornika przez 

roślinność szuwarową i elodeidy. Pomimo tego, wody jeziora zachowały dużą przezroczystość 

typową dla jezior mezotroficznych (RAWICKI I SIWEK 2014). W jeziorze dominującymi 

zbiorowiskami wodnymi są: Ceratophylletum demersi, Potamogetonetum pectinati, Nupharo-

Nymphaeetum albae i Hydrocharo-Stratiotetum (BACIECZKO I KOWALSKI 1993). 

Więcej danych o Rezerwacie umieszczono w podrozdziale 4.1.1. Teren badań 

a ochrona przyrody.  

 

4.1.1. Teren badań a ochrona przyrody 

Województwo zachodniopomorskie cechuje duża liczba i przy tym największa, 

z wszystkich województw w Polsce, powierzchnia wyznaczonych obszarów specjalnej 

ochrony ptaków (19,28% powierzchni województwa) i siedlisk (41,27% powierzchni) 

Europejskiej Sieci Ekologicznej NATURA 2000. Ponadto utworzono tu Woliński Park 

Narodowy, Drawieński Park Narodowy (wspólnie z województwem lubuskim), 7 parków 

krajobrazowych, 83 rezerwaty przyrody i 20 obszarów chronionego krajobrazu. Łącznie, 

21,3% całkowitej powierzchni województwa objętych zostało wymienionymi formami 

ochrony (INTERNET 3). 

Wszystkie wybrane do badań stanowiska (z wyjątkiem stanowiska Bogdanka) były 

położone na terenach NATURA 2000 (Internet 2; Tab. 6). 

Szczególnie cennym obiektem przyrodniczym jest Rezerwat Świdwie, który powstał 

w 1963 r. z inicjatywy inż. Jerzego Noskiewicza jako rezerwat ornitologiczny i do dziś słynie 

przede wszystkim jako ostoja wielu gatunków ptaków (INTERNET 2). Stwierdzono tu 

występowanie 131 gatunków ptaków, z czego 96 uznano za lęgowe (INTERNET 7). Na terenie 

Rezerwatu potwierdzono występowanie 412 taksonów roślin naczyniowych, w tym 13 

gatunków objętych ochroną prawną, z czego 6 ochroną ścisłą: kukułka szerokolistna 

(Dactylorhiza majaliss), kukułka krwista (D. incarnata), kruszczyk szerokolistny (Epipactis 

helleborine), wiciokrzew pomorski (Lonicera periclymenum), paprotka zwyczajna 

(Polypodium vulgare) pływacz  zwyczajny (Utricularia vulgaris) a 7 ochroną częściową: 

konwalia majowa (Convallaria majalis), kruszyna pospolita (Frangula alnus), 

bluszcz  pospolity (Hedera helix), kocanki piaskowe (Helichrysum arenarium), grążel żółty 

(Nuphar lutea), grzybienie białe (Nymphaea alba) i kalina koralowa (Viburnum opulus). 

Wyjątkową wartość ma obecność 4 gatunków z tzw. czerwonej listy roślin naczyniowych 
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Pomorza Zachodniego (ŻUKOWSKI I JACKOWIAK 1995). Jeden spośród tych gatunków ma rangę 

bezpośrednio zagrożonego wymarciem (CR, ang. critically endengerd): 

kropidło piszczałkowate (Oenanthe fistulosa) a 3 gatunki zaliczane są do narażonych (VU, ang. 

vulnerable): rogatek krótkoszyjkowy (Ceratophyllum submersum), nasięźrzał pospolity 

(Ophioglossum vulgatum) i gwiazdnica bagienna (Stellaria uliginosa). Łącznie, gatunki rzadkie 

i bardzo rzadkie stwierdzone w Rezerwacie stanowią 32,6% flory Rezerwatu (INTERNET 8). 

W Rezerwacie oznaczono 61 zbiorowisk roślinnych (29 wodnych i szuwarowych (w tym 

Hydrocharitetum morsus-ranae Langendonck 1935 i Nupharo-Nymphaeetum albae Tomasz. 

1977), 13 murawowych i łąkowych, 5 okrajkowych oraz 14 zaroślowych i leśnych) (Internet 

8).  

 
Tab. 6. Stanowiska badawcze NATURA 2000 

Stanowisko Akwen NATURA 2000 

Bogdanka (1) brak 

Gunica (2) Ostoja Świdwie (PLB320006) 

Świdwie (3) Ostoja Świdwie (PLB320006) 

Stolsko (4) Jezioro Stolsko (PLH320063) i Ostoja Świdwie (PLB320006) 

Piaszynko (5) 

Ostoja Wkrzańska (PLB320014) Piaski (6) 

Myślibórz Wielki (7) 

Nowe Warpno (8) 

Zalew Szczeciński 

Łąki 

Skoszewskie 

(PLB320007) 

Ujście Odry i Zalew Szczeciński 

(PLH320018) 

Trzebież (9) 

Zalew 

Szczeciński 

(PLB320009) 

Kopice (10) 

Puszcza 

Goleniowska 

(PLB320012) 

Stepnica (11) 

Zalew 

Szczeciński 

(PLB320009) 

Święta (12) Puszcza Goleniowska (PLB320012) 

Lubczyna (13) 
Jezioro Dąbie (16) 

Dolina Dolnej Odry (PLB320003) * 

Bystra (14) 

Szmaragdowe (15) Wzgórza Bukowe 

*kursywa – specjalne obszary ochrony ptaków, podkreślenie – specjalne obszary ochrony siedlisk 

 

Badania mykobiota na terenie Rezerwatu dotychczas ograniczono do grzybów 

wielkoowocnikowych (INTERNET 9), wśród których zidentyfikowano 110 gatunków, w tym 4 
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gatunki chronione: podgrzybek pasożytniczy (Xerocomus parasiticus), ozorek dębowy 

(Fistulina hepatica), purchawica olbrzymia (Langermania gigantea) i szmaciak gałęzisty 

(Sparassis crispa) oraz 12 ujętych na Polskiej czerwonej liście grzybów. Spośród nich trzy 

gatunki są zagrożone wymarciem: czernidłak zaostrzony (Coprinus acuminatus), grzybówka 

trzcinowa (Mycena belliae) i kruchaweczka (Psathyrella typhae), dwa narażone na wyginięcie: 

kolczatek strzępiasty (Creolophus cirrhatus) i kisielnica wierzbowa (Exidia recisa) 

oraz  siedem rzadkich: wrośniaczek sosnowy (Diplomitoporus flavescens), ozorek dębowy, 

kruchaweczka wysmukła (Psathyrella gracilis), gołąbek błękitny (Russula coerulea), szmaciak 

gałęzisty, skórnik aksamitny (Stereum subtomentosum) i podgrzybek pasożytniczy. 

Ponadto warto wspomnieć, że w bogactwie gatunkowym mykobiota Rezerwatu Świdwie swój 

udział zaznacza 5 gatunków śluzowców i 18 gatunków porostów (INTERNET 9). 

W dostępnych źródłach brak danych o micromycetes, występujących w Rezerwacie 

Świdwie. 

 

4.1.2. Warunki pogodowe 

Dane o warunkach pogodowych w sezonach wegetacyjnych w latach 2015 – 2017 na 

terenie Pobrzeża Szczecińskiego odczytano z raportów stacji meteorologicznych Goleniów, 

Szczecin i Świnoujście (Tab.7; Rys. 2 i 3).  

Dane z stacji Goleniów wykorzystano do interpretacji wyników na stanowiskach 

badawczych 1, 9, 10, 11 i 12, ze stacji Szczecin na stanowiskach 2, 3, 4, 13, 14 i 15, a ze stacji 

Świnoujście na stanowiskach 5, 6, 7 i 8.
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Tab. 7. Średnia dekadowa temperatura i wilgotność powietrza w stacjach meteorologicznych zlokalizowanych w sąsiedztwie stanowisk badawczych w lipcu (L) i sierpniu (S) 

w latach 2015 – 2017 

Rok 
Dekada 

miesiąca 

Goleniów Szczecin Świnoujście 

Temperatura  
minimalna  

[°C] 

Temperatura 
maksymalna  

[°C] 

Temperatura 
średnia 

 [°C] 

Wilgotność  

[%] 

Temperatura  
minimalna  

[°C] 

Temperatura 
maksymalna  

[°C] 

Temperatura 
średnia  

[°C] 

Wilgotność  

[%] 

Temperatura  
minimalna 

 [°C] 

Temperatura 
maksymalna  

[°C] 

Temperatura 
średnia 

 [°C] 

Wilgotność 

 [%] 

L S L S L S L S L S L S L S L S L S L S L S L S 

2015 

1. 14 14 26 29 20 21 60 65 14 14 26 29 20 21 60 65 14 14 26 29 20 21 60 65 

2. 12 17 21 28 17 23 75 60 12 17 21 28 17 23 75 57 12 17 20 28 16 23 75 57 

3. 12 13 22 25 15 19 74 63 12 13 22 25 17 19 74 63 12 13 22 25 17 19 74 63 

2016 

1. 12 12 23 21 17 16 75 81 12 12 23 21 17 16 75 81 12 12 23 21 17 16 75 81 

2. 13 11 21 21 17 16 78 79 13 11 21 21 17 16 78 79 13 11 21 21 17 16 78 78 

3. 14 12 25 25 20 18 75 78 14 13 25 25 20 19 75 78 14 13 25 25 20 19 75 78 

2017 

1. 12 15 20 25 16 20 80 69 12 15 20 25 16 20 80 70 12 15 20 25 16 20 81 70 

2. 11 14 22 21 16 18 78 80 11 14 22 21 16 17 78 80 11 14 22 22 16 18 78 81 

3. 14 11 23 21 19 16 85 79 14 11 23 22 19 17 85 78 14 11 23 22 19 16 85 78 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

28 

 

2
8

 
 

Rys. 2. Wykresy dekadowej temperatury powietrza w stacjach meteorologicznych zlokalizowanych w sąsiedztwie 

stanowisk badawczych w lipcu (L) i sierpniu (S) w latach 2015 – 2017 
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Rys. 3. Wykres dekadowej wilgotności powietrza w stacjach meteorologicznych zlokalizowanych w sąsiedztwie 

stanowisk badawczych w lipcu (L) i sierpniu (S) w latach 2015 – 2017 
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Tab. 8. Właściwości fizyczne wody badanych stanowisk w latach 2015 – 2017  

Stanowisko 

Parametr 

LDO [mg/l] Wysycenie tlenem [%] Temperatura [C] TDS [mg/l] ZAS [‰] REZ [µs/cm] pH 

2015 2016 2017 2015 2016 2017 2015 2016 2017 2015 2016 2017 2015 2016 2017 2015 2016 2017 2015 2016 2017 

Bogdanka (1) 4,3 3,2 3,3 50,8 47,3 38,7 22,5 21,3 22,1 440,0 321,0 336,0 0,4 0,4 0,3 896,0 891,0 745,0 6,7 6,7 6,7 

Gunica (2) 4,5 4,3 0,3 46,6 39,7 42,2 16,4 17,2 19,2 316,0 310,0 309,0 0,3 0,3 0,3 648,0 743,0 881,0 6,8 6,7 6,7 

Świdwie (3) 9,5 9,2 9,9 103,8 110,0 112,8 19,3 20,5 21,3 227,0 247,0 264,0 0,2 0,2 0,2 470,0 532,0 478,0 7,6 7,5 7,4 

Stolsko (4) ×* 9,3 9,4 × 105,0 104,9 × 21,1 20,7 × 130,0 128,7 × 0,1 0,1 × 734,0 911,0 × 7,1 7,1 

Piaszynko (5) × 8,9 7,6 × 78,6 90,4 × 19,4 21,1 × 542,0 540,0 × 0,2 0,2 × 620,0 792,0 × 7,1 7,2 

Piaski (6) × 8,5 8,7 × 84,2 87,3 × 19,7 20,8 × 493,0 457,0 × 0,3 0,2 × 645,0 702,0 × 7,1 7,2 

Myślibórz Wielki (7) 16,6 12,6 11,6 182,9 124,0 127,5 19,4 19,2 19,6 154,4 138,0 126,2 0,2 0,1 0,1 322,0 492,0 895,0 8,4 8,1 8,2 

Nowe Warpno (8) 9,4 × × 97,2 × × 20,1 × × 1972,0 × × 2,0 × × 3791,0 × × 7,2 × × 

Trzebież (9) 8,3 7,9 8,0 90,1 87,4 88,6 19,8 21,2 20 899,0 732,0 485,0 0,8 0,5 0,5 1799,0 987,0 901,0 7,2 7,2 7,2 

Kopice (10) 8,9 8,5 × 95,6 90,3 × 18,3 20,4 × 722,0 690,0 × 0,7 0,9 × 1450,0 1128,0 × 7,1 7,1 × 

Stepnica (11) 9,4 9,9 10,1 102,2 105,0 112,3 18,8 19,5 20,9 513,0 421,0 384,0 0,5 0,5 0,4 1039,0 984,0 917,0 7,1 7,2 7,2 

Święta (12) 8,6 7,4 6,1 95,5 78,2 69,0 19,2 20,1 21,1 300,0 289,0 204,3 0,3 0,2 0,2 618,0 749,0 921,0 7,1 7,1 7,1 

Lubczyna (13) 9,6 6,6 4,3 102,8 87,9 50,5 18,3 20,4 22,1 423,0 396,0 389,0 0,4 0,4 0,4 863,0 924,0 943,0 7,2 7,2 7,2 

Bystra (14) 5,8 4,2 3,2 66,6 79,6 37,1 19,1 21,5 22,1 444,0 423,0 372,0 0,4 0,4 0,4 904,0 920,0 941,0 6,6 6,9 6,5 

Szmaragdowe (15) × 8,7 8,9 × 103,0 103,5 × 20,7 21,9 × 210,0 230,0 × 0,2 0,2 × 907,0 939,0 × 8,9 8,9 

*× nie prowadzono pomiarów 

 



 

31 

 

Tab. 9. Właściwości chemiczne wody badanych stanowisk w latach 2015 – 2017 

Stanowisko 

Parametr 

azotany [mg/l] azotyny [mg/l] azot amonowy [mg/l] fosfor [mg/l] 

2015 2016 2017 2015 2016 2017 2015 2016 2017 2015 2016 2017 

Bogdanka (1) 26,5 25,80 24,70 0,33 0,47 0,38 0,01 0,06 0,05 0,79 0,82 0,72 

Gunica (2) 0,60 0,40 0,80 0,03 0,07 0,04 0,09 0,07 0,06 1,79 1,60 1,54 

Świdwie (3) 0,30 0,40 0,30 0,02 0,05 0,03 0,05 0,1 0,06 0,12 0,21 0,17 

Stolsko (4) ×* 1,60 1,20 × 0,12 0,13 × 0,07 0,08 × 0,17 0,18 

Piaszynko (5) × 1,90 2,10 × 0,04 0,05 × 0,09 0,05 × 0,15 0,19 

Piaski (6) × 2,00 2,40 × 0,03 0,04 × 0,06 0,04 × 0,16 0,18 

Myślibórz Wielki (7) 6,00 6,20 5,90 0,11 0,14 0,19 0,04 0,03 0,03 0,76 0,82 0,81 

Nowe Warpno (8) 2,70 × × 0,03 × × 0,03 × × 0,53 × × 

Trzebież (9) 5,50 5,30 4,90 0,23 0,22 0,19 0,04 0,04 0,05 0,40 0,38 0,52 

Kopice (10) 3,10 2,90 × 0,02 0,01 × 0,02 0,06 × 0,30 0,29 × 

Stepnica (11) 4,20 3,50 3,80 0,08 0,07 0,07 0,06 0,05 0,04 2,75 2,21 2,32 

Święta (12) 1,40 1,20 2,10 0,21 0,32 0,38 0,03 0,04 0,03 0,18 0,15 0,10 

Lubczyna (13) 4,70 5,00 5,10 0,20 0,22 0,16 0,05 0,05 0,04 2,75 2,50 3,26 

Bystra (14) 1,70 2,80 1,90 0,15 0,18 0,15 0,06 0,07 0,05 0,59 0,78 1,21 

Szmaragdowe (15) × 0,70 0,50 × 0,07 0,06 × 0,01 0,02 × 2,24 1,86 

*× nie prowadzono pomiarów 

 

4.2. Badania laboratoryjne 

4.2.1. Izolacja i oznaczanie mykobiota 

Podczas badań laboratoryjnych izolowano mikroorganizmy ze świeżych, 

chorobowo zmienionych części roślin (liście, ogonki liściowe i kwiaty). Rośliny dokładnie 

płukano pod zimną, bieżącą wodą, a następnie odkażano ich powierzchnię 70% etanolem. 

Dalsze prace przeprowadzano w komorze laminarnej z przepływem powietrza o prędkości 

0,30m/s, w warunkach sterylnych. Z każdej zmienionej chorobowo części rośliny 

pozyskiwano od 10 do 15 fragmentów o kształcie czworoboku 30 – 50 × 30 – 50 mm, 

w zależności od intensywności i różnorodności widocznych symptomów. Próbki te 

umieszczano w wilgotnych komorach, które stanowiły sterylne szalki Petriego (ø 90mm), 

wyścielone sterylnym papierem i nawilżone sterylną wodą destylowaną. Materiał ten 

inkubowano przez 2 do 21 dni w temperaturze 20 ± 2°C, przez cały czas utrzymując 
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wilgotność w komorach za pomocą sterylnego aerozolu wody destylowanej. Tak przygotowane 

fragmenty chorych części roślin obserwowano codziennie pod mikroskopem stereoskopowym 

(powiększenie 20× i 40×) w poszukiwaniu pojawiających się na tkankach roślinnych objawów 

etiologicznych, związanych z obecnością różnych struktur morfologicznych grzybów, np. 

nalotu grzybni. Materiał ten stanowił podstawę diagnostyki mikroskopowej. Obiekty 

mykologiczne umieszczano w kwasie mlekowym z błękitem metylowym i obserwowano pod 

mikroskopem Zeiss Axio (powiększenie 125, 500, 825). Niezależnie od bezpośredniej 

identyfikacji grzybów na podstawie zarodnikującej grzybni na chorych częściach roślin, ich 

fragmenty, wyrosłe na chorych tkankach roślinnych, umieszczano na standardowych podłożach 

PDA i SAB z chloramfenikolem firmy BIOCORP Polska Sp. z o.o. (Tab. 10). Hodowle in 

vitro inkubowano w temperaturze 20 ± °C przez 14 – 21 dni. 

 
Tab. 10. Skład podłoży mikrobiologicznych wykorzystanych do hodowli mykobiota 

CDA 

[g/l] 

Mathur 

[g/l] 

PDA 

Potato Dextrose 

Agar 

[g/l] 

Podłoże 

do badania 

aktywności 

celulolitycznej 

Colletotrichum 

nymphaeae [g/l] 

 

SAB 

Sabouraud 

[g/l] 

Azotan sodu 

2,00 

Glicerofosforan 

magnezu 0,50 

Siarczan potasu 

0,35 

Chlorek potasu 

0,50 

Siarczan żelaza 

0,01 

Sacharoza 30,00 

Agar 12,00 

 

Dekstroza 11,20 

Siarczan magnezu 

siedmiowodny 2,50 

Diwodorofosforan 

potasu 2,70  

Pepton bakteryjny 1,00  

Ekstrakt drożdżowy 

0,80  

Agar bakteryjny 12,00  

 

Wyciąg 

ziemniaczany 4,00 

Glukoza 20,00 

Agar 15,00 

 

Azotan sodu 2,00 

Wodorofosforan 

potasu 1,00 

Siarczan magnezu 

0,50  

Chlorek potasu 

0,50 

Siarczan żelaza 

(II) 0,01  

Celuloza 

mikrokrystaliczna 

(Sigma) 10,00 

Agar 12,00 

 

Pepton 10,00 

Glukoza 40,00 

Agar 15,00 

 

pH 6,8 pH 5,5 pH 5,6 pH 5,4 pH 5,6 

 

Izolaty przygotowano zgodnie z metodą WALLERA I IN. (1998). Łącznie, we wszystkich 

latach badań przebadano ok. 1200 skrawków NA i NL (w tym ok. 1000 fragmentów liści, 140 

fragmentów kwiatów i 60 fragmentów ogonków liściowych), ok. 800 skrawków NC (w tym 

ok. 700 fragmentów liści, 70 skrawków kwiatów i 30 fragmentów ogonków liściowych) oraz 
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ok. 60 liści z ogonkami liściowymi HMR. Z zebranego materiału roślinnego wyizolowano ok. 

2 250 szczepów grzybów i OGP. 

Mykobiota oznaczono na podstawie cech morfologicznych i anatomicznych, stanowiących 

kryterium taksonomiczne w kluczach mykologicznych: SKIERGIEŁŁO (1954), SUTTON (1980), 

BOROWSKA (1986), KWAŚNA I IN. (1991), ELLIS I ELLIS (1997) i RIETMÜLLER (2000). 

Nomenklaturę mykobiota przyjęto za KIRK I IN. (2008), którą następnie zaktualizowano 

w oparciu o Index Fungorum (INTERNET 10). 

 

4.2.2. Opracowanie wyników 

Wszystkie zebrane dane, dotyczące składu gatunkowego mykobiota towarzyszących 

nymfeidom umieszczono w komputerowej bazie programu Microsoft Excel 2016. Dane te 

stanowiły podstawę do wyznaczenia następujących wskaźników biocenotycznych, 

dotyczących zidentyfikowanych mykobiota: 

• struktury taksonomicznej, 

• frekwencji, 

• dominacji (struktury przestrzennej), 

• współczynnika podobieństwa gatunkowego Soerensena. 

 

Strukturę taksonomiczną wyznaczono na podstawie udziału liczby gatunków danej grupy 

taksonomicznej (gromada, rząd) w ogólnej liczbie zidentyfikowanych gatunków. 

 

Frekwencję, czyli częstość występowania danego gatunku mykobiota w terenie, 

wyliczono wg wzoru (CZACHOROWSKI 2006): 

𝐹𝑖 =
𝑠

𝑆
 ×  100% 

Fi – frekwencja i-tego gatunku 

s – liczba stanowisk z i-tym gatunkiem 

S – liczba wszystkich stanowisk 

 

Frekwencję wyznaczono na podstawie liczby stanowisk badawczych, na których choć 

raz zanotowano dany gatunek mykobiota (na roślinach żywicielskich danego gatunku 

zebranych z tego stanowiska w czasie danego sezonu wegetacyjnego) do liczby wszystkich 

stanowisk badawczych w danym roku badań. Następnie gatunki pogrupowano wg skali 

frekwencji zaproponowanej przez MUŁENKĘ (1997) (Tab. 11).  
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Tab. 11. Skala frekwencji mykobiota 

Skala frekwencji mykobiota Procent stanowisk  

Sporadyczne < 1 

Rzadkie 1 – 10 

Częste 11 – 30 

Pospolite 31 – 60 

Masowe > 60 

 

Dominację (strukturę przestrzenną) obliczono jako procentowy udział liczby notowań 

gatunku micromycetes w ogólnej liczbie notowań wszystkich gatunków mykobiota 

stwierdzonych podczas badań, wg wzoru (CZACHOROWSKI 2006): 

 

𝐷𝑖 =
𝑛

𝑁
 ×  100% 

 

Di – dominacja i-tego gatunku 

n – liczba notowań i-tego gatunku grzyba na wszystkich roślinach żywicielskich w wszystkich 

trzech latach badań 

N – liczba wszystkich notowań wszystkich gatunków grzybów na wszystkich roślinach 

żywicielskich we wszystkich trzech latach badań 

 

Notowanie (=1) oznacza, że dany gatunek grzyba stwierdzono przynajmniej raz na 

roślinie żywicielskiej, zebranej ze stanowiska badawczego w danym roku. 

Na podstawie otrzymanych wyników uporządkowano dominację gatunków mykobiota 

wg grup wyznaczonych przez KASPRZAKA I NIEDBAŁĘ (1981) oraz RUSZKIEWICZ-MICHALSKĄ 

(2006) (Tab. 12). 

 

Tab. 12. Skala dominacji mykobiota 

Skala dominacji mykobiota Procent notowań 

Subrecedenci (Sr) < 1 

Recedenci (R) 1,1 – 2 

Subdominanci (Sd) 2,1 – 5 

Dominanci (D) 5,1 – 10 

Eudominanci (Ed) > 10  

 

Do analizy podobieństwa składu gatunkowego mykobiota stwierdzonych na 

nymfeidach zebranych na poszczególnych stanowiskach badawczych 

wykorzystano współczynnik podobieństwa Soerensena (KREBS 2001): 
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𝑊𝑆 =
2𝑐

2𝑐 + 𝑎 + 𝑏
 ×  100% 

 

WS – współczynnik podobieństwa wyrażony w procentach 

c – liczba wspólnych taksonów dla danej pary stanowisk 

a – liczba taksonów pierwszego porównywanego stanowiska 

b – liczba taksonów drugiego porównywanego stanowiska  

 

Na podstawie obliczonego współczynnika podobieństwa Soerensena 

wykonano statystyczną analizę klasyfikacji metodą hierarchiczną (UPGMA). 

 

4.3. Badania wybranych właściwości Colletotrichum nymphaeae 

Do badań wykorzystano dwa szczepy Colletotrichum nymphaeae. Pierwszy szczep 

pozyskano z badań własnych (P), natomiast drugi to szczep referencyjny CBS 526.77 (H), 

zakupiony w Westerdijk Fungal Biodiversity Institute w Holandii. 

 

4.3.1. Tempo wzrostu szczepów polskiego i holenderskiego Colletotrichum 

nymphaeae 

Z brzegowych stref 7-dniowych kultur P i H Colletotrichum nymphaeae, hodowanych na 

podłożu Mathur pobrano inokulum o średnicy 0,7 mm. Krążki tej grzybni umieszczono 

w centrum szalki Petriego (ø 90 mm) na podłożach CDA, Mathur (TU 1985) oraz PDA i SAB 

(Tab. 10). Hodowlę prowadzono w ciemności w temperaturze 15°C, 25°C i 35°C przez 7 dni. 

Każdą z zastosowanych kombinacji doświadczalnych dla szczepów P i H (podłoże 

i temperatura) wykonano w 4 powtórzeniach. Każdego dnia mierzono wzrost liniowy kultury, 

w najszerszym i najwęższym miejscu. Wyniki pomiarów opracowano w programie Statistica 

13.1 z zastosowaniem testu najmniejszych różnic Fishera. 

 

4.3.2. Aktywność enzymatyczna szczepów polskiego i holenderskiego 

Colletotrichum nymphaeae 

Test aktywności enzymów hydrolitycznych przeprowadzono z wykorzystaniem pasków 

API® bioMérieux, zgodnie z instrukcją producenta. Metoda ta pozwoliła na określenie 

aktywności 19 enzymów hydrolitycznych: 3 fosfatazy (fosfataza alkaliczna, kwaśna fosfataza, 

fosfohydrolaza naftylo-AS-BI), 3 lipazy (esteraza C4, esteraza lipaza C8, lipaza C14), 5 proteaz 

(arylamidaza leucyny, arylamidaza waliny, arylamidaza cystyny, trypsyna, α-chymotrypsyna) 
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i 8 oksydoreduktaz (α-galaktozydaza, β-galaktozydaza, β-glukuronidaza, α-lukozydaza, β-

glukozydaza, N-acetylo-β-glukozaminidaza, α-mannozydaza, α-fukozydaza). Do badań 

zastosowano supernatanty przygotowane z inkubowanych szczepów P i H Colletotrichum 

nymphaeae, po ich odwirowaniu przy użyciu wirówki dotykowej Vortex Bio-Rad BR2000 

przez 20 sekund i prędkości 3000 rmp. Stopień aktywności enzymów określano w nanomolach 

hydrolizowanego substratu w skali barwnej od 0 do 5, dostarczonej przez producenta, gdzie 

stopień 0 oznacza brak reakcji, 1: 5 nanomoli, 2: 10 nanomoli, 3: 20 nanomoli, 4: 30 nanomoli, 

a 5: > 40 nanomoli.  

 

4.3.3. Aktywność celulolityczna szczepu polskiego Colletotrichum nymphaeae 

W centrum szalek Petriego (ø 90 mm) umieszczono 14-dniowe inokulum 

Colletotrichum nymphaeae (ø 7 mm) na pożywce agarowej (podłoże do badania aktywności 

enzymatycznej Colletotrichum nymphaeae, Tab. 10) z dodatkiem roztworu purpury 

bromokrezolowej (0,02 g/l) (5 powtórzeń) lub błękitu bromotymolowego (0,02 g/l) (5 

powtórzeń). Następnie przygotowane hodowle inkubowano przez 4 dni w temperaturze 25°C. 

Po tym czasie obserwowano ewentualną zmianę koloru pożywki. Zmiana koloru pożywki 

z niebieskiej i fioletowej na żółtą w bezpośrednim sąsiedztwie grzybni Colletotrichum 

nymphaeae wskazywała na aktywność enzymatyczną tego gatunku w stosunku do celulozy 

(KITANCHAROEN I HATAI 1998). 

 

4.3.4. Test patogeniczności szczepu polskiego Colletotrichum nymphaeae 

 Badanie patogeniczności przeprowadzono w odniesieniu do liści Nymphaea alba. 

W tym celu liście grzybieni bez widocznych zmian chorobowych dokładnie umyto pod zimną, 

bieżącą wodą, a następnie zdezynfekowano ich powierzchnię 70% etanolem 

i ułożono pojedynczo na papierowych jednorazowych tackach. Na liściach tych 

położono krążki inokulum (ø 7mm) Colletotrichum nymphaeae (P), pobrane z brzegów 7-

dniowej kultury wyhodowanej na podłożu PDA (Fot. 5). Krążki umieszczono tak, by grzybnia 

powietrzna C. nymphaeae bezpośrednio stykała się z powierzchnią liści. Łącznie, na 5 liściach 

NA umieszczono 20 krążków inokulum, każde z nich stanowiło osobne powtórzenie. Kontrolę 

stanowiły krążki podłoża PDA bez grzybni, umieszczone na liściu analogicznie jak wyżej. 

Każdy z czterech krążków umieszczonych na liściu przykryto szalką Petriego (ø 90 mm). Całe 

liście przykryto papierową tacką i umieszczono w temperaturze 15°C (na 17 dni, od 20.06.2018 

do 06.07.2018) i 25°C (na 5 dni, od 20.06.2018 do 25.06.2018). Po tym czasie 

obserwowano zmiany chorobowe na liściach.  
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Fot. 5. Badanie patogeniczności Colletotrichum nymphaeae na liściu Nymphaea alba (Fot. A. Rybińska) 

 

4.3.5. Wpływ grzybów drożdżoidalnych na wzrost grzybni Colletotrichum 

nymphaeae 

Do badania wpływu grzybów drożdżoidalnych na Colletotrichum nymphaeae (P) 

wykorzystano szczepy Pichia fermentans Lodder 1932 i Pichia kudriavzevii Boidin, Pignal & 

Besson 1966, udostępnione przez dr hab. Annę Biedunkiewicz z Katedry Mykologii 

Uniwersytetu Warmińsko-Mazurskiego w Olsztynie. Każdy z wymienionych gatunków 

grzybów drożdżoidalnych hodowano przez 10 dni na podłożu PDA (Tab. 10). Jednocześnie 

zainfekowano zdrowe liście Nymphaea alba inokulum C. nymphaeae (krążek ø 7 mm), 

podobnie jak przy badaniu patogeniczności (Fot. 5). Kiedy na liściach NA wytworzyła się 

grzybnia powietrzna C. nymphaeae na jej brzegach umieszczono 3 krążki inokulum (ø 7 mm) 

każdego z testowanych gatunków: Pichia fermentans, Pichia kudriavzevii, P. fermentans × P. 

kudriavzevii. Krążki umieszczano tak, żeby grzybnie powierzchniowe grzybów 

drożdżoidalnych i C. nymphaeae bezpośrednio kontaktowały się z sobą. Kontrolę stanowiły 

krążki podłoża PDA (ø 7 mm) bez grzybni. Każdą kombinację: C. nymphaeae i P. fermentans, 

C. nymphaeae i P. kudriavzevii, C. nymphaeae i P. fermentans × P. kudriavzevii oraz 

C. nymphaeae i kontrolę wykonano w 4 powtórzeniach. Na podstawie reakcji C. nymphaeae 

oceniono działanie antagonistyczne grzybów drożdżoidalnych.
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5. WYNIKI  

5.1. Ogólne bogactwo i skład gatunkowy mykobiota związanych z nymfeidami 

Pobrzeża Szczecińskiego 

W badaniach przeprowadzonych w latach 2015 – 2017 na roślinach HMR, NA, NC i NL, 

zlokalizowanych na 15. stanowiskach badawczych Pobrzeża Szczecińskiego, 

stwierdzono łącznie 72 taksony mykobiota, należące głównie do micromycetes z gromady 

Ascomycota (53 taksony; 74%). Wśród nich wszystkie, poza Chaetomium globosum 

(Sordariales), stanowiły stadia anamorficzne: Monliales: 44 taksony, Sphaeropsidales: 7 

taksonów i Melanconiales: 1 gatunek – Colletotrichum nymphaeae (Fot. 6A – B). Najmniej 

taksonów mykobiota wykazano w gromadzie Basidiomycota – 2 gatunki: Tracya hydrocharidis 

(Fot. 7A) i Athelia rolfsii (Fot. 7B – D). Wyróżniono też po 4 taksony reprezentujące 

Oomycota: Apodachlya sp., Elongisporangium undulatum (Fot. 8A), Globisporangium 

ultimum i Pythium sp. oraz Zygomycota: Mucor hiemalis i Mucor sp., Rhizopus niger 

i R. stolonifer (Fot. 8B). Brak zarodnikowania stwierdzono u 9 taksonów (12%), które 

zaliczono do Mycelia sterilia (Rys. 4; Tab. 13).  

 

Rys. 4. Ogólna liczba taksonów i udział grup taksonomicznych w bogactwie gatunkowym mykobiota na    

Hydrocharis morsus-ranae, Nymphaea alba, N. candida i Nuphar lutea na wszystkich stanowiskach 

w latach 2015 – 2017 

53; 74%

2; 3%

4; 5%

4; 6%

9; 12%

Ascomycota Basidiomycota Oomycota Zygomycota Mycelia sterilia
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Tab. 13. Mykobiota związane z nymfeidami wybranych stanowisk Pobrzeża Szczecińskiego w latach 2015 – 2017  

Lp. Gatunek 

Wcześniejsze 

nazewnictwo wykorzystane przed  

rewizją taksonomiczną 

Gromada 
2015 2016 2017 

HMR* NA NC NL HMR NA NC NL HMR NA NC NL 

1. Acremonium sp. Link 1809   A**    1 1 1 1 1 1 1  1 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912  A 1 1  1 1 1 1 1 1 1 1 1 

3. Alternaria atra (Preuss) Woudenb. & Crous 2013  Ulocladium atrum Preuss 1852 A     1        

4. Alternaria tenuissima (Kunze) Wiltshire 1933  A 1   1  1  1  1   

5. Apodachlya sp. Pringsh. 1883  Oo      1       

6. Arthrinium sp. Kunze 1817  A         1   1 

7. Ascochyta kirulisii H. Ruppr. 1959  A     1    1    

8. Aspergillus flavus Link 1809  A  1  1  1 1   1 1 1 

9. Aspergillus fumigatus Fresen. 1863  A      1       

10. Aspergillus niger Tiegh. 1867  A  1  1 1 1 1 1 1 1 1 1 

11. Aspergillus sp. P. Micheli ex Haller 1768  A          1  1 

12. Aspergillus versicolor (Vuill.) Tirab. 1908  A      1       

13. Athelia rolfsii (Curzi) C.C. Tu & Kimbr. 1978 Sclerotium rolfsii Sacc. 1911 B        1     

14. Bipolaris sp. Shoemaker 1959  A      1       

15. 
Boeremia exigua (Desm.) Aveskamp, Gruyter & 

Verkley 2010 

Phoma exigua Desm. 1849 
A     1        

16. Botrytis cinerea Pers. 1794  A  1  1  1 1 1 1 1 1 1 

17. Botrytis sp. P. Micheli 1729  A          1  1 

18. Chaetomium globosum Kunze 1817  A  1  1 1 1  1 1 1  1 

19. 
Chaetosphaeria vermicularioides (Sacc. & Roum.) 

W. Gams & Hol-Jech. 1976  

Chloridium chlamydosporum (J.F.H. 

Beyma) S. Hughes 1958 
A        1     

20. 
Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de 

Vries 1952 

 
A  1  1  1  1 1 1  1 

21. Cladosporium herbarum (Pers.) Link 1816  A    1  1  1     

22. Cladosporium sp. Link 1816  A  1  1  1       

23. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978  
 A    1  1 1 1  1 1 1 
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Lp. Gatunek 

Wcześniejsze 

nazewnictwo wykorzystane przed  

rewizją taksonomiczną 

Gromada 
2015 2016 2017 

HMR* NA NC NL HMR NA NC NL HMR NA NC NL 

24. 
Elongisporangium undulatum (H.E. Petersen) 

Uzuhasi, Tojo & Kakish. 2010  

Pythium undulatum H.E. Petersen 

1910 
Oo  1  1  1 1 1  1   

25. Epicoccum nigrum Link 1816  A    1      1   

26. Fusarium acuminatum Ellis & Everh. 1985  A  1  1         

27. Fusarium avenaceum (Fr.) Sacc. 1886  A  1  1  1 1 1  1  1 

28. 
Fusarium chlamydosporum Wollenw. & Reinking 

1925 

 
A       1 1     

29. Fusarium culmorum (Wm. G. Sm.) Sacc. 1892  A    1  1  1  1  1 

30. Fusarium fujikuroi Nirenberg 1976  
Fusarium verticillioides (Sacc.) 

Nirenberg 1976 
A        1     

31. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  
Fusarium semitectum Berk. & 

Ravenel 1875 
A 1 1  1 1 1  1  1 1 1 

32. Fusarium lolii (Wm.G. Sm.) Sacc. 1895  
Fusarium heterosporum Nees & T. 

Nees 1818 
A      1  1     

33. Fusarium oxysporum Schltdl. 1824  A 1   1    1     

34. Fusarium roseum Link 1809 Fusarium sambucinum Fuckel 1870 A  1      1     

35. 
Fusarium sacchari (E.J. Butler & H) W. Gams 

1971 

 
A  1  1 1 1  1     

36. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915  A    1 1 1 1 1 1 1  1 

37. Fusarium sulphureum Schltdl. 1824  A  1  1    1     

38. Geotrichum sp. Link 1809  A     1        

39. Gilmaniella humicola G.L. Barron 1964  A            1 

40. 
Globisporangium ultimum (Trow) Uzuhashi, 

Tojo & Kakish. 2010  

Pythium ultimum Trow 1901 
Oo    1    1     

41. Helminthosporium sp. Link 1809  A    1         

42. Humicola grisea Traaen 1914  A      1       

43. Mucor hiemalis Wehmer 1903  Z      1  1     

44. Mucor sp. Fresen. 1850  Z        1 1    

45. Mycelia sterilia 1       1        

46. Mycelia sterilia 2    1  1         
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Lp. Gatunek 

Wcześniejsze 

nazewnictwo wykorzystane przed  

rewizją taksonomiczną 

Gromada 
2015 2016 2017 

HMR* NA NC NL HMR NA NC NL HMR NA NC NL 

47. Mycelia sterilia 3        1       

48. Mycelia sterilia 4        1       

49. Mycelia sterilia 5        1       

50. Mycelia sterilia 6          1     

51. Mycelia sterilia 7          1     

52. Mycelia sterilia 8          1     

53. Mycelia sterilia 9          1     

54. Penicillium chrysogenum Thom 1910  A        1     

55. Penicillium expansum Link 1809  A        1     

56. Penicillium sp. Link 1809  A  1  1  1 1 1 1 1  1 

57. Penicillium z sekcji Biverticillate  A          1  1 

58. Penicillium z sekcji Monoverticillate  A      1       

59. Periconia sp. Tode 1791  A      1       

60. Phoma sp. Sacc. 1880  A      1  1     

61. Phomopsis sp. (Sacc.) Bubák 1905  A          1   

62. Phyllosticta hydrophila Speg. 1881  A        1     

63. Phyllosticta nymphaeacea Ellis & Everh. 1900  A  1    1       

64. Phyllosticta sp. Pers. 1818  A    1    1     

65. Pithomyces Berk. & Broome 1873  A     1        

66. Pythium sp. Pringsh. 1858  Oo    1    1    1 

67. Rhizopus niger (Ciagl. & Hewelke) Gedoelst 1902  Z      1       

68. Rhizopus stolonifer (Ehrenb.) Vuill. 1902  Z  1  1  1  1     

69. Tracya hydrocharidis Lagerh. 1902  B 1            

70. Trichoderma viride Pers. 1794  A      1    1  1 

71. Ulocladium sp. Preuss 1851  A      1       

72. Verticillium albo-atrum Reinke & Berthold 1879  A          1   
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Lp. Gatunek 

Wcześniejsze 

nazewnictwo wykorzystane przed  

rewizją taksonomiczną 

Gromada 
2015 2016 2017 

HMR* NA NC NL HMR NA NC NL HMR NA NC NL 

     Ogólna liczba gatunków mykobiota na roślinie żywicielskiej 5 18 0 28 13 36 11 38 11 22 6 20 

     Ogólna liczba gatunków mykobiota w poszczególnych latach 31 60 27 

* HMR – Hydrocharis morsus-ranae, NA – Nymphaea alba, NC – Nymphaea candida, NL – Nuphar lutea  

 **A – Ascomycota, B – Basidiomycota, Oo – Oomycota, Z – Zygomycota 
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5.2. Bogactwo i skład gatunkowy mykobiota na gatunkach nymfeidów Pobrzeża 

Szczecińskiego 

➢ Bogactwo i skład gatunkowy mykobiota na żabiścieku pływającym Hydrocharis 

morsus-ranae  

W latach 2015 – 2017 na HMR zidentyfikowano 20 taksonów mykobiota. Wśród nich 

Ascomycota stanowiły 85% (17 taksonów), a po 5% (po 1 taksonie) to przedstawiciele 

Basidiomycota (Tracya hydrocharidis), Zygomycota (Mucor sp.) i Mycelia sterilia 1 (Rys. 5; 

Tab. 13).  

W 2015 r. HMR zebrano jedynie na stanowisku Bogdanka (1), gdzie na tej roślinie 

stwierdzono 5 gatunków mykobiota: Alternaria alternata (Fot. 9A), A. tenuissima (Fot. 9B), 

Fusarium incarnatum (Fot 9.C – F), F. oxysporum i Tracya hydrocharidis, z czego 80% (4 

gatunki) reprezentowało gromadę Ascomycota, a 1 gatunek – Tracya hydrocharidis 

to Basidiomycota (Rys. 5; Tab. 13).  

W 2016 r. łącznie na 4. stanowiskach HMR: Świdwie (3), Stolsko (4), Lubczyna (13) 

i Bystra (14) zanotowano 13 taksonów mykobiota, z czego 92% (12 taksonów) to Ascomycota, 

a 8% (1 takson) to Mycelia sterilia 1 (Rys. 5; Tab. 13). 

W 2017 r. na 4 stanowiskach: Bogdanka (1), Świdwie (3), Stolsko (4) i Święta (12) 

występowania HMR zanotowano 11 taksonów mykobiota, z czego 91% (10 taksonów) 

to Ascomycota, a 9% (1 rodzaj – Mucor sp.) to Zygomycota (Rys. 5; Tab. 13). 

 

➢ Bogactwo i skład gatunkowy mykobiota na Nymphaea alba  

W latach 2015 – 2017 na NA zanotowano 46 taksonów mykobiota, z czego 80% (37 

taksonów, w tym Colletotrichum nymphaeae, to Ascomycota, 9% (4 taksony) to Mycelia 

sterilia (szczepy 2, 3, 4 i 5), a 7% – Zygomycota, reprezentowane przez 3 gatunki (Mucor 

hiemalis, Rhizopus niger i R. stolonifer). Najmniej, bo 4% udziału stanowili przedstawiciele 

Oomycota, reprezentowani przez 2 taksony (Apodachlya sp. i Elongisporangium undulatum 

(Rys. 5; Tab. 13). 

W 2015 r. na 6. stanowiskach: Bogdanka (1), Świdwie (3), Myślibórz Wielki (7), 

Trzebież (9), Święta (12) i Bystra (14) występowania NA stwierdzono 18 taksonów mykobiota. 

w tym 15 (82%) Ascomycota i po 1 (6%) Oomycota (Elongisporangium undulatum), 

Zygomycota (Rhizopus stolonifer) i Mycelia sterilia 2 (Rys. 5; Tab. 13).  

W 2016 r. na 7. stanowiskach: Świdwie (3), Piaszynko (5), Piaski (6), Myślibórz  Wielki 

(7), Trzebież (9), Święta (12) i Szmaragdowe (15) na NA stwierdzono 36 taksonów mykobiota, 

z czego 78% (28 taksonów, w tym m.in. Bipolaris sp. (Fot. 9E – F), Humicola grisea (Fot. 10A) 
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oraz Ulocladium sp. (Fot. 10B) to Ascomycota, następne 6% (2 taksony – Apodachlya sp. 

i Elongisporangium undulatum) stanowiły Oomycota, a 8% (3 gatunki – Mucor hiemalis, 

Rhizopus niger i R. stolonifer) – Zygomycota. Pozostałe 8% (3 taksony) to Mycelia sterilia 3, 

4 i 5 (Rys. 5; Tab. 13).  

W 2017 r. na 10. stanowiskach: Świdwie (3), Piaszynko (5), Piaski (6), Myślibórz 

Wielki (7), Trzebież (9), Stepnica (11), Święta (12), Lubczyna (13), Bystra (14) i Szmaragdowe 

(15) na NA zanotowano 22 taksony mykobiota, z czego 95% (21 taksonów, w tym Phomopsis 

sp. (Fot. 11A) i Botrytis cinerea (Fot. 11B) to stadia anamorficzne Ascomycota, a tylko 5% (1 

gatunek – Elongisporangium undulatum) to Oomycota (Rys. 5; Tab. 13).  

 

➢ Bogactwo i skład gatunkowy mykobiota na Nymphaea candida  

Grzybienie północne (NC) występowały jedynie na stanowisku: Świdwie (3) 

i zebrano je tylko w roku 2016 i 2017, stwierdzając na nich 12 taksonów mykobiota, 

z czego prawie wszystkie to Ascomycota – 92% (11 taksonów, w tym Colletotrichum 

nymphaeae), a tylko 1 gatunek (8%) – Elongisporangium undulatum, reprezentował Oomycota 

(Rys. 5; Tab. 13) 

W 2016 r. na NC zanotowano 11 taksonów mykobiota, z czego 10 (91% taksonów) 

to Ascomycota, a 1 gatunek (9%) to Oomycota – Elongisporangium undulatum, natomiast 

w 2017 r. stwierdzono występowanie 6. taksonów mykobiota i wszystkie reprezentowały 

anamorfy Ascomycota (Rys. 5; Tab. 13). 

 

➢ Bogactwo i skład gatunkowy mykobiota na Nuphar lutea  

Spośród roślin żywicielskich największe bogactwo gatunkowe micromycetes i OGP 

wykazano na NL. W latach 2015 – 2017 na roślinie tej stwierdzono 50 taksonów mykobiota, 

z czego 76% (38 taksonów) to Ascomycota, 10% (5 taksonów) to Mycelia sterilia (szczepy: 5, 

6, 7, 8 i 9), natomiast po 6% (odpowiadających 3. gatunkom) stanowili przedstawiciele 

Oomycota: Elongisporangium undulatum, Globisporangium ultimum i Pythium sp. oraz 

Zygomycota (Mucor hiemalis, Mucor sp. oraz Rhizopus stolonifer. Jedynym przedstawicielem 

Basidiomycota był Athelia rolfsii (2% udziału) (Rys. 5; Tab. 13). Bogactwo i różnorodność 

gatunkowa mykobiota na NL zmieniały się w poszczególnych latach badań.  

W 2015 r. na 10. stanowiskach: Bogdanka (1) Gunica (2), Świdwie (3), Nowe Warpno (8), 

Trzebież (9), Kopice (10), Stepnica (11), Święta (12), Lubczyna (13) i Bystra (14), na NL 

stwierdzono 28 taksonów mykobiota z czego 83% (23 taksony, w tym Phyllosticta sp. (Fot. 

12A – B)) to przedstawiciele Ascomycota, 11% – Oomycota, reprezentowane przez 3 gatunki: 
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Elongisporangium undulatum, Globisporangium ultimum i Pythium sp.). Najmniej licznie (3% 

udziału) w bogactwie gatunkowym reprezentowana była gromada Zygomycota (1 gatunek – 

Rhizopus stolonifer) oraz Mycelia sterilia 2 (Rys. 5; Tab. 13). 

 

Rys. 5. Liczba taksonów i udział grup taksonomicznych w bogactwie gatunkowym mykobiota na roślinach 

żywicielskich (Hydrocharis morsus-ranae, Nymphaea alba, N. candida i Nuphar lutea) w każdym roku 

badań oraz łącznie w latach w latach 2015 – 2017   
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W 2016 r. na 10. stanowiskach: Bogdanka (1), Gunica (2), Świdwie (3), Stolsko (4), 

Trzebież (9), Kopice (10), Stepnica (11), Święta (12), Lubczyna (13) i Bystra (14) na NL 

zidentyfikowano 38 taksonów mykobiota, z czego 71% (27 taksonów) stanowili 

przedstawiciele Ascomycota, 10% (4 taksony) to Mycelia sterilia (szczepy: 6, 7, 8 i 9), po 8% 

(po 3 taksony) Oomycota: (Elongisporangium undulatum, Globisporangium ultimum i Pythium 

sp.) oraz  Zygomycota: (Mucor hiemalis, Mucor sp. i Rhizopus stolonifer), a pozostałe 3% 

stanowił 1 gatunek Basidiomycota – Athelia rolfsii (Rys. 5; Tab. 13). 

W 2017 r. na 8. stanowiskach: Bogdanka (1), Gunica (2), Świdwie (3), Stolsko (4), 

Stepnica (11), Święta (12), Lubczyna (13) i Bystra (14) na NL zanotowano 20 taksonów 

mykobiota, z czego 19 (95% taksonów) to Ascomycota, a 1 takson (5%) to Pythium sp. 

należący do Oomycota (Rys. 5; Tab. 13).  

 

5.3. Bogactwo gatunkowe mykobiota na stanowiskach badań nymfeidów 

w poszczególnych latach  

Spośród wszystkich punktów badań nymfeidów na Pobrzeżu Szczecińskim jedynym 

stanowiskiem, na którym wystąpiły wszystkie 4 gatunki roślin żywicielskich (HMR, NA, NC 

i NL) był Rezerwat Świdwie (3), gdzie w latach 2015 – 2017 stwierdzono 37 taksonów 

mykobiota (Rys. 6; Tab. 2). W latach 2015 – 2017 dużą liczbą gatunków nymfeidów 

wyróżniały się też stanowiska Bogdanka (1) i Bystra (14), skąd zebrano rośliny HRM, NA i NL, 

na których zidentyfikowano po 27 gatunków mykobiota oraz Trzebież (9), gdzie na NA i NL 

oznaczono 28 gatunków mykobiota. Natomiast najmniej, po 1 gatunku nymfeidów, 

wystąpiło na 6. stanowiskach. Tylko NL zebrano na stanowiskach Gunica (2), Nowe 

Warpno (8) i Kopice (10), natomiast wyłącznie NA zebrano na stanowiskach Piaszynko (5), 

Piaski (6), Myślibórz Wielki (7) oraz Szmaragdowe (15). Na stanowisku Nowe Warpno (8) 

zanotowano 7 taksonów mykobiota, co stanowi najmniejszą ich liczbę (Rys. 6). Podczas 

poszczególnych sezonów wegetacyjnych zaobserwowano zanik roślin żywicielskich; 

dotyczyło to NA na stanowiskach Bogdanka (1) w 2016 r. i 2017 r. i Bystra (14) w 2016 r., oraz 

NL na stanowiskach Nowe Warpno (8) w 2016 r. i 2017 r., Trzebież (9) w 2017 r. i Kopice (10) 

w 2017 r. (Tab. 2; Rys. 6). 
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Rys. 6. Liczba gatunków roślin i liczba gatunków zasiedlających je mykobiota na stanowiskach 

badawczych w kolejnych latach badań 2015 – 2017 

*1 – Bogdanka, 2 – Gunica, 3 – Świdwie, 4 – Stolsko, 5 – Piaszynko, 6 – Piaski, 7 – Myślibórz 

Wielki, 8 – Nowe Warpno, 9 – Trzebież, 10 – Kopice, 11 – Stepnica, 12 – Święta, 13 – Lubczyna, 

14 – Bystra, 15 – Szmaragdowe  
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W 2015 r. najwięcej gatunków roślin gospodarzy zebrano na stanowisku Bogdanka (1) 

– 3 gatunki: HMR, NA i NL. Tam też w omawianym roku stwierdzono największą liczbę 

taksonów mykobiota – 18. Na stanowiskach Świdwie (3) i Trzebież (9) zebrano po 2 gatunki 

roślin: NL i NA oraz zidentyfikowano po 15 taksonów mykobiota. Na stanowiskach, gdzie 

wystąpił tylko 1 gatunek rośliny żywicielskiej, tj. NA (Myślibórz Wielki – 8) oraz NL (Gunica 

– 2; Nowe Warpno – 8; Kopice – 10; Stepnica – 11 i Lubczyna – 13) stwierdzono od 4. do 19. 

gatunków mykobiota (Tab. 2; Rys. 6). 

W 2016 r. wszystkie z badanych gatunków nymfeidów HMR, NA, NC i NL zebrano na 

stanowisku Świdwie (3) gdzie łącznie zidentyfikowano 27 taksonów mykobiota. Na 8. 

stanowiskach zebrano po 1. gatunku rośliny żywicielskiej, którą stanowił jedynie NL 

w Bogdance (1), Gunicy (2), Kopicach (10) oraz Stepnicy (11), natomiast NA na stanowiskach 

Piaszynko (5), Piaski (6), Myślibórz Wielki (7) i Szmaragdowe (15). Na roślinach NA, 

zebranych na stanowiskach Piaszynko (5) i Piaski (6) stwierdzono najmniejszą liczbę 

mykobiota – po 4 taksony (Tab. 2; Rys. 6). 

W 2017 r. pojedyncze gatunki roślin żywicielskich wystąpiły na 6. stanowiskach. 

W Piaszynku (5), Piaskach (6), Myśliborzu Wielkim (7), Trzebieży (9) i Szmaragdowym (15) 

był to jedynie NA, natomiast tylko NL zebrano na stanowisku Gunica (2). Najmniej taksonów 

mykobiota (6) stwierdzono na stanowisku Trzebież (9) (Tab. 2; Rys. 6). 

Największym bogactwem gatunkowym mykobiota na jednej roślinie żywicielskiej – 19 

taksonów wyróżniał się NA zebrany w 2016 r. na stanowisku Szmaragdowe (15), 

natomiast najmniej – 2 taksony stwierdzono na NL ze stanowiska Lubczyna (13) w 2017 r. 

(Tab. 2; Rys. 6; Tab. A12). 

 

5.4. Frekwencja i dominacja mykobiota na gatunkach nymfeidów Pobrzeża 

Szczecińskiego  

➢ Frekwencja i dominacja mykobiota na Hydrocharis morsus-ranae 

W związku z tym, że w 2015 r. HMR zebrano tylko na stanowisku Bogdanka (1) nie 

można było obliczyć frekwencji i dominacji micromycetes na roślinach tego gatunku. 

Wśród mykobiota, stwierdzonych na HMR w 2016 r. blisko połowę gatunków (6 

taksonów; 46% udziału) stanowiły gatunki częste, reprezentowane przez  Alternaria atra, 

Fusarium incarnatum, F. sacchari (Fot. 13A), Geotrichum sp., Mycelia sterilia 1, Pithomyces 

sp. (Fot. 13B) Najmniej było gatunków masowych (3 taksony; 23% udziału): Ascochyta 

kirulisii (Fot. 13C – D), Aspergillus niger i Boeremia exigua, a pozostałe 4 gatunki (31%): 

Acremonium sp., Alternaria alternata, Chaetomium globosum i Fusarium sporotrichioides 
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(Fot. 13E – F) to taksony pospolite (Rys. 7; Tab. A2). Wśród klas dominacji gatunków 

występujących na HMR w 2016 r. wyróżniono grupę eudominantów, stanowiącą 23%, 

a reprezentowaną przez 3 gatunki: Ascochyta kirulisii, Aspergillus niger i Boeremia exigua 

(Fot. 13G – H), dominantów o udziale 31% i reprezentowanych przez 4 gatunki: Acremonium 

sp., Alternaria alternata, Chaetomium globosum i Fusarium sporotrichioides. Najliczniejszą 

grupę stanowili subdominanci – 46% (6 taksonów) (Rys. 8; Tab. A2).  

 

 

Rys. 7. Ogólna liczba gatunków mykobiota stwierdzonych na żabiścieku pływajacym (Hydrocharis morsus-ranae) 

i ich udział [%] w grupach frekwencji w latach 2016 – 2017  

 

   

Rys. 8. Ogólna liczba gatunków mykobiota stwierdzonych na żabiścieku pływajacym (Hydrocharis morsus-ranae) 

i ich udział [%] w klasach dominacji w latach 2016 – 2017   

 

W 2017 r. jedynym gatunkiem występującym na HMR masowo był Alternaria alternata 

(9% udziału wśród wszystkich gatunków). Liczną grupę stanowiły gatunki częste – 7 taksonów 

(64%), natomiast gatunki pospolite, o udziale 27%, reprezentowane były przez 3 taksony: 

Acremonium sp., Ascochyta kirulisii i Cladosporium cladosporioides (Rys. 7, Tab. 3A). W tym 
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roku badań ponad połowa stwierdzonych mykobiota to dominanci – 64% (7 taksonów: 

Arthrinium sp., Aspergillus niger, Botrytis cinerea (Fot. 14), Chaetomium globosum, Fusarium 

sporotrichioides, Mucor sp. i Penicillium sp., a pozostałe 36% to 4 gatunki: Acremonium sp., 

Alternaria alternata, Ascochyta kirulisii i Cladosporium cladosporioides), charakteryzujące 

eudominantów (Rys. 8; Tab. A3). 

W żadnym roku badań nie stwierdzono na HMR gatunków mykobiota występujących 

sporadycznie i rzadko oraz recedentów i subrecedentów. 

 

➢ Frekwencja i dominacja mykobiota na Nymphaea alba 

We wszystkich latach badań (2015 – 2017) na NA obecne były gatunki masowe, 

pospolite i częste, natomiast nie stwierdzono gatunków sporadycznych. Wśród klas dominacji 

w każdym roku badań wystąpiły gatunki charakteryzujące grupy eudominatów, dominantów 

i subdominantów, natomiast nie stwierdzono subrecedentów. 

Współczynnik frekwencji wskazywał, że gatunki masowe na NA w 2015 r. stanowiły 

39% (7 taksonów): Alternaria alternata, Botrytis cinerea, Elongisporangium undulatum, 

Fusarium incarnatum, F. avenaceum (Fot. 14A – B), Penicillium sp. oraz  Phyllosticta 

nymphaeacea, częste 33% (6 gatunków): Aspergillus flavus, A. niger, Fusarium acuminatum 

(Fot. 14C), F. roseum, Mycelia sterilia 2 oraz  Rhizopus stolonifer, a pospolite 28% (5 

gatunków): Chaetomium globosum, Cladosporium cladosporioides, Cladosporium sp., 

Fusarium sacchari i F. sulphureum (Rys. 9; Tab. 4A). Wśród klas dominacji w tym roku badań 

jedynym eudominantem okazał się Fusarium incarnatum (6% udziału). Stwierdzono także 11 

taksonów odpowiadających kryterium dominantów (61% udziału) i 6 taksonów w klasie 

recedentów (33% udziału) (Rys. 10; Tab. A4).  

W 2016 r. najliczniejszą grupę (28 taksonów) wśród mykobiota stwierdzonych na NA 

stanowiły gatunki częste – 78% natomiast udział gatunków masowych był ponad 4-krotnie 

niższy (6 taksonów, w tym Colletotrichum nymphaeae) i stanowił 17%, a gatunków 

pospolitych 5% (2 taksony: Fusarium incarnatum i Penicillium sp.) (Rys. 9, Tab. 5A). Według 

podziału na klasy dominacji najliczniejszą grupą w 2016 r. byli recedenci – 64% (23 taksony), 

dominanci stanowili 19% (7 gatunków, w tym Colletotrichum nymphaeae), a subdominanci 

17% (6 taksonów) (Rys. 10; Tab. A5). 
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Rys. 9. Ogólna liczba gatunków mykobiota stwierdzonych na grzybieniach białych (Nymphaea alba) i ich udział 

[%] w grupach frekwencji w latach 2015 – 2017    

 

 

 

Rys. 10. Ogólna liczba gatunków mykobiota stwierdzonych na grzybieniach białych (Nymphaea alba) i ich udział 

[%] w klasach dominacji w latach 2015 – 2017  

 

W 2017 r. gatunki masowe, częste i rzadkie na NA stanowiły po 27% (po 6 gatunków). 

Gatunek Colletotrichum nymphaeae, podobnie jak w 2016 r., występował masowo. Pozostałe 

19% to 4 gatunki pospolite: Acremonium sp., Fusarium avenaceum, F. culmorum (Fot. 14D) 

i Penicillium sp. (Rys. 9, Tab. 6A). W omawianym roku eudominanci stanowili 9% (2 gatunki: 

Alternaria alternata i Fusarium incarnatum), dominanci (w tym Colletotrichum nymphaeae) 

i recedenci po 27% (6 taksonów), a subdominanci 37% (8 taksonów) (Rys. 10; Tab. A6). 
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a rzadkie to 9 taksonów (32%) (Rys. 11, Tab. 9A). Eudominanci stanowili w 2015 r. 4% (1 

gatunek: Botrytis cinerea), dominanci 18% (5 taksonów: Alternaria alternata, A. tenuissima, 

Elongisporangium undulatum, Fusarium incarnatum i F. sacchari), subdominanci 46% (13 

taksonów), a recedenci 32% (9 taksonów, w tym Colletotrichum nymphaeae) (Rys. 12; Tab. 

A9).  

W kolejnym, 2016 roku gatunki masowe stwierdzone na NL stanowiły 16% udziału 

w grupach frekwencji (6 taksonów: Alternaria alternata, Aspergillus niger, Colletotrichum 

nymphaeae, Fusarium incarnatum, Fusarium sacchari i Pythium sp.), częste 26% (10 

taksonów: Alternaria tenuissima, Cladosporium herbarum, Elongisporangium undulatum, 

Fusarium fujikuroi, F. avenaceum, F. lolii, F. roseum, Globisporangium ultimum, Phyllosticta 

hydrophila i Rhizopus stolonifer), pospolite 16% (6 taksonów: Acremonium sp., Botrytis 

cinerea, Chaetomium globosum (Fot. 15A), Fusarium oxysporum, F. sporotrichioides 

i Penicillium sp.),a rzadkie 42% (16 taksonów) (Rys. 11; Tab. 10A). W 2016 r. grupę 

dominantów reprezentowało 8 taksonów: Alternaria alternata, Aspergillus niger, Botrytis 

cinerea, Chaetomium globosum, Colletotrichum nymphaeae, Fusarium incarnatum, F. 

sacchari i Pythium sp. (21% mykobiota), subdominantów 10 taksonów (26%), recedentów 11% 

(4 gatunki: Fusarium lolii, F. roseum, Phyllosticta hydrophila i Rhizopus stolonifer), 

a subrecedentów 42% (16 taksonów) (Rys. 12; Tab. A10).  

W 2017 r. na NL taksony masowe stanowiły 40% (8 taksonów: Alternaria alternata, 

Aspergillus niger, Botrytis cinerea, Colletotrichum nymphaeae, Fusarium avenaceum, 

F. incarnatum, Penicillium sp. i Pythium sp.), pospolite 15% (3 taksony: Acremonium sp., 

Aspergillus sp. i Trichoderma viride (Fot. 15B), a częste 45% (9 taksonów) (Rys. 11, Tab. 

11A). Spośród oznaczonych w 2017 r. mykobiota 10% to eudominanci (Alternaria alternata 

i Penicillium sp.), dominanci 30% (6 taksonów: Aspergillus niger, Botrytis cinerea, 

Colletotrichum nymphaeae, Fusarium avenaceum, F. incarnatum i Pythium sp.), subdominanci 

35% (7 taksonów), a recedenci 25% (5 taksonów: Arthrinium sp., Botrytis sp., Cladosporium 

cladosporioides, Gilmaniella humicola i Penicillium z sekcji Biverticillate) (Rys. 12; Tab. 

A11). 
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Rys. 11. Ogólna liczba gatunków mykobiota stwierdzonych na grążelu żółtym (Nuphar lutea) i ich udział [%] 

w grupach frekwencji w latach 2015 – 2017  

 

 

 

Rys. 12. Ogólna liczba gatunków mykobiota stwierdzonych na grążelu żółtym (Nuphar lutea) i ich udział [%] 

w klasach dominacji w latach 2015 – 2017  

 

 

Fot. 6. Colletotrichum nymphaeae: A) acerwulus; B) zarodniki konidialne (Fot. A. Rybińska) 
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Fot. 7. A) Tracya hydrocharidis: przekrój przez kłębek zarodników; Athelia rolfsii: B) grzybnia i sklerocja na 

powierzchni liścia NL, pow. 5×; C) sklerocjum, pow. 400×; D) przekrój przez sklerocjum, pow. 630 (Fot. 

K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

 

 

Fot. 8. Elongisporangium undulatum: A) oospory; B) Rhizopus stolonifer: sporangia z sporangiosporami (Fot. K. 

Mazurkiewicz-Zapałowicz) 
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Fot. 9. A) Alternaria alternata: trzonki i zarodniki konidialne; B) Alternaria tenuissima: zarodniki konidialne; 

Fusarium incarnatum: C) makrokonidia; D) łańcuszki chlamydospor; Bipolaris sp.: E) pęczki zarodników 

konidialnych na liściu NL; F – G) wrzecionowate zarodniki konidiale (Fot. K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

 

A B 

C D 

  

E F G 
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Fot. 10. A) Humicola grisea: ciemna, kulista aleurospora na pojedynczym trzonku; B) Ulocladium sp.: zarodniki 

konidialne, pow. 400× (Fot. K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

 

 

Fot. 11. A) Phomopsis sp.: nitkowate β-konidia, laskowato wygięte; B) Botrytis cinerea: zakończenia trzonków 

konidialnych z konidiami (Fot. K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

 

 

Fot. 12. Phyllosticta sp.: A) piknidia w tkance NL; B) piknidium z zarodnikami (Fot. K. Mazurkiewicz-

Zapałowicz) 

 

B A 

A B 

A B 
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Fot. 13. A) Fusarium sacchari: zakończenie trzonków konidialnych; B) Pithomyces sp.: zarodniki konidialne; 

Ascochyta kirulisii: C) piknidium; D) zarodniki konidialne; Fusarium sporotrichioides: E) fialidy 

z makrokonidiami; F) makro- i mikrokonidia; Boeremia exigua: G) piknidium; H) zarodniki konidialne 

(Fot. K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

 

A B 

C D 

E F 

G H 
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Fot. 14. Fusarium avenaceum: A) przekrój przez sporodochium; B) makrokonidia; C) F. acumiantum: 

makrokonidia; D) F. culmorum: makrokonidia (Fot. A. Rybińska, K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

 

 

Fot. 15. A) Chaetomium globosum: perytecja z askosporami; B) Trichoderma viride: trzonki i zarodniki konidialne 

(Fot. K. Mazurkiewicz-Zapałowicz) 

A B 

C D 

A B 
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5.5. Podobieństwo gatunkowe mykobiota związanych z Nymphaea alba i Nuphar lutea  

W latach 2015 – 2017 największe podobieństwo gatunkowe mykobiota związanych 

z NA stwierdzono dla stanowisk Świdwie (3) i Trzebież (9) oraz Myślibórz Wielki (7) 

i Trzebież (9), dla których wskaźnik podobieństwa Soerensena wynosił odpowiednio 68,4% 

i 63,2%. Natomiast stanowiskami o najmniejszym wskaźniku podobieństwa 

gatunkowego mykobiota były Trzebież (9) i Święta (2) (48,5%) (Tab. 14; Rys. 13). 

 

Tab. 14. Wskaźnik podobieństwa Soerensena (WS) mykobiota stwierdzonych na Nymphaea alba (NA) w latach  

2015 – 2017 

NA 

2015 – 2017 

Stanowiska 

3* 7 9 12 

S
ta

n
o

w
is

k
a

 

3  12 taksonów 13 taksonów 11 taksonów 

7 57,1%  12 taksonów 11 taksonów 

9 68,4% 63,2%  8 taksonów 

12 59,5% 59,5% 48,5%  

3 – Świdwie, 7 – Myślibórz Wielki, 9 – Trzebież, 12 – Święta 

 

 

Rys. 13. Dendrogram wskaźnika Soerensena (WS) gatunków wspólnych mykobiota stwierdzonych na 

stanowiskach występowania Nymphaea alba (NA) w latach 2015 – 2017 

 

Porównując podobieństwo mykobiota stwierdzonych na NA stanowiska Świdwie (3) vs. 

pozostałe stanowiska, czyli Myślibórz Wielki (7), Trzebież (9) i Święta (12) w latach 2015 – 

2017, najbardziej znaczące podobieństwo stwierdzono w 2015 r. do stanowiska Trzebież (9), 

Świdwie (3) 

Myślibórz Wielki (7) 

Trzebież (9) 

Święta (12) 
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natomiast w 2016 r. współczynnik ten między wymienionymi stanowiskami, był najmniejszy 

z porównywanych i wynosił 40%, podobnie jak między Świdwiem (3) i Myśliborzem Wielkim 

(7). Pomimo tego, w latach 2015 – 2017, stanowiska Świdwie (3) i Trzebież (9) pod względem 

zróżnicowania mykobiota były do siebie bardziej podobne (68,4%) niż Świdwie (3) i Święta 

(12) (59,5%) oraz Świdwie (3) i Myślibórz Wielki (7) (57,1%) (Tab. 15). 

 

Tab. 15. Wskaźnik podobieństwa Soerensena (WS) mykobiota stwierdzonych na Nymphaea alba (NA) 

w kolejnych latach badań 

NA 

Stanowiska 

7* 9 12 

Stanowisko Rok badań 

3 

2015 
52,6% 

5 taksonów 

80,0% 

8 taksonów 

52,6% 

5 taksonów 

2016 
40,0% 

5 taksonów 

40,0% 

4 taksonów 

42,1% 

4 taksonów 

2017 
75,0% 

9 taksonów 

63,2% 

6 taksonów 

63,6% 

7 taksonów 

2015 – 2017 
57,1% 

12 taksonów 

68,4% 

13 taksonów 

59,5% 

11 taksonów 

* 7 – Myślibórz Wielki, 9 – Trzebież, 12 – Święta, 3 – Świdwie 

 

Wśród stanowisk, na których występował NL największe podobieństwo gatunkowe 

mykobiota wykazywały stanowiska Stepnica (11) i Święta (12) (75,0%) oraz Gunica (2) 

i Świdwie (3) (71,8%), a najmniejsze – Świdwie (3) i Stepnica (11) (51,2%) (Rys. 14, Tab. 16). 

 

Tab. 16. Wskaźnik podobieństwa Soerensena (WS) mykobiota stwierdzonych na Nuphar lutea (NL) w latach  

2015 – 2017 

NL 

2015-2017 

Stanowiska 

1* 2 3 11 12 16 

S
ta

n
o

w
is

k
a

 

1  12 taksonów 15 taksonów 14 taksonów 14 taksonów 16 taksonów 

2 63,2%  14 taksonów 12 taksonów 11 taksonów 14 taksonów 

3 69,8% 71,8%  11 taksonów 12 taksonów 14 taksonów 

11 66,7% 63,2% 51,2%  15 taksonów 14 taksonów 

12 70,0% 61,1% 58,5% 75,0%  14 taksonów 

16 66,7% 63,6% 57,1% 73,7% 60,9%  

*1 – Bogdanka, 2 – Gunica, 3 – Świdwie, 11 – Stepnica, 12 – Święta, 16 – Dąbie (Lubczyna i Bystra) 
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Rys. 14. Dendrogram wskaźnika Soerensena (WS) gatunków wspólnych mykobiota stwierdzonych na 

stanowiskach występowania Nuphar lutea (NL) w latach 2015 – 2017  

 

Pod względem zróżnicowania gatunków mykobiota stwierdzonych na NL najbardziej 

podobne do stanowiska Świdwie było stanowisko Gunica (2) (71,8%), szczególnie w 2017 r. 

(73,7%). Zbliżona wartość podobieństwa gatunkowego charakteryzowała stanowisko Świdwie 

(3) i Bogdanka (1) (69,8%). Natomiast najmniejsze podobieństwo mykobiota 

udowodniono między stanowiskami Świdwie (3) i Stepnica (11) w 2017 r. (42,1%) oraz dla 

tych stanowisk w latach 2015 – 2017 (51,2%) (Tab. 17). 

Tab. 17. Wskaźnik podobieństwa Soerensena (WS) mykobiota związanych z Nuphar lutea (NL) 

w kolejnych latach badań 

NL 
Stanowiska 

1* 2 11 12 16 
Stanowisko Rok badań 

3 

2015 
54,5% 

6 taksonów 

70,0% 

7 taksonów 

47,6% 

5 taksonów 

55,6% 

5 taksonów 

55,6% 

5 taksonów 

2016 
66,7% 

8 taksonów 

56,0% 

7 taksonów 

61,5% 

8 taksonów 

53,8% 

7 taksonów 

54,0% 

10 taksonów 

2017 
72,7% 

8 taksonów 

73,7% 

7 taksonów 

42,1% 

4 taksonów 

60% 

6 taksonów 

57,1% 

6 taksonów 

2015 – 2017 
69,8% 

15 taksonów 

71,8% 

14 taksonów 

51,2% 

11 taksonów 

58,5% 

12 taksonów 

57,1% 

14 taksonów 

* 1 – Bogdanka, 2 – Gunica, 3 – Świdwie, 11 – Stepnica, 12 – Święta, 16 – Dąbie  

 

Bogdanka (1) 

Gunica (2) 

Świdwie (3) 

Stepnica (11) 

Święta (12) 

Dąbie (Lubczyna i Bystra) (16) 



 

62 

 

Podobieństwo gatunkowe mykobiota obecnych na NA i NL na stanowiskach Świdwie 

(3) i Święta (12) w latach 2015 – 2017 wynosiło na stanowisku Świdwie 74,0%, natomiast na 

stanowisku Święta 63,0%. Podobieństwo to było największe na stanowisku Święta w 2015 r. – 

80,0% (6 wspólnych taksonów), a najmniejsze rok później, w 2016 r. na tym samym 

stanowisku – 45,0% (5 taksonów wspólnych) (Tab. 18). 

 

Tab. 18. Wskaźnik podobieństwa Soerensena (WS) mykobiota zidentyfikowanych na Nymphaea alba (NA) 

i Nuphar lutea (NL) w latach 2015 – 2017 

Rok badań 

Stanowisko 

Świdwie (3) Święta (12) 

taksony wspólne 

NA i NL 

WS [%] taksony wspólne 

NA i NL 

WS [%] 

2015 7 64,0 6 80,0 

2016 6 52,0 5 45,0 

2017 8 70,0 7 74,0 

2015 – 2017 16 74,0 11 63,0 

5.6. Wybrane właściwości Colletotrichum nymphaeae  

5.6.1. Tempo wzrostu Colletotrichum nymphaeae na różnych podłożach 

i w różnych warunkach termicznych 

Badania tempa wzrostu Colletotrichum nymphaeae na podłożach CDA, Mathur, PDA 

i SAB w temperaturze 15°C, 25°C i 35°C nie wykazały znaczących różnic między szczepem 

polskim (P) a holenderskim (H) tego patogenu (Rys. 15). Stwierdzono, że oba szczepy P i H 

w temperaturze 35°C nie rozwijały się oraz że oba szczepy rosły szybciej w temperaturze 25°C 

niż w temperaturze 15°C. Tempo wzrostu szczepu P i H było istotnie modyfikowane, zależnie 

od rodzaju podłoża. Stwierdzono, że na podłożu SAB w obu temperaturach (15 i 25°C) 

grzybnia szczepów P i H rozrastała się najszybciej. Tempo wzrostu szczepu P na tej pożywce 

w temperaturze 25°C wyniosło 4,8 mm/dzień, a szczepu H – 4,6 mm/dzień. Z kolei 

w temperaturze 15°C było ono wolniejsze i wyniosło 2,3 mm/dzień dla szczepu P 

i 2,2 mm/dzień dla szczepu H (Rys. 15).  
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Rys. 15. Tempo wzrostu Colletotrichum nymphaeae [mm/dzień] na podłożach CDA, Mathur, PDA i SAB 

w temperaturze 15 i 25°C (słupki błędów wskazują błąd standardowy średniej) 

 

Badania wykazały, że dla obu szczepów P i H tempo wzrostu grzybni na podłożu PDA 

było nieznacznie szybsze niż na podłożu Mathur. Szczep P, hodowany na pożywce PDA, 

inkubowany w temperaturze 25°C rozrastał się w tempie 4,1 mm/dzień, a szczep H – 4,2 

mm/dzień. Natomiast rozwój przy temperaturze 15°C umożliwił wzrost grzybni obu szczepów 

jedynie o 1,9 mm/dzień. Na pożywce Mathur, w warunkach 25°C oba szczepy P i H 

powiększyły swój wzrost liniowy do 3,9 mm/dzień, a w 15°C – 1,7 mm/dzień w przypadku 

szczepu P, a dla szczepu H –1,8 mm/dzień (Rys. 15).   

Zdecydowanie najsłabszy wzrost grzybni C. nymphaeae zaobserwowano na podłożu 

CDA. W temperaturze 25°C wynosił on 2,9 mm/dzień dla szczepu P i 3,0 mm/dzień dla 

szczepu H, a w temperaturze 15°C – 1,2 mm/dzień dla szczepu P i 1,1 mm/dzień dla szczepu 

H (Rys. 15).  

Podczas badań wykazano, że zarówno w temperaturze 15°C jak i 25°C wpływ rodzaju 

zastosowanego podłoża na tempo wzrostu C. nymphaeae szczepów P i H jest podobny. W obu 

temperaturach nie zaobserwowano statystycznie istotnej różnicy między tempem wzrostu 

grzybni na podłożach Mathur i PDA. Udowodniono natomiast, że wzrost szczepów P i H 

tego gatunku był istotnie szybszy na podłożu SAB niż na podłożu CDA, Mathur czy PDA. 

Wykazano też, że tempo wzrostu C. nymphaeae na podłożu CDA było istotnie wolniejsze niż 

na podłożach Mathur i PDA (Rys. 15). 
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5.6.2. Aktywność enzymatyczna Colletotrichum nymphaeae  

Przeprowadzony test API-ZYM nie wykazał znaczących różnic aktywności 

enzymatycznej szczepu polskiego (P) i holenderskiego (H) Colletotrichum nymphaeae. 

W temperaturze 15°C u szczepu P nie stwierdzono aktywności lipazy C14, arylamidazy 

cystyny, trypsyny, α-chymotrypsyny, β-galaktozydazy, β-glukuronidazy i α-fukozydaza, 

z kolei u szczepu H: lipazy C14, arylamidazy cystyny i trypsyny. Natomiast w temperaturze 

25°C u szczepu P nie wykryto aktywności lipazy C14 i trypsyny, a u szczepu H jedynie 

trypsyny (Tab. 19).  

 

Tab. 19. Wyniki testu API-ZYM dla szczepów polskiego (P) i holenderskiego (H) Colletotrichum nymphaeae 

hodowanych na różnych podłożach w temperaturze 15°C i 25°C 

Badany enzym 15°C 25°C 

CDA Mathur PDA SAB CDA Mathur PDA SAB 

P H P H P H P H P H P H P H P H 

Kontrola × 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

Fosfataza alkaliczna Fo 1 1 0 0 1 1 1 0 1 1 1 1 1 1 1 1 

Esteraza C4 Li 1 1 0 0 1 1 0 0 1 1 1 1 1 1 1 1 

Esteraza lipaza C8 Li 1 1 0 0 1 1 0 0 1 1 1 1 1 1 1 1 

Lipaza C14 Li 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 

Arylamidaza leucyny Pr 1 1 0 0 1 1 0 0 1 1 1 1 1 1 1 1 

Arylamidaza waliny Pr 1 1 0 0 1 1 0 0 1 1 0 0 1 1 1 0 

Arylamidaza cystyny Pr 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 0 0 

Trypsyna Pr 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

α-chymotrypsyna Pr 0 0 0 0 0 1 0 0 1 1 0 0 1 1 1 1 

Kwaśna fosfataza Fo 1 1 0 0 1 1 0 0 1 1 1 1 1 1 1 1 

Fosfohydrolaza 

naftylo-AS-BI 
Fo 

1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 

α-galaktozydaza O 1 1 0 0 1 1 0 0 1 1 1 0 1 1 1 1 

β-galaktozydaza O 0 0 0 0 0 1 0 0 1 1 1 0 0 1 1 1 

β-glukuronidaza O 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 1 1 1 1 

α-glukozydaza O 0 0 0 0 1 1 0 0 1 1 1 1 1 1 1 1 

β-glukozydaza O 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 

N-acetylo-β-

glukozaminidaza 
O 

0 1 0 0 1 1 0 0 1 1 1 1 1 1 1 1 

α-mannozydaza O 0 0 0 0 1 1 0 0 0 0 1 0 1 1 1 1 

α-fukozydaza O 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 1 0 1 1 1 1 

Suma aktywnych enzymów 9 10 2 2 13 16 3 2 13 13 13 9 16 18 16 15 

Fo – fosfataza, Li – lipaza, Pr – proteaza, O – oksydoreduktaza  

0: 0 nanomoli, 1: 5 nanomoli, 2: 10 nanomoli, 3: 20 nanomoli, 4: 30 nanomoli, 5: > 40 nanomoli  

 



 

65 

 

Poziom aktywności pozostałych enzymów wśród obu szczepów P i H w obowiązującej 

skali był niski i odpowiadał ilości 5 nanomoli (1). Stwierdzono jednak wpływ podłoża 

wykorzystanego w hodowli in vitro C. nymphaeae oraz temperatury inkubacji na liczbę 

enzymów wytwarzanych przez szczepy H i P tego grzyba (Tab. 19). 

Szczepy P i H Colletotrichum nymphaeae inkubowane w 15°C wytwarzały najmniej 

enzymów na podłożu Mathur oraz SAB. W tych warunkach termicznych szczepy P i H na 

podłożu Mathur wykazywały aktywność tylko 2. enzymów: fosfohydrolazy naftylo-AS-BI oraz 

β-glukozydazy. Z kolei na podłożu SAB szczep P wykazywał aktywność 3. enzymów: 

fosfatazy alkalicznej, fosfohydrolazy naftylo-AS-BI i β-glukozydazy, natomiast szczep H 

wykazywał aktywność 2. enzymów: fosfohydrolazy naftylo-AS-BI oraz fosfatazy alkalicznej. 

W tych warunkach termicznych na podłożu CDA szczep P wykazywał aktywność 9 

hydrolaz  (3. fosfataz: fosfatazy alkalicznej, kwaśnej fosfatazy i fosfohydrolazy naftylo-AS-BI, 

2. lipaz: esterazy C4 i esterazy lipazy C8, 2. proteaz: arylamidazy leucyny i arylamidazy waliny 

oraz  2. oksydoreduktaz: α-galaktozydazay i β-glukozydazy), natomiast szczep H hodowany 

w 15°C na podłożu CDA wykazywał aktywność tych samych enzymów co szczep P 

oraz  dodatkowo aktywność oksydoreduktazy: N-acetylo-β-glukozaminidaza (10 enzymów) 

(Tab. 19). W 15°C na podłożu PDA szczep P wykazywał aktywność aż 13. enzymów, wśród 

nich 3. fosfataz: fosfatazy alkalicznej, kwaśnej fosfatazy i fosfohydrolazy naftylo-AS-BI, 2. 

lipaz: esterazy C4 i esterazy lipazy C8, 2. proteaz: arylamidazy leucyny, arylamidazy waliny 

i oraz 6. oksydoreduktaz: α-galaktozydazy, α-glukozydazy, β-glukozydazy, N-acetylo-β-

glukozaminidazy, α-mannozydazy i α-fukozydazy. Natomiast szczep H inkubowany w 15°C 

wykazywał aktywność aż 16. hydrolaz (najwięcej w tej temperaturze) i były wśród nich 

aktywnych tych samych 13. enzymów co dla szczepu P, dodatkowo stwierdzono obecność 3. 

tzn. α-chymotrypsyny, β-galaktozydazy i β-glukuronidazy (Tab. 19). 

Inkubacja C. nymphaeae w temperaturze 25°C zwiększyła aktywność enzymatyczną 

obu szczepów H i P, co było najbardziej widoczne wśród kultur hodowanych na podłożach 

Mathur i SAB, czyli tych, na których w 15°C patogen ten wytwarzał najmniejszą liczbę 

enzymów. W tych warunkach termicznych na podłożach Mathur i SAB aktywnych 

było odpowiednio 11 i 13 enzymów więcej u szczepu P oraz 13 (na obu podłożach) u szczepu 

H. Natomiast na podłożu CDA temperatura 25oC aktywowała u szczepu P tylko 4 enzymy 

więcej (α-chymotrypsynę, β-galaktozydazę, α-glukozydazę i N-acetylo-β-glukozaminidazę), 

a u szczepu H – 3 (α-chymotrypsynę, β-galaktozydazę i α-glukozydazę) w porównaniu z temp. 

15oC. Z kolei u szczepów hodowanych na podłożu PDA takie zwiększenie temperatury o 10oC 

powodowało aktywację 3. enzymów więcej u szczepu P (arylamidazy cystyny, α-
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chymotrypsyny i β-galaktozydazę) oraz tylko 2. enzymów więcej u szczepu H (lipazy C14 

i arylamidazy cystyny). Najmniej aktywnych enzymów stwierdzono u szczepu H hodowanych 

na podłożu Mathur – 9 (3. fosfatazy: fosfataza alkaliczna, kwaśna fosfataza i fosfohydrolaza 

naftylo-AS-BI, 2. lipazy: estraza C4 i estraza lipaza C8, 1. proteaza: arylamidaza leucyny oraz 

3. oksydoreduktazy: α-glukozydaza, β-glukozydaza i N-acetylo-β-glukozaminidaza. Dla 

szczepu P inkubowanego na tym podłożu stwierdzono dodatkowo aktywność α-galaktozydazy, 

β-galaktozydazy, α-mannozydazy i α-fukozydazy (łącznie 13 aktywnych enzymów). Natomiast 

podczas inkubacji tego szczepu w temperaturze 25oC na podłożu PDA stwierdzono aż 18 

aktywnych enzymów (najwięcej spośród wszystkich kombinacji w przeprowadzonym teście) 

i były to wszystkie, oprócz trypsyny, spośród przebadanych enzymów. Szczep P, 

w porównaniu ze szczepem H, na podłożu PDA nie wytwarzał 2. enzymów (nie 

wykryto aktywności lipazy C14 oraz β-galaktozydazy). Na podłożu CDA oba szczepy P i H 

wykazywały aktywność 13. tych samych enzymów (3. fosfataz: fosfatazy alkalicznej, kwaśnej 

fosfatazy i fosfohydrolazy naftylo-AS-BI, 2. lipaz: esterazy C4 i esterazy lipazy C8, 3. proteaz: 

arylamidazy leucyny, arylamidazy waliny i α-chymotrypsyny oraz 5. oksydoreduktaz: α-

galaktozydazy, β-galaktozydazy, α-glukozydazy, β-glukozydazy i N-acetylo-β-

glukozaminidazy). Na podłożu SAB w 25°C szczep H wytwarzał 15 aktywnych enzymów (3 

fosfatazy: fosfataza alkaliczna, kwaśna fosfataza i fosfohydrolaza naftylo-AS-BI, 2. lipazy: 

esteraza C4 i esteraza lipazy C8, 2. proteazy: arylamidaza waliny i α-chymotrypsyna oraz 8 

oksydoreduktaz: α-galaktozydaza, β-galaktozydaza, β-glukuronidaza, α-glukozydaza, β-

glukozydaza, N-acetylo-β-glukozaminidaza, α-mannozydaza i α-fukozydaza). Natomiast 

szczep P na tym podłożu i w wyższej temperaturze wykazywał dodatkowo aktywność 

arylamidazy waliny (Tab. 19). 

Wyniki badań aktywności celulolitycznej na podstawie zmian zabarwienia pożywki, na 

której rozwijał się polski szczep C. nymphaeae, wykazały wytwarzanie przez ten gatunek 

aktywnych celulaz. Świadczyła o tym zmiana barwy pożywki z niebieskiej lub fioletowej na 

żółtą w bezpośrednim sąsiedztwie grzybni (strefa hydrolizy celulozy) (Fot. 16). Taka reakcja 

barwna była spowodowana rozkładaniem celulozy, zawartej w podłożu, na którym 

inkubowano C. nymphaeae przez wydzielony na zewnątrz (poza grzybnię) egzoenzym(y) 

hydrolizujący celulozę. Zmiana barwy pożywki w miejscu aktywności grzyba była efektem 

zakwaszenia podłoża podczas rozkładu biomasy zawartej w podłożu.  
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Fot. 16. Szczep Colletotrichum nymphaeae na pożywce PDA z dodatkiem błękitu bromotymolowego (1) 

i roztworu purpury bromokrezolowej (2) z żółtą barwą podłoża, potwierdzającą aktywność celulolityczną 

(Fot. A. Rybińska) 

 

5.6.3. Patogeniczność Colletotrichum nymphaeae 

Badania in vitro wykazały patogeniczność polskiego (P) szczepu Colletotrichum 

nymphaeae dla roślin Nymphaea alba. Inokulacja zdrowych tkanek NA fragmentami grzybni 

C. nympahaeae potwierdziła trzeci i czwarty postulat Kocha, ponieważ na zdrowych roślinach 

żywicielskich grzyb wyizolowany z chorych roślin wywołał identyczne objawy chorobowe 

(nekrozy) (Fot. 17 i 18) jak na roślinach chorych (3. postulat Kocha). Jednocześnie ponowna 

izolacja patogenu z tkanek roślin sztucznie infekowanych i jego hodowla w czystej kulturze 

potwierdziła identyczność z izolatami pozyskanymi z naturalnych ekosystemów (4. postulat 

Kocha). Stwierdzono, że postulaty Kocha są spełnione zarówno w temperaturze 15°C jak 

i 25°C, choć w temperaturze 15°C rozwój patogenu C. nymphaeae, wywołującego nekrozy 

tkanki miękiszowej postępował wolniej niż w temperaturze 25°C (Fot. 17 i 18). Po 5 dniach 

inkubacji C. nympahaeae na tkankach liści NA w temperaturze 25°C zrezygnowano z dalszych 

obserwacji ze względu na ich zły stan. Otrzymane wyniki potwierdziły, że C. nymphaeae jest 

bezpośrednim czynnikiem powodującym nekrozy i gnicie tkanki miękiszowej liści NA. 
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Fot. 17. Inokulum Colletotrichum nymphaeae (P) i rozwój grzybni patogenu na liściu Nymphaea alba 

w temperaturze 15°C 

 

 

Fot. 18. Inokulum Colletotrichum nymphaeae (P) i rozwój grzybni patogenu na liściu Nymphaea alba 

w temperaturze 25°C 

 

5.6.4. Wpływ drożdży na wzrost grzybni Colletotrichum nymphaeae 

Badania wpływu szczepów grzybów dorożdżoidalnych na wzrost polskiego (P) szczepu 

Colletotrichum nymphaeae wykazały, że Pichia fermentans i P. kudriavzevii działają 

inhibicyjnie na wzrost grzybni tego patogenu. Rozwój C. nymphaeae został zahamowany 

w miejscu bezpośredniego kontaktu patogenu z Pichia (Fot. 19A – C). Natomiast po 7 dniach 

inkubacji w tych samych warunkach termicznych w kontroli (PDA bez grzybni) grzybnia C. 

nymphaeae rozrosła się na powierzchni krążków (Fot. 19D).   

20.06.2018 r. 25.06.2018 r. 06.07.2018 r. 

20.06.2018 r. 25.06.2018 r. 30.06.2018 r. 
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Fot. 19. Wpływ Pichia fermentans (A), P. kudriavzevii (B) i Pichia fermentans × P. kudriavzevii (C), obecnych 

na krążkach PDA na wzrost grzybni Colletotrichum nymphaeae, rozwijającej się na liściu Nymphaeae 

alba (NA); kontrola (D), tj. podłoże PDA umieszczone na grzybni C. nymphaeae, rozwijającej się na 

liściu N. alba 

 

 

A) Pichia fermentans B) Pichia kudriavzevii 

C) Pichia fermentans × P. kudriavzevii D) Kontrola 
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6. DYSKUSJA 

Wśród mikroorganizmów decydujących o stanie zdrowotnym makrofitów priorytetową 

rolę odgrywają fitopatogeniczne i saprotroficzne mykobiota. Inicjują one rozkład tkanek, a ich 

dominacja w początkowej fazie dekompozycji roślin (1 – 2 dni), przejawia się co najmniej    9-

cio krotnie większą biomasą w porównaniu z biomasą bakterii (GESSNER I IN. 2007). 

Dopiero po tym czasie, udział mykobiota tłumiony jest przez bakterie (FISCHER I IN. 2006). 

Stąd też mikroskopijne mykobiota w każdym środowisku przyczyniają się nie 

tylko do zwiększenia jego heterogeniczności, ale także decydują o tempie uwalniania 

rozpuszczalnych związków, co w ekosystemie jezior modyfikuje m.in. warunki 

hydrochemiczne (ZALEWSKI I IN. 2003; ZALEWSKI I IZYDORCZYK 2006). Ciągle jednak 

poznanie różnorodności tych drobnoustrojów jest bardzo fragmentaryczne. Dotyczy to także 

mikroorganizmów związanych z nymfeidami, zróżnicowaną pod względem taksonomicznym 

formą ekologiczną hydrofitów, tworzącą w strefie litoralu fitosocjologiczny związek 

Nymphaeion Oberd. 1953 (MATUSZKIEWICZ  2002). Syntakson ten jest reprezentowany przez 

zakorzenione w wodzie rośliny dwuliścienne (Dicotyledones = Magnoliopsida) o szczególnie 

okazałych liściach pływających (Nuphar lutea, Nymphaea alba i N. candida oraz Nymphoides 

peltata) oraz przez rośliny unoszące się w wodzie i należące do roślin jednoliściennych 

(Monocotyledones = Liliopsida; Hydrocharis morsus-ranae, Potamogeton natans). 

Przeprowadzone badania mykobiota związanych z nymfeidami Pobrzeża Szczecińskiego są 

pierwszym tak kompleksowym opracowaniem tego zagadnienia w Polsce. Wynika to zarówno 

z faktu podjęcia badań na licznych stanowiskach (15), jak i ich lokalizacji na terenach o różnym 

stopniu antropopresji, od obszaru ochrony ścisłej (Rezerwat Świdwie – 3) po zbiornik użytku 

prywatnego (staw w Świętej – 12) (Tab. 6). Stąd też uzyskane wyniki stanowią istotny wkład 

nie tylko w poznaniu bioróżnorodności mykologicznej występującej na roślinach związku 

Nymphaeion w Polsce, ale także mają kluczowe znaczenie przyrodnicze, wynikające z ochrony 

tych zbiorowisk w ramach sieci NATURA 2000. Zgodnie z założeniami tego projektu, 

zbiorowiska nymfeidów są ważnym elementem zachowania dziedzictwa 

przyrodniczego Europy oraz odtworzenia różnorodności biologicznej na jej terenie. Właściwy 

stan siedlisk tych roślin jest niezbędny do utrzymania migracji, rozprzestrzeniania 

oraz wymiany genetycznej w populacjach różnych innych (poza grzybami) gatunków. 

NATURA 2000 dodatkowo zwiększa skuteczność innych form ochrony obszarowej (parki 

narodowe i krajobrazowe a także rezerwaty) oraz gatunkowej. Dlatego właśnie badania 

prowadzono nie tylko na obszarach chronionych (Jezioro Świdwie – 3), ale również po raz 
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pierwszy na terenach charakteryzujących się wysoką presją antropogeniczną (staw użytku 

prywatnego w Świętej – 12; porty w Trzebieży – 9 i w Lubczynie – 13), czy też popularnych 

miejscach kąpieliskowych (Jezioro Stolsko – 4, Bystra nad Jeziorem Dąbie – 14) (Rys. 1). 

Z takiej dyferencjacji pochodzenia materiału badawczego wynikało również zróżnicowanie 

fizykochemicznych warunków rozwoju nymfeidów, w tym m.in. stopnia zasolenia (Tab. 8), 

co wg norm Ramowej Dyrektywy Wodnej klasyfikuje badane zbiorniki jako słodkie rzeki 

i jeziora. Jedynie wody stanowisk położonych nad Zalewem Szczecińskim: Nowe Warpno (8), 

Stepnica (11), Trzebież (9) i Kopice (10) to wody oligohaliczne (lekko słone: 0,5 – 5‰; Tab. 

8). Wg PUGH’A I LINDSEY’A (1975) warunki te mogą hamować rozwój grzybów, zwłaszcza 

tworzących zarodniki na powierzchni substratu. Jednak pływające liście nymfeidów, ze 

względu na swoją budowę anatomiczną (gruba warstwa wosku na górnej powierzchni), 

umożliwiają szybkie spływanie słonawej wody i skrócenie czasu jej inhibicyjnego wpływu na 

kiełkowanie i rozwój grzybów. Prawdopodobnie, w związku z tym, zwiększone zasolenie nie 

wpłynęło ograniczająco na bogactwo gatunkowe micromycetes, które w latach 2015 – 2017 

wahało się od 17 – 28 gatunków mykobiota (odpowiednio na stanowisku 10 i 9), a jedynie 

w Nowym Warpnie (8) liczba tych gatunków była mniejsza niż 10. Zróżnicowanie 

taksonomiczne tych gatunków było jednak zmienne (Tab. 1A – 11A; Rys.6). Przypuszczalnie 

fakt ten, obok najliczniej dotychczas przebadanej liczby gatunków roślin żywicielskich 

nymfeidów (4 gatunki: HMR, NC, NA i NL), stał się dodatkowym czynnikiem wpływającym na 

bogactwo i różnorodność gatunkową mykobiota w zespołach roślin związku Nymphaeion 

Pobrzeża Szczecińskiego. Stwierdzona bowiem liczba taksonów tych mikroorganizmów na 

wszystkich gatunkach nymfeidów – 72 taksony (Tab.13), przewyższa dotychczas 

zidentyfikowane mykobiota tych fitocenoz na pojedynczych zbiornikach. Dotyczy to Jeziora 

Glinno i Sitno, gdzie stwierdzono odpowiednio 21 i 10 taksonów na NL (MAZURKIEWICZ-

ZAPAŁOWICZ I IN. 2006), a także z jezior Drawieńskiego Parku Narodowego – 38 taksonów 

(MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN.  2016) oraz Małopolski i Podkarpacia – 58 gatunków 

(KOWALIK I KRASNY 2009; KOWALIK 2012A; 2012B). Należy nadmienić, że badania na 

południu Polski dotyczyły mykobiota związanych z jednym żywicielem – konkretnie 

odmianami ozdobnymi NA, hodowanymi w ogrodowych oczkach wodnych. Preferowanie 

uprawy odmian o dekoracyjnych cechach sprawia, że ich odporność na patogeny może różnić 

się, w porównaniu z odpornością form dzikich. Konsekwencją tego faktu może być odrębność 

gatunków micromycetes tworzących fyllosferę. Poza tym o zróżnicowaniu gatunkowym wielu 

organizmów, w tym także mykobiota, przesądzają specyficzne warunki abiotyczne i biotyczne 

w zbiornikach sztucznych i naturalnych. Złożoność tych zależności pogłębiają różnice 
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odporności roślin dzikich i hodowlanych na patogeny, czego następstwem bywa mniejsze 

podobieństwo gatunkowe mikroorganizmów związanych z tą samą rośliną żywicielską 

w ekosystemie naturalnym i sztucznym (ROSCHER I IN. 2007).  W przeprowadzonych 

badaniach własnych, o bogactwie gatunkowym mykobiota decydowały przede wszystkim 

mikroorganizmy tworzące fyllosferę NL (50 taksonów) oraz NA (46 taksonów), w mniejszym 

stopniu HMR i NC, na których stwierdzono odpowiednio 20 i 12 gatunków (Tab. 13; Rys. 5). 

Okoliczności te wynikają z wielu przyczyn, wśród których najistotniejszą wydaje się pospolite 

występowanie NL i NA na 11. stanowiskach, spośród 15. badanych, podczas gdy HMR 

współtworzył fitocenozy nymfeidów na 6. stanowiskach, a NC jedynie na jednym (tylko 

w Rezerwacie Świdwie – 3) (Rys. 1; Tab. 2). Także z innych terenów Polski, gdzie HMR i NC 

występują najrzadziej spośród nymfeidów, dane o związanych z nimi mykobiota są 

wyjątkowo skromne i mają raczej znaczenie historyczne, niezweryfikowane od lat 70-tych XX 

w. Dotychczas na HMR stwierdzono występowanie Tracya hydrocharidis w Białowieskim 

Parku Narodowym (MAJEWSKI 1971) i, obok Botrytis cinerea, na Pojezierzu Mazurskim 

(DURSKA 1974). W badaniach własnych nie tylko potwierdzono obecność tych gatunków na 

Pobrzeżu Szczecińskim, ale także po raz pierwszy w kraju wykazano, że HMR jest nowym 

żywicielem dla Ascochyta kirulisii. Wcześniej o występowaniu tego fitopatogena na HMR 

w innych częściach Europy informował BRANDENBURGER (1985). Natomiast udowodniona 

w badaniach obecność B. cinerea na NC wskazuje na grzybienie północne jako nową roślinę 

żywicielską dla tego polifaga w Polsce (MUŁENKO I IN. 2008). Występujące w kraju mieszańce 

NA × NC, podobnie jak genotypy hybryd innych gatunków roślin, wykazują jedynie czasową 

odporność na występowanie ras fizjologicznych niektórych patogenów, nawet wówczas, gdy 

jest to odporność poligenowa, uważana za bardziej trwałą i trudniejszą do przełamania przez 

różne rasy patogenu. Odporność ta przy zmianie wirulencji patogenu załamuje się i umożliwia 

gwałtowny rozwój choroby na nowej roślinie żywicielskiej (KOZŁOWSKA I KONIECZNY 2003). 

Botrytis cinerea jest właśnie patogenem wytwarzającym szereg ras fizjologicznych (SINGH 

I BHAN 1986) o wyjątkowych cechach adaptacyjnych, umożliwiających rozwój na coraz 

to nowych substratach. Świadczy o tym ciągle powiększająca się w świecie liczba żywicieli 

tego polifaga (CHOQUER I IN. 2007; PENSA I IN. 2007; CALIGIORE GEI I PICCOLO 2016). Tak 

więc szara pleśń, wykazana po raz pierwszy w badaniach własnych na NC, z czasem może 

stanowić realne zagrożenie dla tej cennej i rzadkiej w rodzimej florze rośliny. Fakt ten może 

być dodatkowym czynnikiem wpływającym na zmniejszanie się liczebności NC i zanikanie 

jego stanowisk. Dotychczas udowodniono bowiem wpływ eutrofizacji i zanieczyszczenia wód 

na redukcję populacji NC m.in. na Pomorzu Zachodnim, w tym także wzdłuż wybrzeża Zalewu 
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Szczecińskiego (ŻUKOWSKI I JACKOWIAK 1995). Zagrożenie egzystencji NC w Polsce 

dostrzegają botanicy i ekolodzy, czego dowodem jest umieszczenie tego gatunku w Polskiej 

czerwonej księdze roślin w kategorii taksonu bliskiego zagrożenia (NT) (ZARZYCKI I IN. 2014; 

KAŹMIERCZAKOWA I IN. 2016). 

Do wystąpienia omawianych różnic bogactwa gatunkowego mykobiota, przyczynia się 

ponadto supremacja roślin żywicielskich – NL i NA w tworzeniu zespołów Nupharo-

Nymphaeetum albae. Rośliny te formują rozległe, zwarte płaty na tafli wody (Fot. 1A – B), 

co sprzyja rozprzestrzenianiu się zarodników i kolonizacji tkanek nowych osobników (VACHER 

I IN. 2008). Również BURDON I IN. (1992) udowodnili, że występowanie wielu micromycetes 

jest pozytywnie skorelowane z gęstością roślin rosnących na danym obszarze. Efektem tej 

integralności i koherencji NA i NL w fitocenozach Nupharo-Nymphaeetum albae, jest wysokie 

podobieństwo gatunkowe mikroorganizmów towarzyszących ich wegetacji na poszczególnych 

stanowiskach (Tab. 14 – 16; Rys. 13; 14). Dowodzi tego wysoki współczynnik Soerensena, 

wskazujący, że blisko 80% gatunków mikroorganizmów występujących na tych roślinach 

żywicielskich (NA i NL) to gatunki wspólne. Podobieństwo gatunkowe mykobiota na tych 

roślinach zwiększało się również wraz ze zmniejszającą się odległością między 

porównywanymi stanowiskami (Tab. 16; Rys. 1). Według DESPREZ-LOUSTAU I IN. (2010) jest 

to przejaw wpływu lokalnych warunków środowiskowych na stopień podobieństwa 

gatunkowego organizmów związanych z danym stanowiskiem. Tak więc 

podobieństwo fyllosfery NL na stanowiskach występujących w bliskim sąsiedztwie (Rys. 1), 

np. Stepnica (11) – Święta (12) i Gunica (2) – Świdwie (3), wynoszące odpowiednio 75% i 71% 

(Tab. 15; Rys. 14) jest większe aniżeli dla stanowisk NL bardziej od siebie odległych tj. 

Świdwie (3) – Stepnica (11) (51,2% podobieństwa gatunkowego) czy Świdwie (3) – Lubczyna 

(13) (57,1% podobieństwa gatunkowego). Podobne tendencje zmiany WS stwierdzono na 

stanowiskach NA (Tab. 14; Rys. 13). Zmniejszające się podobieństwo gatunkowe 

mikroorganizmów między zespołami tych samych gatunków roślin, decyduje o zwiększeniu 

różnorodności tworzonych przez nie fitocenoz, co jest gwarantem zachowania stabilności 

ekosystemów (DIGHTON 2003; RUSZKIEWICZ-MICHALSKA 2006). W przeprowadzonych 

badaniach własnych różnorodność mykobiota zdeterminowana była przez gatunki Ascomycota 

(53 taksony), jednak wśród nich jedynie Chaetomium globosum wytwarzał formę 

teleomorficzną, pozostałe stanowiły stadia anamorficzne zaliczane do Moniliales (44 taksony), 

Sphaeropsidales (7 taksonów) i Melanconiales (1 takson). Tendencja ta utrzymywała się 

w poszczególnych latach badań, w których stadia anamorficzne Ascomycota stanowiły 

powyżej 95% ogólnej bioróżnorodności (Tab. A12). Przewaga liczebna stadiów 
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anamorficznych grzybów nad ich stadiami teleomorficznymi interpretowana jest 

przez niektórych autorów w określaniu stabilności i równowagi biocenotycznej badanych 

fitocenoz (SUBRAMANIAN 1983; MUŁENKO 1998; ADAMSKA 2013). Zwłaszcza, że tworzenie 

stadiów mejomorficznych, które pełnią też funkcje form przetrwalnikowych grzybów, wynika 

z niekorzystnych warunków rozwoju (SUBRAMANIAN 1983). Zjawisko to obserwowano m. in. 

u Erysiphales na roślinach terenów silnie zanieczyszczonych (DYNOWSKA 1996; 

SUCHARZEWSKA I DYNOWSKA 2005). Stąd też wyniki tych badań oraz obserwacje własne, 

upoważniają do uznania roślin nymfeidów na badanych stanowiskach Pobrzeża 

Szczecińskiego, za stabilny element układu ekologicznego. Potwierdza to także fakt przewagi 

gatunków saprotroficznych nad fitopatogenicznymi (CROWTHER I IN. 2012). Należałoby jednak 

zwrócić uwagę na fakt, że niezależnie od struktury troficznej gatunków mykobiota, istotnym 

elementem wpływającym na ich znaczenie w kształtowaniu ekosystemów wodnych są zmiany 

w fenologii micromycetes. Masowe pojawienie się niektórych fitopatrogenów może istotnie 

wpływać na czas wegetacji roślin, co udowodniono dla wielu gatunków roślin uprawnych, m. 

in. ziemniaka (Solanum tuberosum), porażonego przez Phytophthora infestans, truskawki 

(Fragaria × ananasa), zainfekowanej przez Botrytis cinerea czy też zbóż, dotkniętych 

sporyszem – Claviceps purpurea (MARCINKOWSKA 2012). W odniesieniu do hydrofitów fakt 

ten może zmieniać warunki rozwoju ryb (np. karasia i lina), dla których stanowią one m. in. 

schronienie przed drapieżnikami (MOSS 1998; BRYLIŃSKA 2000; NURMINEN I IN. 2007; 2010; 

KORNIJÓW I IN. 2016).  

Badania wykazały, że rozkład nymfeidów: grążela żółtego (Nyphar lutea) (LONGHI I IN. 

2008) oraz tropikalnego gatunku – eichornii gruboogonkowej (Eichhornia crassipes) 

(MASIFWA 2004) w istocie spowodował znaczące obniżenie zawartości tlenu oraz wartości pH 

wód (zakwaszenie). Stężenie tlenu w wodzie mniejsze niż 2 mg/dm3 powoduje nie tylko ważne 

z punktu widzenia gospodarki rybackiej śnięcie ryb, ale także prowadzi do wyginięcia innych 

kręgowców oraz bezkręgowców. Poszczególne gatunki ryb różnią się między sobą pod 

względem wymagań tlenowych. Łosoś (Salmo salar), lipień (Thymallus thymallus), kleń 

(Squalius cephalus) czy miętus (Lota lota) wymagają dużego natlenienia wody: od 7 do 10 

mg/dm3. Natomiast brzana (Barbus barbus), płoć (Rutilus rutilus), okoń (Perca fluviatilis), 

sandacz (Sander lucioperca) i szczupak (Esox lucius) do prawidłowego wzrostu potrzebują 

koncentracji tlenu od 5 do 9 mg/dm3. Najmniejsze wymagania tlenowe charakteryzują leszcza 

(Abramis brama), karpia (Cyprinus carpio), lina (Tinca tinca) i suma (Silurus glanis), bo od 5 

do 7 mg/dm3 (JEZIERSKA-MADZIAR I PIŃSKWAR 2008). Krytyczne niedobory tlenu 

rozpuszczonego w wodzie mogą prowadzić do masowego śnięcia ryb (KAJAK 2001). W 
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przeprowadzonych badaniach takie potencjalnie niekorzystne dla ichtiofauny warunki tlenowe 

mogą wystąpić m.in. na stanowiskach Piaszynko – 5, Piaski – 6, Myślibórz Wielki – 7 i Święta 

– 12, szczególnie podczas upalnego lata. Na tych akwenach zbiorowiska nymfeidów porastały 

do 70% lustra wody, co wiąże się z rozkładem dużej ilości materii organicznej, w przypadku 

masowego porażenia tych roślin przez mykobiota, na stosunkowo niewielkim zbiorniku (Fot. 

4; Tab. 5).  Świadomość konsekwencji przedstawionego łańcucha zmian inicjowanych 

mikrobiologiczną dekompozycją hydrofitów wyraża wpływ (bezpośredni i pośredni) 

mykobiota na organizmy wodne.  

W trzyletnich badaniach na nekrotycznych plamach liści wszystkich roślin z rodziny 

Nymphaeaceae stwierdzano obecność: Acremonium sp., Alternaria alternata, Aspergillus 

flavus i A. niger, Fusarium avenaceum, F. incarnatum F. sporotrichioides oraz Botrytis 

cinerea, Colletotrichum nymphae i Elongisporangium undulatum (Tab. 13), wśród których 

ostatnie trzy gatunki uznawane są za patogeny pierwotne roślin, a pozostałe za pasożyty 

okolicznościowe. Wśród tych fakultatywnych pasożytów dominantami są grzyby rodzaju 

Fusarium, których znaczenie jest istotne nie tylko z fitopatogenicznego punktu widzenia, ale 

także w kontekście ich dużej aktywności toksynotwórczej. Liczne gatunki tego rodzaju 

wytwarzają zearalenon, trichoteceny i fumonizyny (KWAŚNA I IN. 1991), które w następstwie 

obumierania roślin są uwalniane do środowiska wodnego i z dużym prawdopodobieństwem 

(choć dotychczas tego nie badano) oddziałują na inne hydrobionty, zwłaszcza ryby w młodych 

stadiach rozwojowych. Można przypuszczać, że mykotoksyny uwolnione z obumierających 

tkanek roślinnych, zwłaszcza w zbiornikach zeutrofizowanych stanowią potencjalne zagrożenie 

dla ryb. Zwłaszcza, że dostępne dane wskazują, że mykotoksyny zawarte w paszach ryb 

hodowlanych mogą negatywnie wpływać na ich zdrowie i efektywność hodowli. Mykotoksyny 

mogą prowadzić m.in. do obniżenia odporności ryb, przez co zwiększają ryzyko zachorowań 

powodowanych przez inne czynniki infekcyjne (WALCZAK I IN. 2018).  

Uzyskane wyniki potwierdziły powszechny chorobotwórczy wpływ B. cinerea na NA 

jak i NL, co w odniesieniu do tych roślin żywicielskich stwierdzono także w innych rejonach 

Pomorza Zachodniego (MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN. 2006) oraz w Drawieńskim Parku 

Narodowym (MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN. 2016). Na podobne zagrożenie w Polsce 

południowej wskazuje także KOWALIK (2012A; 2012B), której badania dowiodły 

szerokiego rozpowszechnienie B. cinerea na NA w ogrodowych oczkach wodnych. 

Występowanie B. cinerea jedynie na NA stwierdziła, w ubiegłym wieku, także DURSKA (1974). 

Wyniki badań własnych wskazują dodatkowo na istotny aspekt epidemiologiczny szarej pleśni, 

związany z potwierdzoną infekcją kwiatów przez tego fitopatogena. Ta szczególnie groźna 



 

76 

 

faza choroby prowadzi do zgorzeli organów generatywnych. w badanych fitocenozach 

Pobrzeża Szczecińskiego patogen szarej pleśni na NA i NL w każdym roku badań występował 

masowo jako eudominant lub dominant (Tab. A4; 6A; A9 – A11), co u roślin 

o wyjątkowo cennych walorach botaniczno-przyrodniczych, ogranicza wartość krajobrazowo-

dekoracyjną.  

Niemniej znaczącym patogenem wpływającym na zdrowotność roślin Nymphaeacea 

jest przedstawiciel Chromista – Elongisporangium undulatum (=Pythium undulatum). 

Dokumentuje to fakt jego masowej obecności w każdym roku badań na NA (Tab. A4; A5, A6), 

oraz na NL, gdzie też był gatunkiem masowym (2015 r.; Tab. A9) lub częstym (2016 r.; Tab. 

A10). Elongisporangium undulatum powoduje rozległe, brunatne plamy na liściach, w których 

od połowy lipca tworzy liczne oospory (Fot. 3D – E; Fot. 8A). W Polsce patogen ten izolowany 

był dotychczas nie tylko z liści NL na naturalnych stanowiskach (MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ 

I IN. 2006; 2016) oraz z liści NA w sztucznych oczkach wodnych (KOWALIK 2012A; 2012B) 

ale także z wód rzeki Biebrzy w Biebrzańskim Parku Narodowym (CZECZUGA I IN. 2003). 

Również w Europie potwierdzono obecność E. undulatum w nekrotycznych tkankach liści 

Nymphaea (BRANDENBURGER 1985; PLAATS-NITERINK 1981). Podobnie jak inni, polifagiczni 

przedstawiciele tego rodzaju – E. undulatum, jest odpowiedzialny za procesy gnilne tkanek 

miękiszowych licznych gatunków hydrofitów (HENDRIX I CAMPBELL 1973), obok Pythium 

marsipium Drechsler, P. pleroticum T. Ito. oraz P. diclinum Tokunaga. Gatunki te 

stwierdzono na Nymphoides peltata (JACOBS 1982) – roślinie wytwarzającej liście pływające, 

podobnie jak Nuphar i Nymphaea. Stwierdzone w badaniach własnych inne gatunki OGP, tj. 

Pythium sp. oraz Apodachlya sp. czy Globisporangium ultimum, stwarzają dla zdrowotności 

nymfeidów nowe zagrożenia, ponieważ patogeny te są szczególnie przystosowane do życia 

w wodzie (KIZIEWICZ  2007; KOWALIK 2012B). 

Ze względu na występowanie na wszystkich badanych roślinach Nymphaeaceae, 

potencjalnymi czynnikami prowadzącym do skrócenia ich wegetacji są kolejne cztery gatunki 

grzybów: Fusarium avenaceum, F incarnatum, F. sporotrichioides oraz Colletotrichum 

nymphaeae (Tab. 13). Przedstawiciele rodzaju Fusarium związani z tkankami Nymphaeaceae 

to polifagiczne pasożyty fakultatywne, występujące powszechnie na wielu gatunkach roślin 

osłabionych lub uszkodzonych (KWAŚNA I IN. 1991). Ich znaczenie w każdym ekosystemie 

wyznacza uniwersalna i wyjątkowo wielostronna aktywność biochemiczna przyspieszająca 

naturalny przebieg rozkładu martwej materii organicznej (DINOLFO I IN. 2017). 

Przeprowadzone badania wykazują, że w procesie tym uczestniczą coraz częściej gatunki 

łączone dotychczas z klimatem tropikalnym. Dowodzi tego pospolite występowanie F. 
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incarnatum w gniciu tkanek miękiszowych liści nie tylko roślin Nymphaeaceae, ale także HMR 

(Tab. 13). Patogen ten to gatunek termofilny (KWAŚNA I IN. 1991), towarzyszący powszechnie 

wegetacji roślin w krajach zwrotnikowych (THIRUMALAISAMY I IN. 2019), a w Polsce 

coraz częściej stwierdzany zwłaszcza na roślinach uprawianych w szklarniach 

(MARCINKOWSKA 2003). Warto nadmienić, że także inne termofilne gatunki mykobiota 

stwierdzone w badaniach, np. Rhizopus stolonifer (BHUTTA I IN.1993; KWON I IN. 2001), 

Gilmaniella humicola (MAHESHWARI I IN. 2000), Athelia rolfsii (INTERNET 10; INTERNET 11), 

które wywołują choroby różnych roślin w krajach o cieplejszym klimacie, mogą być sygnałem 

świadczącym o zmianach termicznych atmosfery. Potwierdzenie uczestnictwa Athelia rolfsii 

w dekompozycji liści, stwierdzonego wcześniej po raz pierwszy w Polsce na NL (2012 r.) 

w Drawieńskim Parku Narodowym (MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN. 2016), to cenna 

informacja z epidemiologicznego punktu widzenia. Fakt ten potwierdza z jednej strony 

utrwalenie jego występowania w fitocenozach nymfeidów, także na nowych obszarach, 

z drugiej natomiast wskazuje, że dotychczas patogen ten nie poszerza zakresu swoich 

potencjalnych żywicieli i związany jest tylko z NL (MAZURKIEWICZ-ZAPAŁOWICZ I IN. 2016). 

W kontekście pojawiania się w Polsce, coraz liczniejszej grupy termofilnych fitopatogenów 

zasadna wydaje się konieczność systematycznego i ciągłego monitorowania kondycji 

zdrowotnej wszystkich gatunków Nymphaeaceae, pod kątem występowania także innych 

ciepłolubnych gatunków, w tym przede wszystkim patogenów Ustilaginales. Dotychczas 

obecność grzybów głowniowych na nymfeidach odnotowano tylko w klimatycznej strefie 

podzwrotnikowej i zwrotnikowej. Potwierdzają to liczne dane począwszy od 1912 r., kiedy to 

w Indiach po raz pierwszy opisano Doassansia nymphaea jako przyczynę przebarwień 

ogonków liściowych Nymphaea nauchali (= N. stellata) (PIĄTEK I IN. 2008). Również 

niedawno prowadzone badania plamistości liści pływających Nymphaea nauchalii wykazały 

obecność Doassansiopsis tomasii w Etiopii (VÁNKY 2006), Ugandzie (PIĄTEK 2006) 

i Kamerunie (PIĄTEK I IN. 2008). Kolejny termofilny gatunek Ustilaginales – D. nymphoides 

notowany początkowo sporadycznie na Nymphoides rautaveni w Kenii (NATTRASS 1961) 

i Zimbabwe (WHITESIDE 1966), ostatnio wystąpił w Zambii już w formie epidemicznej 

(PIĄTEK 2006). Powiązania z klimatem podzwrotnikowym wykazuje także trzeci, z dotychczas 

opisanych gatunków grzybów głowniowych – Doassasiopsis ticonis wyizolowany z Nymphaea 

blanda na Kostaryce (PIPENBRING 1995). Dotychczas nie stwierdzono tych patogenów w strefie 

klimatu umiarkowanego. Nie można jednak wykluczyć, że tendencje ocieplania klimatu 

wpłyną także na zmiany w epidemiologii tych czynników chorobotwórczych, a ich 

rozprzestrzenienie w innych szerokościach geograficznych jest tylko kwestią czasu. Sygnałem 
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takim może już być pojawienie się kolejnego patogenu Ustilaginales – Entyloma nyphaeae 

(Cunn.) Setch. (= Rhamphospora nymphaeae Cunn.) W Korei, gdzie wystąpił jedynie na 

Nymphaea tetragoni hodowanych w ogrodowym oczku wodnym (PARK I IN. 2010). Natomiast 

w Polsce nadal brak danych o występowaniu Entyloma nymphaeae, jak i innych gatunków 

Ustilaginales na naturalnych i sztucznych stanowiskach roślin Nymphaeacea. Jednak ze 

względu na pospolite występowanie w ekosystemach wodnych potencjalnych roślin 

żywicielskich, wg KOCHMANA I MAJEWSKIEGO (1973) odszukanie tego patogenu w kraju jest 

wysoce prawdopodobne. Brak patogenów Ustilaginales przyspieszających mikrobiologiczną 

dekompozycję roślin w cennych fitocenozach nymfeidów, jedynie pozornie sugeruje 

możliwość wydłużenia okresu wegetacji tych roślin. W naturalnych ekosystemach bowiem, 

brak jednej grupy patogenów sprzyja rozwojowi innych, czego dowodem w omawianych 

badaniach własnych jest coroczne występowanie Colletotrichum nymphaeae (Tab. 13; Fot. 6A 

– B). Gatunek ten jest najwcześniej poznanym patogenem Nymphaea i Nuphar, opisanym 

w Portugalii już w 1899 r. (ALLESCHER 1963), a następnie (początek XX w.) w Anglii (GROVE 

1937). W drugiej połowie XX w. C. nymphaea przyczyniał się do epidemicznej destrukcji liści 

nymfeidów w Holandii (VERGEER I VAN DER VELDE 1997). Również na Pobrzeżu 

Szczecińskim, masowe występowanie C. nymphaeae, można uznać za szczególnie alarmujące, 

bo to właśnie ten mikroorganizm jest odpowiedzialny za rozległe nekrozy liści Nymphaeacea, 

a jego patogeniczność potwierdziły badania własne, spełniające wszystkie postulaty Kocha 

(Fot. 17 – 18). Ponieważ najistotniejszą barierą w infekcji i kolonizacji tkanek jest ściana 

komórkowa rośliny żywicielskiej, aktywność celulolityczna C. nymphaeae, wydaje się 

kluczowym czynnikiem jego wirulencji. Takie właściwości uwierzytelniają przeprowadzone 

badania, dowodzące m.in. wytwarzania β-glukozydazy (Tab. 19; Fot. 16). Niemniej istotne 

w patogenezie są lipazy i peptydazy, enzymy których aktywacja w następstwie infekcji jest 

często wykazywana dla układów roślina/patogen (KOCHMAN 1980; HUANG 2001). Również 

w przeprowadzonych badaniach aktywność tych hydrolaz u C. nymphaeae, może odgrywać 

rolę w degradacji białek przez peptydazy (aryloamidazy) i związków tłuszczowych przez 

lipazy (esterazy), co zaburza przepuszczalność błony komórkowej oraz membran organelli 

cytoplazmatycznych i prowadzi do apoptozy, objawiającej się nekrozą tkanek rośliny 

żywicielskiej. Obok aktywności enzymatycznej C. nymphaeae, o epidemicznym 

jego występowaniu w badanych zbiornikach decydować mogła również temperatura w czasie 

wegetacji. Maksymalna jej wartość w latach 2016 i 2017 wzrastała do 25oC, natomiast w roku 

2015 nawet do 30oC (Rys. 2). Badania własne przeprowadzone in vitro, potwierdziły, że 

temperatura 25oC jest optymalną dla wzrostu liniowego C. nymphaeae (Rys. 15). Sugestie te są 
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też zgodne z obserwacjami CALLEJA I IN. (2012), którzy odnotowali częstsze i groźniejsze 

objawy porażenia truskawek przez grzyby z kompleksu C. acute, w tym C. nymphaeae, na 

południu Wielkiej Brytanii, w czasie wegetacji w temperaturze ok. 25oC. Tak więc 

zarówno badania laboratoryjne jak i wspomniane obserwacje innych autorów, wskazują, że 

przy optymalnych warunkach termicznych w sezonach wegetacyjnych, co miało miejsce 

w latach 2016 i 2017, należy się spodziewać nasilenia porażenia nymfeidów przez C. 

nymphaeae. Jednocześnie BARONCELLI I IN. (2015) wykazali, że temperatura 30 – 35°C 

znacząco ograniczyła wzrost C. nymphaeae. Spostrzeżenia te ściśle korespondują z wynikami 

badań własnych, w warunkach in vitro (Rys. 15). Podobne wyniki otrzymano dla 

innego gatunku – Colletotrichum lupini (THOMAS I IN. 2008). Badania własne wykazały 

ponadto, że także czynniki biotyczne, kontaktujące się z C. nymphaeae mogą działać 

inhibicyjne na rozwój tego patogenu. Udowodniono bowiem ograniczenie wzrostu 

Colletotrichum nymphaeae przez Pichia fermentans i P. kudriavzevii (Fot. 19). Stwierdzone 

działanie grzybów drożdżoidalnych Pichia jako naturalnych inhibitorów fitopatogenów 

porażających nymfeidy ma istotne znaczenie, ponieważ przedstawiciele tego rodzaju występują 

w licznych zbiornikach wodnych (DYNOWSKA 1995). Antagonistyczne oddziaływanie Pichia 

na liczne gatunki grzybów nie jest w przyrodzie rzadkością. LIMA I IN. (2013) opisali efektywny 

mykoparazytyzm dwóch innych gatunków Pichia: P. anomala oraz P. guilliermondii wobec 

Colletotrichum gleosporioides, powodującego porażenie owoców papai. W ekosystemach 

wodnych grzyby drożdżoidalne mogą być naturalnym inhibitorem fitopatogenów nymfeidów, 

nie tylko C. nymphaeae. Liczne pasożyty fakultatywne, które w przeprowadzonych badaniach 

stanowiły zdecydowaną większość, wnikają do roślin przez naturalne otwory (tj. aparaty 

szparkowe czy przetchlinki) oraz rany. Z tego względu w miejscu zranienia roślin 

o skuteczności organizmu antagonistycznego decyduje intensywność jego rozwoju vs 

patogena. Zajmując tą samą niszę co fitopatogen, grzyby drożdżoidalne wyczerpują pule 

dostępnych składników pokarmowych i dzięki temu wypierają czynnik chorobotwórczy 

(FILONOW 1998). Prace innych badaczy wskazują także na zdolność grzybów drożdżoidalnych 

do produkcji antybiotyków i toksyn killerowych. Substancje te uszkadzają ścianę i błonę 

komórkową patogenu co prowadzi do jego obumierania. Mechanizm ten zaobserwowano m.in. 

u Pichia anomala wobec Botrytis fabae, Rhizoctonia solani i Ophiostoma ulmi (sprawca 

holenderskiej choroby wiązów) (SCHMITT I BREINIG 2002), jak również u Pichia 

membranifaciens wobec kosmopolitycznego patogenu Botrytis cinerea (SANTOS I MARQUINA 

2004; FRIEL I IN. 2007). Grzyby drożdżoidalne produkują także enzymy hydrolityczne. Dla 

fitopatogenicznych grzybów strzępkowych szczególnie groźne są enzymy uczestniczące 
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w rozkładzie chityny i/lub β-glukanu (chitynazy i glukanazy), które stanowią składnik ich 

ściany komórkowej. Liza ściany komórkowej patogenu hamuje rozrost jego grzybni, 

powstrzymując infekcję rośliny. PLATANIA I IN. (2012) dowiedli aktywności β-glukanazy, 

produkowanej przez Pichia anomala, jako inhibitora wzrostu Penicillium digitatum, 

powodującego zieloną pleśń cytrusów. Innym ciekawym mechanizmem mykoparazytyzmu jest 

hamowanie syntezy mykotoksyn patogenu. PFLIEGLER I IN. (2015) udokumentowali dla Pichia 

anomala hamowanie produkcji aflatoksyny AFB1 przez A. flavus. Ci sami badacze dowiedli 

także, że grzyby drożdżoidalne są w stanie degradować mykotoksyny patogenu do form 

nietoksycznych. Zjawisko to zaobserwowali u Pichia caribbica, który rozkłada patulinę 

do mniej toksycznego dla roślin kwasu deoksypatulinowego (PFLIEGLER I IN. 2015). 

W związku z dominacją grzybów drożdżoidalnych, w tym Picha sp., w środowisku wodnym 

ich właściwości antagonistyczne wobec patogenicznych mykobiota towarzyszących 

nymfeidom mogą znacząco poprawiać kondycję tych roślin. Możliwości biologicznej kontroli 

zdrowotności badanych hydrofitów, wydają się szczególnie godne polecenia na terenach 

chronionych, co wymaga dalszych interdyscyplinarnych badań. 
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7. WNIOSKI 

Wyniki uzyskane w badaniach mykobiota związanych z nymfeidami wybranych stanowisk 

Pobrzeża Szczecińskiego w latach 2015 – 2017 pozwalają na sformułowanie następujących 

wniosków: 

1. Bogactwo gatunkowe mykobiota w fitocenozach związku Nymphaeion to 72 

taksony, z dominacją stadiów anamorficznych Ascomycota. 

2. Spośród roślin żywicielskich, najwięcej mykobiota oznaczono na Nuphar lutea – 50 

gatunków, a najmniej na Nymphaea candida – 12 gatunków. 

3. Struktura taksonomiczna i stadia rozwojowe mykobiota, a także ich frekwencja 

warunkują prawidłowy, naturalny przebieg procesów dekompozycji sezonowej 

Nymphaeacae, co jest gwarantem utrzymania równowagi ekologicznej w strefie 

litoralu ekosystemów jezior. 

4. W Polsce, nowymi roślinami żywicielskimi dla stwierdzonych fitopatogenów 

okazały się: Hydrocharis morsus-ranae dla Ascochyta kirulisii oraz Nymphaea 

candida dla Botrytis cinerea. 

5. Fitopatogenami Hydrocharis morsus-ranae stwierdzonymi po raz pierwszy na 

terenie Pobrzeża Szczecińskiego są Tracya hydrocharidis i Ascochyta kirulisii.  

6. Gatunki grzybów termofilnych: Athelia rolfsii, Fusarium incarnatum, Gilmaniella 

humicola i Rhizopus stolonifer, stwierdzone na nymfeidach mogą stanowić sygnał 

ocieplania klimatu, co wskazuje na konieczności monitorowania ich występowania 

na terenie całego kraju. 

7. Zwiększenie udziału mykobioty w dekompozycji roślin może wpłynąć na skrócenie 

ich wegetacji, co stanowi zagrożenie dla rozrodu i rozwoju ryb. 

8. Na Pobrzeżu Szczecińskim, i jak dotąd w kraju, nie potwierdzono występowania 

Ustilaginales związanych z nymfeidami w klimacie tropikalnym, natomiast 

wykazano, że stan zdrowotny roślin Nymphaeaceae determinuje masowa obecność 

Colletotrichum nymphaeae. 

9. Chorobotwórcze właściwości Colletotrichum nymphaeae wobec Nymphaea alba 

wynikają z aktywności enzymów uczestniczących w patogenezie. 

10. Epifitozy nymfeidów wywołane przez C. nymphaeae można ograniczyć 

wykorzystując w biokontroli antagonistyczny wpływ powszechnie występujących 

w wodzie szczepów Pichia sp.  
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STRZESZCZENIE 

Badania zdrowotności nymfeidów tworzących związek Nymphaeion żabiściek 

pływający (HMR; Hydrocharis morsus-ranae), grzybienie białe (NL; Nymphaea alba), 

grzybienie północne (NC; N. candida) oraz grążel żółty (NL; Nuphar lutea) na terenie Pobrzeża 

Szczecińskiego prowadzono w trzech kolejnych sezonach wegetacyjnych 2015 – 2017. 

Nymfeidy zbierano z 15. stanowisk zbiorników wodnych; na Jeziorze Dąbie 

umiejscowiono dwa stanowiska (Bystra – 14 i Lubczyna – 13), natomiast nad Zalewem 

Szczecińskim cztery stanowiska (Kopice – 10; Nowe Warpno – 8; Stepnica - 11 oraz Trzebież 

- 9). Na pozostałych zbiornikach wyznaczono pojedyncze stanowiska badawcze: 

Jezioro Myślibórz Wielki (7), J. Piaski (6), J. Piaszynko (5), J. Stolsko (4), J. Szmaragdowe 

(15), J. Świdwie (3), Strumyk Bogdanka (1), Rzeka Gunica (2) i staw w Świętej (12). 

Stwierdzono, że bogactwo gatunkowe mykobiota w fitocenozach związku Nymphaeion 

charakteryzują łącznie 72 taksony, wśród których dominują stadia anamorficzne Ascomycota 

(53 taksony), stanowiące 74 % (Monliales – 44 taksony, Sphaeropsidales – 7 taksonów 

i Melanconiales – 1 gatunek Colletotrichum nymphaeae). Stwierdzona obecność organizmów 

grzybpodobnych (OGP): Apodachlya sp., Pythium sp. i Elongisporangium undulatum 

(=Pythium undulatum), który występował masowo w każdym roku badań, stwarza dla 

zdrowotności nymfeidów nowe zagrożenia, ponieważ patogeny te są szczególnie 

przystosowane do życia w wodzie. Wśród zidentyfikowanych gatunków mykobiota na uwagę 

zasługują także Botrytis cinerea i Ascochyta kirulisii, które są nowymi fitopatogenami, 

odpowiednio dla NC i HMR. Po raz pierwszy na terenie Pobrzeża Szczecińskiego, 

i prawdopodobnie w Polsce, na HMR stwierdzono obecność Tracya hydrocharidis i Ascochyta 

kirulisii. Na gatunkach badanych nymfeidów wykazano obecność termofilnych micromycetes 

Athelia rolfsii, Fusarium incarnatum, Gilmaniella humicola i Rhizopus stolonifer. Cztery 

gatunki grzybów: Fusarium avenaceum, F incarnatum, F. sporotrichioides oraz Colletotrichum 

nymphaeae wystąpiły na wszystkich badanych roślinach Nymphaeaceae. Blisko 80% 

gatunków mikroorganizmów występujących na roślinach Nymphaea alba i Nuphar lutea 

to gatunki wspólne (wskaźnik Soerensena). 

Udowodniono, że stan zdrowotny roślin Nymphaeaceae determinuje przede wszystkim 

masowa obecność Colletotrichum nymphaeae. w warunkach laboratoryjnych potwierdzono, 

przy użyciu testu API-ZYM, aktywność enzymów hydrolitycznych z grupy fosfataz  (fosfataza 

alkaliczna, kwaśna fosfataza, fosfohydrolaza naftylo-AS-B), lipaz  (esteraza (C4), esteraza 

lipaza (C8)), oksydoreduktaz  (α-galaktozydaza, β-galaktozydaza, β-glukuronidaza, α-
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glukozydaza, β-glukoydaza, N-acetylo-β-glukozaminidaza, α-mannozydaza, α-fukozydaza) 

oraz  proteaz  (arylamidaza leucyny, arylamidaza waliny, arylamidaza cystyny, α-

chymotrypsyna) wytwarzanych przez  ten gatunek, z których większość ma znaczenie 

w przebiegu patogenezy. Dowiedziono także, że zmiany chorobowe wywołane przez C. 

nymphaeae na NA można ograniczyć wykorzystując w biokontroli anatgonistyczny wpływ 

powszechnie występujących w wodzie szczepów grzybów drożdżoidalnych Pichia fermentans 

i Pichia kudriavzevii. 

 

Summary 

The investigation of Nymphaeion alliance phytocenoses frogbit (HMR; Hydrocharis 

morsus-ranae), white water lily (NA; Nymphaea alba), dwarf white water lily (NC; N. candida) 

and yellow water lily (NL; Nuphar lutea)) was carried out in three following growing seasons: 

2015 – 2017 in Pobrzeże Szczecińskie. Nympheids were collected from 15 locations (aquatic 

reservoirs): two acquisition stations were located on Lake Dąbie: Bystra (14) and Lubczyna 

(13), four on Stettin Lagoon (Kopice (10), Nowe Warpno (8), Stepnica (11) and Trzebież (9)) 

and single ones on Myślibórz  Wielki Lake (7), Piaski Lake (6), Piaszynko Lake (5), 

Stolsko Lake (4), Szmaragdowe Lake (15), Bogdanka brook (1), Gunica River (2) and on pond 

in Święta (12). It was discovered that mycobiota species richness (biodiversity) of Nyphaeion 

alliance contained 72 taxa. Among them anamorphic forms of Ascomycota were dominant (53 

taxa; 74%): Moniliales 44 taxa, Sphaeropsidales 7 taxa and Melanconiales – only one species 

Colletotrichum nymphaeae. Recorded fungus-like organisms (FLO): Apodachlya sp., Pythium 

sp, and Elongisporangium undulatum (=Pythium undulatum), that occurred in every year of 

research in mass, are considered as a new thread for nympheids health condition for they are 

especially adapted for living in aquatic habitats. Among all found species also Botrytis cinerea 

and Ascochyta kirulisii deserve special attention. They were isolated from Nymphaea candida 

and Hydrocharis morsus-ranae accordingly. For the first time species Tracya hydrocharidis 

and Ascochyta kirulisii were recorded in Pobrzeże Szczecińskie and most likely this was the 

first record of them in Poland too. On the investigated nympheids species thermophilic 

mycobiota species such as Athelia rolfsii, Fusarium incarnatum, Gilmaniella humicola and 

Rhizopus stolonifer were recorded. Four fungi species: Fusarium avenaceum, F incarnatum, F. 

sporotrichioides and Colletotrichum nymphaeae were found on all investigated Nymphaeaceae 

plants. Almost 80% of mycobiota species found on Nymphaea alba and Nuphar lutea are 

common for both those plant species (Soerensen similarity coefficient).  
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It was proved that the health condition of Nymphaeaceae plants was determined first 

and foremost by mass occurrence of Colletotrichum nymphaeae. The API-ZYM test confirmed 

the activity of a few enzymes (hydrolases, proteases, oxidoreductases and lipases), produced by 

C. nymphaeae. Most of them are of pathogeneses importance. It was proved that pathological 

changes on Nymphaea alba caused by C. nymphaeae could be limited using antagonistic 

activity of yeats fungi: Pichia fermentans and P. kudriawzevii which commonly occur in aquatic 

reservoirs. 
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ANEKS: Mykobiota związane z nymfeidami Pobrzeża Szczecińskiego w latach 2015 – 2017 

 

Tab.A 1. Mykobiota związane z Hydrocharis morsus-ranae w 2015 r. 

 

*A – Ascomycota, B – Basidiomycota  

 

Tab.A 2. Mykobiota związane z Hydrocharis morsus-ranae w 2016 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F** D*** 3.  4.  13.  14.  

Liczba notowań 

1. Acremonium sp. Link 1809  A* 1     1 2 50 Po 8,7 Do 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A 1 1     2 50 Po 8,7 Do 

3. Alternaria atra (Preuss) Woudenb. & Crous 2013  A 1       1 25 Cz 4,3 Sd 

4. Ascochyta kirulisii H. Ruppr. 1959 A 1 1 1   3 75 M 13,0 Ed 

5. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A 1 1   1 3 75 M 13,0 Ed 

6. Boeremia exigua (Desm.) Aveskamp, Gruyter & Verkley 2010  A 1 1   1 3 75 M 13,0 Ed 

7. Chaetomium globosum Kunze 1817 A     1 1 2 50 Po 8,7 Do 

8. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  A       1 1 25 Cz 4,3 Sd 

9. Fusarium sacchari (E.J. Butler & Hafiz Khan) W. Gams 1971 A     1   1 25 Cz 4,3 Sd 

10. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 A 1     1 2 50 Po 8,7 Do 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 

1.  

Liczba 

notowań 

1. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A* 1 

2. Alternaria tenuissima (Kunze) Wiltshire 1933 A 1 

3. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  A 1 

4. Fusarium oxysporum Schltdl. 1824 A 1 

5. Tracya hydrocharidis Lagerh. 1902 B 1 
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Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F** D*** 3.  4.  13.  14.  

Liczba notowań 

11. Geotrichum sp. Link 1809 A 1       1 25 Cz 4,3 Sd 

12. Mycelia sterilia 1   1       1 25 Cz 4,3 Sd 

13. Pithomyces sp. Berk. & Broome 1873 A 1       1 25 Cz 4,3 Sd 

*A – Ascomycota 

** F – frekwencja: M – masowy, Po – pospolity, Cz – częsty  

*** D – dominacja: Ed – eudominant, Do – domianant, Sd – subdominant  

 

Tab.A 3. Mykobiota związane z Hydrocharis morsus-ranae w 2017 r. 

Ascomycota, z - Zygomycota 

*A – Ascomycota, Z – Zygomycota 

** F – frekwencja: M – masowy, Po – pospolity, Cz – częsty  

*** D – dominacja: Ed – eudominant, Do – domianant 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F** D*** 1.  3.  4.  12.  

Liczba notowań 

1. Acremonium sp. Link 1809  A* 1     1 2 50 Po 12,5 Ed 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A 1   1 1 3 75 M 18,8 Ed 

3. Arthrinium sp. Kunze 1817 A   1     1 25 Cz 6,3 Do 

4. Ascochyta kirulisii H. Ruppr. 1959 A 1     1 2 50 Po 12,5 Ed 

5. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A     1   1 25 Cz 6,3 Do 

6. Botrytis cinerea Pers. 1801 A       1 1 25 Cz 6,3 Do 

7. Chaetomium globosum Kunze 1817 A 1       1 25 CZ 6,3 Do 

8. Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de Vries 1952 A 1 1     2 50 Po 12,5 Ed 

9. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 A     1   1 25 Cz 6,3 Do 

10. Mucor sp. Fresen. 1850 Z 1       1 25 Cz 6,3 Do 

11. Penicillium sp. Link 1809 A   1     1 25 Cz 6,3 Do 
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Tab.A 4. Mykobiota związane z Nymphaea alba w 2015 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F** D*** 1. 3. 7. 9. 12. 14. 

Liczba notowań 

1. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A* 1 1 1 1 1   5 83 M 9,6 Do 

2. Aspergillus flavus Link 1809 A     1       1 17 Cz 1,9 R 

3. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A           1 1 17 Cz 1,9 R 

4. Botrytis cinerea Pers. 1794 A   1   1 1 1 4 67 M 7,7 Do 

5. Chaetomium globosum Kunze 1817 A 1 1       1 3 50 Po 5,8 Do 

6. Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de Vries 1952 A 1   1   1   3 50 Po 5,8 Do 

7. Cladosporium sp. Link 1816 A 1 1   1     3 50 Po 5,8 Do 

8. Elongisporangium undulatum (H.E. Petersen) Uzuhasi, Tojo & Kakish. 2010  Oo 1 1 1 1     4 67 M 7,7 Do 

9. F. roseum Link 1809 A           1 1 17 Cz 1,9 R 

10.  Fusarium acuminatum Ellis & Everh. 1895 A           1 1 17 Cz 1,9 R 

11.  Fusarium avenaceum (Fr.) Sacc. 1886 A 1 1 1     1 4 67 M 7,7 Do 

12. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  A 1 1 1 1 1 1 6 100 M 11,5 Ed 

13. Fusarium sacchari (E.J. Butler & Hafiz Khan) W. Gams 1971 A   1     1 1 3 50 Po 5,8 Do 

14. Fusarium sulphureum Schltdl. 1824 A 1 1   1     3 50 Po 5,8 Do 

15. Mycelia sterilia 2           1   1 17 Cz 1,9 R 

16. Penicillium sp. Link 1809 A   1 1 1 1   4 67 M 7,7 Do 

17. Phyllosticta nymphaeacea Ellis & Everh. 1900 A 1 1   1   1 4 67 M 7,7 Do 

18. Rhizopus stolonifer (Ehrenb.) Vuill. 1902 Z   1         1 17 Cz 1,9 R 

*A – Ascomycota, Oo – Oomycota, Z – Zygomycota  

** F – frekwencja: M – masowy, Po – pospolity, Cz – częsty  

*** D – dominacja: Ed – eudominant, Do – domianant, R – recedent  
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Tab.A 5. Mykobiota związane z Nymphaea alba w 2016 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F D 3. 5. 6. 7. 9. 12. 15. 

Liczba notowań 

1. Acremonium sp. Link 1809  A           1   1 14 Cz 1,4 R 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A 1 1 1 1 1 1 1 7 100 M 9,6 Do 

3. Alternaria tenuissima (Kunze) Wiltshire 1933 A       1       1 14 Cz 1,4 R 

4. Apodachlya sp. Pringsh. 1883 Oo         1     1 14 Cz 1,4 R 

5. Aspergillus flavus Link 1809 A           1   1 14 Cz 1,4 R 

6. Aspergillus fumigatus Fresen. 1863 A       1       1 14 Cz 1,4 R 

7. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A 1     1 1 1 1 5 71 M 6,8 Do 

8. Aspergillus versicolor (Vuill.) Tirab. 1908 A             1 1 14 Cz 1,4 R 

9. Bipolaris sp. Shoemaker 1959 A       1       1 14 Cz 1,4 R 

10. Botrytis cinerea Pers. 1794 A 1     1 1 1 1 5 71 M 6,8 Do 

11. Chaetomium globosum Kunze 1817 A       1 1     2 29 Cz 2,7 Sd 

12. Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de Vries 1952 A         1     1 14 Cz 1,4 R 

13. Cladosporium herbarum (Pers.) Link 1816 A 1           1 2 29 Cz 2,7 Sd 

14. Cladosporium sp. Link 1816 A       1       1 14 Cz 1,4 R 

15. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978 A     1 1 1 1 1 5 71 M 6,8 Do 

16. Elongisporangium undulatum (H.E. Petersen) Uzuhasi, Tojo & Kakish. 2010 Oo 1 1 1 1   1 1 6 86 M 8,2 Do 

17. Fusarium avenaceum (Fr.) Sacc. 1886 A         1     1 14 Cz 1,4 R 

18. Fusarium culmorum (Wm.G. Sm.) Sacc. 1892 A             1 1 14 Cz 1,4 R 

19. Fusarium lolii Nees & T. Nees 1818 A             1 1 14 Cz 1,4 R 

20. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  A 1 1   1     1 4 57 Po 5,5 Do 

21. Fusarium sacchari (E.J. Butler & Hafiz Khan) W. Gams 1971 A       1   1   2 29 Cz 2,7 Sd 

22. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 A   1 1 1 1   1 5 71 M 6,8 Do 

23. Humicola grisea Traaen 1914 A       1       1 14 Cz 1,4 R 

24. Mucor hiemalis Wehmer 1903 Z         1     1 14 Cz 1,4 R 

25. Mycelia sterilia 3         1     1 2 29 Cz 2,7 Sd 
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Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F D 3. 5. 6. 7. 9. 12. 15. 

Liczba notowań 

26. Mycelia sterilia 4               1 1 14 Cz 1,4 R 

27. Mycelia sterilia 5         1       1 14 Cz 1,4 R 

28. Penicillium sp. Link 1809 A 1       1   1 3 43 Po 4,1 Sd 

29. Penicillium z sekcji Monoverticillate A             1 1 14 Cz 1,4 R 

30. Periconia sp. Tode 1791 A           1   1 14 Cz 1,4 R 

31. Phoma sp. Sacc. 1880 A             1 1 14 Cz 1,4 R 

32. Phyllosticta nymphaeacea Ellis & Everh. 1900 A             1 1 14 Cz 1,4 R 

33. Rhizopus niger (Ciagl. & Hewelke) Gedoelst 1902  Z             1 1 14 Cz 1,4 R 

34. Rhizopus stolonifer (Ehrenb.) Vuill. 1902 Z 1             1 14 Cz 1,4 R 

35. Trichoderma viride Pers. 1794 A           1 1 2 29 Cz 2,7 Sd 

36. Ulocladium sp. Preuss 1851 A 1             1 14 Cz 1,4 R 

*A – Ascomycota, Oo – Oomycota, Z – Zygomycota  

** F – frekwencja: M – masowy, Po – pospolity, Cz – częsty  

*** D – dominacja: Do – domianant, Sd – subdominant, R – recedent  

 

 

Tab.A 6. Mykobiota związane z Nymphaea alba w 2017 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F** D*** 3. 5. 6. 7. 9. 11. 12. 13. 14. 15. 

Liczba notowań 

1. Acremonium sp. Link 1809  A* 1  1    1 1 1  5 50 Po 5,5 Do 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 10 100 M 11,0 Ed 

3. Alternaria tenuissima (Kunze) Wiltshire 1933 A  1     1    2 20 Cz 2,2 Sd 

4. Aspergillus flavus Link 1809 A 1   1     1  3 30 Cz 3,3 Sd 

5. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A 1 1 1 1 1  1 1 1  8 80 M 8,8 Do 

6. Aspergillus sp. P. Micheli ex Haller 1768 A      1     1 10 Rz 1,1 R 



 

 

 

1
1
2

 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F** D*** 3. 5. 6. 7. 9. 11. 12. 13. 14. 15. 

Liczba notowań 

7. Botrytis cinerea Pers. 1794 A 1 1 1 1  1 1 1 1 1 9 90 M 9,9 Do 

8. Botrytis sp. P. Micheli 1729  A       1    1 10 Rz 1,1 R 

9. Chaetomium globosum Kunze 1817 A 1   1 1      3 30 Cz 3,3 Sd 

10. Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de Vries 1952 A  1      1   2 20 Cz 2,2 Sd 

11. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978 A 1 1  1 1 1 1 1  1 8 80 M 8,8 Do 

12. 
Elongisporangium undulatum (H.E. Petersen) Uzuhasi, Tojo & Kakish. 

2010  
Oo 1 1 1 1   1 1 1 1 8 80 M 8,8 Do 

13. Epicoccum nigrum Link 1816 A        1   1 10 Rz 1,1 R 

14. Fusarium avenaceum (Fr.) Sacc. 1886 A  1  1    1 1  4 40 Po 4,4 Sd 

15. Fusarium culmorum (Wm.G. Sm.) Sacc. 1892 A 1    1   1 1  4 40 Po 4,4 Sd 

16. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  A 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 10 100 M 11,0 Ed 

17. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 A   1        1 10 Rz 1,1 R 

18. Penicillium sp. Link 1809 A 1   1  1  1 1  5 50 Po 5,5 Do 

19. Penicillium z sekcji Biverticillate A 1         1 2 20 Cz 2,2 Sd 

20. Phomopsis sp. (Sacc.) Bubák 1905 A   1 1       2 20 Cz 2,2 Sd 

21. Trichoderma viride Pers. 1794 A 1          1 10 Rz 1,1 R 

22. Verticillium albo-atrum Reinke & Berthold 1879 A          1 1 10 Rz 1,1 R 

*A – Ascomycota, Oo – Oomycota 

** F – frekwencja: M – masowy, Po – pospolity, Cz – częsty, Rz – rzadki  

*** D – dominacja: Ed – eudominant, Do – domianant, Sd – subdominant, R – recedent  
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Tab.A 7. Mykobiota związane z Nymphaea candida w 2016 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 

3. 

2016 

Liczba notowań 

1. Acremonium sp. Link 1809  A* 1 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A 1 

3. Aspergillus flavus Link 1809 A 1 

4. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A 1 

5. Botrytis cinerea Pers. 1794 A 1 

6. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978 A 1 

7. Elongisporangium undulatum (H.E. Petersen) Uzuhasi, Tojo & Kakish. 2010  Oo 1 

8.. Fusarium avenaceum (Fr.) Sacc. 1886 A 1 

9. Fusarium chlamydosporum Wollenw. & Reinking 1925 A 1 

10. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 A 1 

11. Penicillium sp. Link 1809 A 1 

*A – Ascomycota, Oo – Oomycota  

Tab.A 8. Mykobiota związane z Nymphaea candida w 2017 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 

3. 

2017 

Liczba 

notowań 

1. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A* 1 

2. Aspergillus flavus Link 1809 A 1 

3. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A 1 

4. Botrytis cinerea Pers. 1794 A 1 

5. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978 A 1 

6. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  A 1 

*A – Ascomycota  
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Tab.A 9. Mykobiota zwiazane z Nuphar lutea w 2015 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma  

notowań 
F** D*** 1. 2. 3. 8. 9. 10. 11. 12. 13. 14. 

Liczba notowań 

1. Acremonium sp. Link 1809 A* 1             1     2 20 Cz 2,2 Sd 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A 1 1 1 1 1 1 1 1     8 80 M 9,0 Do 

3. Alternaria tenuissima (Kunze) Wiltshire 1933 A   1 1   1 1     1   5 50 Po 5,6 Do 

4. Aspergillus flavus Link 1809 A         1 1         2 20 Cz 2,2 Sd 

5. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A   1               1 2 20 Cz 2,2 Sd 

6. Botrytis cinerea Pers. 1794 A 1   1 1 1 1 1 1 1 1 9 90 M 10,1 Ed 

7. Chaetomium globosum Kunze 1817 A       1   1 1   1   4 40 Cz 4,5 Sd 

8. Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de Vries 1952 A 1                   1 10 Rz 1,1 R 

9. Cladosporium herbarum (Pers.) Link 1816 A             1       1 10 Rz 1,1 R 

10. Cladosporium sp. Link 1816 A 1 1 1               3 30 Cz 3,4 Sd 

11. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978 A   1                 1 10 Rz 1,1 R 

12. 
Elongisporangium undulatum (H.E. Petersen) Uzuhasi, Tojo & Kakish. 

2010  
Oo 1 1 1   1   1 1 1 1 8 80 M 9,0 Do 

13. Epicoccum nigrum Link 1816 A     1   1           2 20 Cz 2,2 Sd 

14. Fusarium acuminatum Ellis & Everh. 1895 A             1       1 10 Rz 1,1 R 

15. Fusarium avenaceum (Fr.) Sacc. 1886 A 1     1 1   1       4 40 Po 4,5 Sd 

16. Fusarium culmorum (Wm.G. Sm.) Sacc. 1892 A 1     1 1           3 30 Cz 3,4 Sd 

17. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886 A 1   1     1 1 1 1 1 7 70 M 7,9 Do 

18. Fusarium oxysporum Schltdl. 1824 A         1           1 10 Rz 1,1 R 

19. Fusarium sacchari (E.J. Butler & Hafiz Khan) W. Gams 1971 A   1 1     1 1 1     5 50 Po 5,6 Do 

20. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 A             1       1 10 Rz 1,1 R 

21. Fusarium sulphureum Schltdl. 1824 A   1             1 1 3 30 Cz 3,4 Sd 

22. Globisporangium ultimum (Trow) Uzuhashi, Tojo & Kakish. 2010  Oo             1       1 10 Rz 1,1 R 

23. Helminthosporium sp. Link 1809 A 1                   1 10 Rz 1,1 R 
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Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma  

notowań 
F** D*** 1. 2. 3. 8. 9. 10. 11. 12. 13. 14. 

Liczba notowań 

24. Mycelia sterilia 2                 1     1 10 Rz 1,1 R 

25. Penicillium sp. Link 1809 A 1     1 1     1     4 40 Po 4,5 Sd 

26. Phyllosticta sp. Pers. 1818 A 1 1 1           1   4 40 Po 4,5 Sd 

27. Pythium sp. Pringsh. 1858 Oo       1   1         2 20 Cz 2,2 Sd 

28. Rhizopus stolonifer (Ehrenb.) Vuill. 1902 Z   1 1   1           3 30 Cz 3,4 Sd 

*A – Ascomycota, Oo – Oomycota, Z – Zygomycota  

** F – frekwencja: M – masowy, Po – pospolity, Cz – częsty, Rz – rzadki  

*** D – dominacja: Ed – eudominant, Do – domianant, Sd – subdominant, R – recedent  

 

Tab.A 10. Mykobiota zwiazane z Nuphar lutea w 2016 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 

Suma notowań F** D*** 1. 2. 3. 4. 9. 10. 11. 12. 13. 14. 

Liczba notowań 

1. Acremonium sp. Link 1809  A* 1       1 1 1 1     5 50 Po 4 Sd 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 10 100 M 8 Do 

3. Alternaria tenuissima (Kunze) Wiltshire 1933 A   1       1     1   3 30 Cz 2,4 Sd 

4. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 10 100 M 8 Do 

5. Botrytis cinerea Pers. 1794 A     1 1     1 1 1 1 6 60 Po 4,8 Do 

6. Chaetomium globosum Kunze 1817 A 1   1 1     1 1 1   6 60 Po 4,8 Do 

7. Chaetosphaeria vermicularioides (Sacc. & Roum.) W. Gams & Hol-Jech. 1976 A     1               1 10 Rz 0,8 Sr 

8. Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de Vries 1952 A                   1 1 10 Rz 0,8 Sr 

9. Cladosporium herbarum (Pers.) Link 1816 A         1   1 1     3 30 Cz 2,4 Sd 

10. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978 A 1 1 1   1   1   1 1 7 70 M 5,6 Do 

11. Elongisporangium undulatum (H.E. Petersen) Uzuhasi, Tojo & Kakish. 2010  Oo             1   1 1 3 30 Cz 2,4 Sd 

12.  Fusarium avenaceum (Fr.) Sacc. 1886 A         1       1 1 3 30 Cz 2,4 Sd 
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Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 

Suma notowań F** D*** 1. 2. 3. 4. 9. 10. 11. 12. 13. 14. 

Liczba notowań 

13. Fusarium chlamydosporum Wollenw. & Reinking 1925 A     1               1 10 Rz 0,8 Sr 

14. Fusarium culmorum (Wm.G. Sm.) Sacc. 1892 A     1               1 10 Rz 0,8 Sr 

15. Fusarium fujikuroi Nirenberg 1976 A         1 1     1   3 30 Cz 2,4 Sd 

16. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  A 1 1 1   1 1 1 1 1 1 9 90 M 7,2 Do 

17.  Fusarium lolii (Wm.G. Sm.) Sacc. 1895 A         1 1         2 20 Cz 1,6 R 

18. Fusarium oxysporum Schltdl. 1824 A 1   1     1     1 1 5 50 Po 4 Sd 

19. Fusarium roseum Link 1809 A               1 1   2 20 Cz 1,6 R 

20. Fusarium sacchari (E.J. Butler & Hafiz Khan) W. Gams 1971 A 1 1 1     1 1 1 1 1 8 80 M 6,4 Do 

21. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 A   1     1     1 1 1 5 50 Po 4 Sd 

22. Fusarium sulphureum Schltdl. 1824 A   1                 1 10 Rz 0,8 Sr 

23. Globisporangium ultimum (Trow) Uzuhashi, Tojo & Kakish. 2010  Oo 1       1     1     3 30 Cz 2,4 Sd 

24. Mucor hiemalis Wehmer 1903 Z                 1   1 10 Rz 0,8 Sr 

25. Mucor sp. Fresen. 1850 Z                   1 1 10 Rz 0,8 Sr 

26. Mycelia sterilia 6             1         1 10 Rz 0,8 Sr 

27. Mycelia sterilia 7                     1 1 10 Rz 0,8 Sr 

28. Mycelia sterilia 8                   1   1 10 Rz 0,8 Sr 

29. Mycelia sterilia 9             1         1 10 Rz 0,8 Sr 

30. Penicillium chrysogenum Thom 1910 A             1       1 10 Rz 0,8 Sr 

31. Penicillium expansum Link 1809 A                   1 1 10 Rz 0,8 Sr 

32. Penicillium sp. Link 1809 A 1   1 1   1       1 5 50 Po 4 Sd 

33. Phoma sp. Sacc. 1880 A           1         1 10 Rz 0,8 Sr 

34. Phyllosticta hydrophila Speg. 1881 A       1 1           2 20 Cz 1,6 R 

35. Phyllosticta sp. Pers. 1818 A   1                 1 10 Rz 0,8 Sr 

36. Pythium sp. Pringsh. 1858 Oo   1 1 1     1 1 1 1 7 70 M 5,6 Do 

37. Rhizopus stolonifer (Ehrenb.) Vuill. 1902 Z   1 1               2 20 Cz 1,6 R 
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Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 

Suma notowań F** D*** 1. 2. 3. 4. 9. 10. 11. 12. 13. 14. 

Liczba notowań 

38. Sclerotium rolfsii Sacc. 1911 B                   1 1 10 Rz 0,8 Sr 

*A – Ascomycota, B – Basidiomycota, Oo – Oomycota, Z – Zygomycota 

** F – frekwencja: M – masowy, Po – pospolity, Cz – częsty, Rz – rzadki  

*** D – dominacja: Do – domianant, Sd – subdominant, R – recedent, Sr – subrecedent  

 

 

Tab.A 11. Mykobiota zwiazane z Nuphar lutea w 2017 r. 

Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F D 1. 2. 3. 4. 11. 12. 13. 14. 

Liczba notowań 

1. Acremonium sp. Link 1809  A 1         1   1 3 38 Po 4,3 Sd 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 A 1 1 1 1 1 1   1 7 88 M 10,1 Ed 

3. Arthrinium sp. Kunze 1817 A         1       1 13 Cz 1,4 R 

4. Aspergillus flavus Link 1809 A 1   1           2 25 Cz 2,9 Sd 

5. Aspergillus niger Tiegh. 1867 A 1   1     1 1 1 5 63 M 7,2 Do 

6. Aspergillus sp. P. Micheli ex Haller 1768 A   1   1 1       3 38 Po 4,3 Sd 

7. Botrytis cinerea Pers. 1794 A 1 1 1 1   1     5 63 M 7,2 Do 

8. Botrytis sp. P. Micheli 1729 A           1     1 13 Cz 1,4 R 

9. Chaetomium globosum Kunze 1817 A       1       1 2 25 Cz 2,9 Sd 

10. Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de Vries 1952 A               1 1 13 Cz 1,4 R 

11. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978 A 1 1 1   1 1   1 6 75 M 8,7 Do 

12. Fusarium avenaceum A 1 1     1 1   1 5 63 M 7,2 Do 

13. Fusarium culmorum (Wm.G. Sm.) Sacc. 1892 A 1         1     2 25 Cz 2,9 Sd 

14. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886 A 1 1 1 1   1   1 6 75 M 8,7 Do 

15. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 A   1 1           2 25 Cz 2,9 Sd 

16. Gilmaniella humicola G.L. Barron 1964 A         1       1 13 Cz 1,4 R 

17. Penicillium sp. Link 1809 A 1 1 1 1 1   1 1 7 88 M 10,1 Ed 
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Lp. Gatunek Gromada 

Stanowisko 
Suma 

notowań 
F D 1. 2. 3. 4. 11. 12. 13. 14. 

Liczba notowań 

18. Penicillium z sekcji Biverticillate A     1           1 13 Cz 1,4 R 

19. Pythium sp. Pringsh. 1858 Oo 1 1 1   1 1   1 6 75 M 8,7 Do 

20. Trichoderma viride Pers. 1794 A 1       1     1 3 38 Po 4,3 Sd 

*A – Ascomycota, Oo – Oomycota 

** F – frekwencja: M – masowy, Po – pospolity, Cz – częsty  

*** D – dominacja: Ed – eudominant, Do – domianant, Sd – subdominant, R – recedent  
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 Tab.A 12. Gatunki grzybów anamorficznych związanych z Hydrocharis morsus-ranae, Nymphaea alba, N. 

candida i Nuphar lutea na Pobrzeżu Szczecińskim w latach badań 2015 – 2017 

Lp. Gatunek Rząd 

1. Acremonium sp. Link 1809  Moniliales 

2. Alternaria alternata (Fr.) Keissl. 1912 Moniliales 

3. Alternaria atra (Preuss) Woudenb. & Crous 2013  Moniliales 

4. Alternaria tenuissima (Kunze) Wiltshire 1933 Moniliales 

5. Arthrinium sp. Kunze 1817 Moniliales 

6. Ascochyta kirulisii H. Ruppr. 1959 Sphaeropsidales 

7. Aspergillus flavus Link 1809 Moniliales 

8. Aspergillus fumigatus Fresen. 1863 Moniliales 

9. Aspergillus niger Tiegh. 1867 Moniliales 

10. Aspergillus P. Micheli ex Haller 1768 Moniliales 

11. Aspergillus versicolor (Vuill.) Tirab. 1908 Moniliales 

12. Bipolaris sp. Shoemaker 1959 Moniliales 

13. Boeremia exigua (Desm.) Aveskamp, Gruyter & Verkley 2010  Sphaeropsidales 

14. Botrytis cinerea Pers. 1794 Moniliales 

15. Botrytis sp. P. Micheli 1729 Moniliales 

16. Chaetosphaeria vermicularioides (Sacc. & Roum.) W. Gams & Hol-Jech. 1976  Moniliales 

17. Cladosporium cladosporioides (Fresen.) G.A. de Vries 1952 Moniliales 

18. Cladosporium herbarum (Pers.) Link 1816 Moniliales 

19. Cladosporium sp. Link 1816 Moniliales 

20. Colletotrichum nymphaeae (Pass.) Aa 1978 Melanconiales 

21. Epicoccum nigrum Link 1816 Moniliales 

22. Fusarium acuminatum Ellis & Everh. 1895 Moniliales 

23. Fusarium avenaceum (Fr.) Sacc. 1886 Moniliales 

24. Fusarium chlamydosporum Wollenw. & Reinking 1925 Moniliales 

25. Fusarium culmorum (Wm.G. Sm.) Sacc. 1892 Moniliales 

26. Fusarium fujikuroi Nirenberg 1976 Moniliales 

27. Fusarium incarnatum (Desm.) Sacc. 1886  Moniliales 

28. Fusarium lolii (Wm.G. Sm.) Sacc. 1895) Moniliales 

29. Fusarium oxysporum Schltdl. 1824 Moniliales 

30 Fusarium roseum Link 1809 Moniliales 

31. Fusarium sacchari (E.J. Butler & Hafiz Khan) W. Gams 1971 Moniliales 

32. Fusarium sporotrichioides Sherb. 1915 Moniliales 

33. Fusarium sulphureum Schltdl. 1824 Moniliales 

34. Geotrichum sp. Link 1809 Moniliales 

35. Gilmaniella humicola G.L. Barron 1964 Moniliales 

36. Helminthosporium sp. Link 1809 Moniliales 

37. Humicola grisea Traaen 1914 Moniliales 

38. Penicillium chrysogenum Thom 1910 Moniliales 

39. Penicillium expansum Link 1809 Moniliales 

40. Penicillium sp. Link 1809 Moniliales 
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Lp. Gatunek Rząd 

41. Penicillium z sekcji Biverticillate Moniliales 

42. Penicillium z sekcji Monoverticillate Moniliales 

43. Periconia sp. Tode 1791 Moniliales 

44. Phoma sp. Sacc. 1880 Sphaeropsidales 

45. Phomopsis sp. (Sacc.) Bubák 1905 Sphaeropsidales 

46. Phyllosticta hydrophila Speg. 1881 Sphaeropsidales 

47 Phyllosticta nymphaeacea Ellis & Everh. 1900 Sphaeropsidales 

48. Phyllosticta sp. Pers. 1818 Sphaeropsidales 

49. Pithomyces Berk. & Broome 1873 Moniliales 

50. Trichoderma viride Pers. 1794 Moniliales 

51. Ulocladium sp. Preuss 1851 Moniliales 

52. Verticillium albo-atrum Reinke & Berthold 1879 Moniliales 

 


