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Рассмотрены вопросы структурно-функциональной организации щелевых контактов и регуляции их проводи-
мости. На примере идентифицированного электротонического синапса между нейронами V. D. 1 и R. Pa. D. 2 из со-
става центральной нервной системы моллюска Lymnaea stagnalis проанализированы реакции таких соединений 
в разных температурных условиях, при сдвигах кислотно-основного равновесия (pH) и возрастании уровня ак-
тивных форм кислорода (пероксида водорода) в межклеточном пространстве. Временна́я динамика наблюдаемых 
эффектов (минуты) свидетельствует о быстрой динамической модуляции электротонической передачи, связанной 
с изменением проводимости уже имеющихся каналов щелевого соединения (иннексонов), а не с увеличением их 
количества в области межклеточного контакта. Предполагается, что влияние указанных факторов реализуется за 
счет обратимых конформационных изменений структурных белков (иннексинов) контакта.
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cOnTROL  Of  cOnDucTAncE  ThROugh  ELEcTRIcAL  
synApsEs  By  nOn-spEcIfIc  ExTRAsynApTIc  AgEnTs

A. V. SIDOROV  a

aBelarusian State University, 4 Niezaliežnasci Avenue, Minsk 220030, Belarus

The article deals with the structure functional configuration of gap junctions and control of their permeability. Based 
on the reactions of identified electrical synapse between V. D. 1 and R. Pa. D. 2 neurons within central nervous system of 
mollusc Lymnaea stagnalis the responses of mentioned above connections to temperature changes, acid-base balance (pH) 
shifts and increase of reactive oxygen species (hydrogen peroxide) level were analysed. Time-course of effects observed 
(minutes), give the evidence of fast dynamic modulation of electrotonical coupling. The fluctuations in it conductance 
seems to be due to the changes in conductivity of exist gap junctions channels (innexons), but not to the alterations in their 
number in the junction area. It is assumed that the action of these agents realize by reversible conformational transition of 
gap junction structural proteins (innexins).
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Неспецифические влияния и объемная передача сигнала. Исследование вопросов, связанных 
с особенностями взаимодействий между нервными клетками, привело к созданию концепции объем-
ной передачи сигнала (volume transmission) в мозге [1; 2]. Ее дальнейшее развитие способствовало 
формированию представлений о генерализованных влияниях, когда в ответную реакцию на действие 
того или иного сигнала вовлекается целая совокупность клеточных элементов ткани. Первоначально 
указанные воззрения были применены для оценки широты действия газообразных нейромодуляторов, 
особенно монооксида азота (NO) [3], а также ряда классических сигнальных молекул, например до-
фамина [4], на клетки-мишени.

Вместе с тем влияние, оказываемое спектром физико-химических начал (температура, концентрация 
свободных протонов (pH), уровень свободнорадикальных форм и т. п.) на функциональную активность 
нервных центров, тоже может быть отнесено к генерализованным воздействиям в самом широком по-
нимании данного термина. О приемлемости и принятии подобной точки зрения свидетельствует ряд 
крупных обзорных работ [5–7]. Признание данного факта неизбежно порождает вопросы, связанные 
с регуляцией нейронных функций во вновь возникающих условиях с точки зрения терморежима, кис-
лотно-основного баланса, свободнорадикального фона. При этом основная трудность состоит в том, 
что каждая клетка мозга демонстрирует ту или иную степень чувствительности к действию указанных 
начал и должна реагировать на отмеченные воздействия, что автоматически означает всеобщее возбуж-
дение или торможение в нейронных сетях, а следовательно, отсутствие координированных моторных 
ответов со стороны организма. В действительности этого не наблюдается, поскольку живые организмы 
характеризуются определенным паттерном поведения при изменении внешних или внутренних усло-
вий существования.

Использование химических веществ в качестве передатчика межклеточных сигналов позволяет избе-
жать отмеченных затруднений за счет избирательного оснащения нейронов сети рецепторами во всем их 
структурном разнообразии. В результате бóльшая часть клеток сети остается безучастной к сенсорным 
входам, что позволяет в итоге доминировать лишь небольшой нейронной популяции, напрямую опреде-
ляющей итоговый моторный ответ в соответствии с требуемым полезным приспособительным резуль-
татом. Следствием этого будет формирование так называемого трансмиттер-зависимого, или контекст- 
зависимого, поведения – феномена, описанного в отношении целого ряда модельных организмов [8–10]. 
Заметим, что при таком характере организации мозга центральное представительство нейронов нахо-
дится в условиях постоянства внутренней среды и лишь их специализированные «афферентные» от-
ростки подвергаются действию детектируемых факторов.

Электрические синапсы и межклеточные взаимодействия. Реализация нейронной активности 
невозможна без надлежащей межклеточной коммуникации. Для ее должного функционирования тре-
буется наличие специализированных структур – синапсов, определяемых как область специализиро-
ванного контакта между нейронами. Традиционно считается, что химическая синаптическая переда-
ча является основным типом межнейронных взаимодействий, в то время как электрическая занимает 
хотя и не «подчиненное», но не равноправное положение [11; 12]. Между тем синапсы, использующие 
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элект рическую передачу сигнала, широко распространены между клетками как возбудимых, так и не-
возбудимых тканей [13; 14]. Из них наибольший интерес представляют так называемые щелевые соеди-
нения (gap junctions), использующие трансмембранные белки коннексины (позвоночные) или иннекси-
ны (беспозвоночные) в качестве структурной составляющей контактов подобного рода – коннексонов 
и иннексонов [15–17]. Другие группы синапсов, опосредующих прямую передачу электрического сиг-
нала от клетки к клетке, фактически являют собой контакты с химическим способом передачи – тор-
мозные синапсы на маутнеровских нейронах рыб [18] или синапс цилиарного ганглия цыпленка [19; 20]. 
Их структурные особенности, связанные с большой площадью контакта пре- и постсинаптических 
мембран и окружением области синаптической щели клетками глии с развитой миелиновой оболочкой, 
позволяют избежать потерь в пространстве интерстиция, обеспечив прямую передачу электрического 
импульса от пресинаптической клетки к постсинаптической. При этом такая начальная трансмиссия 
электрического сигнала подкрепляется выбросом нейромедиатора в пространство синаптической щели 
и развитием «классического» постсинаптического потенциала. Еще одна группа синапсов с электриче-
ской передачей сигнала представлена эфапсами [21; 22], когда трансдукцию электрического импульса 
от клетки к клетке можно рассматривать с позиции сбоя нормального проведения импульса по системе 
изолированных нервных волокон вследствие тех или иных дефектов их миелиновой оболочки.

Проводимость щелевых соединений, а следовательно, и степень сопряженности связанных таким 
образом клеток могут быть модифицированы за счет изменения конформации составляющих их белков 
(быстрая регуляция – от долей секунды до минут) и (или) их количества (медленная регуляция, часы) 
в области контакта [23; 24]. Тем не менее сведения о факторах быстрой динамической регуляции отно-
сительно немногочисленны в научной литературе. Поскольку структурные основы электрических си-
напсов (щелевых контактов) принципиально схожи как у разных представителей животного мира (под-
робный сравнительный анализ коннексинов и иннексинов представлен в работе [25]), так и у клеток 
из состава разных тканей, то для исследования их функциональных характеристик подходит широкий 
спектр модельных организмов и систем: нервные клетки беспозвоночных (ракообразные, насекомые, 
моллюски, черви), эпителиальные клетки печени, бластомеры лягушки и т. п. [16; 25; 26].

идентифицированные нейроны моллюсков как модельная система для изучения свойств 
электрических синапсов. В составе центральной нервной системы (ЦНС) пресноводного легочного 
моллюска Lymnaea stagnalis (прудовик обыкновенный) в начале 1970-х гг. была идентифицирована 
пара двусторонне электрически связанных клеток – нейроны V. D. 1 и R. Pa. D. 2 [27; 28], а также оха-
рактеризованы основные показатели указанной электрической связи: сопротивление, область локали-
зации, электрические показатели [29]. При этом клетка V. D. 1 и является ведущим образованием пары, 
обладая собственной пейсмейкерной активностью, и фактически навязывает ритм связанному с ней 
нейрону R. Pa. D. 2 [30]. Эти клетки могут быть удобной моделью для изучения функциональных харак-
теристик электрических синапсов, поскольку их размеры и расположение в пределах нервных ганглиев 
моллюска обеспечивают беспрепятственный доступ к ним микроэлектродов.

Одной из важнейших характеристик электрических соединений является коэффициент связи (КС), 
указывающий на степень сопряжения контактирующих клеток. Это безразмерная величина, позволяю-
щая оценить степень падения амплитуды сигнала при передаче от клетки к клетке. На практике он 
определяется как отношение изменения мембранного потенциала постсинаптического нейрона к тако-
вому в пресинаптической клетке. Поскольку рассматриваемый синапс характеризуется способностью 
к проведению возбуждения в обоих направлениях, это позволяет рассчитать значения как прямого (ток 
подается в V. D. 1), так и обратного (ток подается в R. Pa. D. 2) коэффициента связи, а также величины 
общего входного сопротивления цепи R при подаче тока в V. D. 1 и R. Pa. D. 2 по следующим формулам: 
DVПоС /DVПрС (для КС) и DVПрС / IПрС (для R цепи), где DV – изменение мембранного потенциала преси-
наптического (ПрС) или постсинаптического (ПоС) нейрона; I – величина тока, инъецируемого в соот-
ветствующий нейрон (по [30]).

В ходе многолетних исследований установлено, что проводимость идентифицируемого двусторон-
него электротонического контакта между нейронами V. D. 1 и R. Pa. D. 2 в ЦНС Lymnaea stagnalis может 
быть обратимо модифицирована при действии целого ряда неспецифических экстрасинаптических 
факторов. В частности, речь идет о ее температурной чувствительности и зависимости от уровня pH 
и концентрации АФК в интерстиции.

Температурная зависимость электрической передачи. Температурная зависимость КС и R цепи 
носили линейный характер с отрицательным коэффициентом корреляции для КС: – 0,88 ± 0,11 (пря-
мой) и – 0,90 ± 0,10 (обратный) и положительным для R цепи: 0,76 ± 0,21. Температурный коэффи-
циент Q10, рассчитанный при повышении температуры от 15 до 25 °С, составил 0,60 ± 0,03 и 0,59 ± 0,03 
для прямой и обратной передач соответственно. Другими словами, повышение температуры приводит  
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к уменьшению степени сопряженности между указанными клетками. Так, при 35 °С величина КС сни-
жалась в 2,5–3,0 раза, а R цепи увеличивалось всего в 1,3 раза по сравнению со значением при 15 °С [31]. 
Нормализация температурных условий полностью восстанавливала параметры электрической связи 
до исходных значений. Данные результаты хорошо согласуются с имеющимися в литературе сведения-
ми. При изучении температурных реакций гигантского моторного синапса, вовлекаемого в реализацию 
рефлекса избегания у Procambarus clarkii и Pacifastacus leniusculus, была экспериментально установле-
на возможность надежной передачи сигнала при пониженных (менее 5 °С) температурах [32], в то вре-
мя как гипертермия приводила к нарушению синаптической передачи уже при 12–25 °С. Такой эффект 
объяснялся авторами холодовой модуляцией свойств пре- и постсинаптической мембран – удлинением 
потенциала действия в пресинаптическом нейроне в сочетании с увеличением входного сопротивления 
и снижением порога для постсинаптической клетки [33]. При низких температурах отмечалось увели-
чение электрической связи между саливарными нейронами пачечного типа и мотонейронами протрак-
ции, сопровождаемое повышением входного сопротивления у слизня Limax maximus [34]. Повышение 
температуры вызывает ограничение протекания тока через аксонные веточки и электрические синапсы 
у мутантов Drosophila melanogaster, у которых наступал паралич при содержании в условиях повы-
шенных температур [35].

Зависимость электрической передачи от ph. Закисление внеклеточной среды (pH 6,5– 6,8) при-
водит к почти двукратному падению прямого КС на фоне практически неизменного уровня R цепи 
для нейронов V. D. 1 и R. Pa. D. 2 [36]. Статистически достоверных колебаний значения обратного КС 
и входного сопротивления цепи отмечено не было. Защелачивание интерстиция (pH 8,3–8,8) не вызы-
вало статистически достоверных изменений показателей проводимости. Нормализация pH приводила 
к полной реставрации тестируемых параметров. Таким образом, электротоническая передача сигнала 
в ЦНС Lymnaea оказалась малочувствительной к умеренным, порядка 0,5 ед., изменениям pH. Это 
может быть следствием наличия ряда механизмов поддержания постоянства pH внутри клеток [37], 
поскольку проводимость щелевого контакта во много раз более чувствительна именно к колебаниям 
уровня pH цитозоля, а не интерстиция [38; 39]. 

Схожие реакции на изменение pH характерны и для электрических синапсов других беспозвоноч-
ных. Указывается, что pH-зависимость КС в септальных синапсах Procambarus clarkia характеризуется 
куполообразной кривой с максимумом при pH цитоплазмы 7,1 с прогрессивным его снижением по 
мере закисления (защелачивания) внутриклеточного содержимого в диапазоне 6,2–8,0 [40]. Подобная 
картина документирована и в электротонически связанных нейронах Aplysia [41]. Однако изменение 
pH цитоплазмы определяется (в том числе) и сдвигами pH интерстиция. В частности, при действии 
CO2, т. е. фактически при закислении, отмечено возрастание сопротивления связи на уровне щелевого 
контакта и, как следствие, разобщение взаимодействующих клеток для септальных синапсов гигант-
ского аксона речного рака и нейронов буккальных ганглиев моллюска Navanax inermis [42]. Примеча-
тельно, что проводимость некоторых электрических синапсов, опосредованная коннексинами позво-
ночных с молекулярной массой 36 кДа, в большей степени угнетается при защелачивании цитозоля, 
нежели при его закислении [43]. 

Зависимость электрической передачи от уровня активных форм кислорода. Двусторонний 
электротонический контакт между нейронами V. D. 1 и R. Pa. D. 2 оказался подверженным влиянию 
пер оксида водорода (конечная концентрация – 10– 4 моль/л). Статистически значимое – в 1,9 и 1,8 раза – 
падение прямого и обратного КС наблюдалось через 3 мин после аппликации пероксида водорода 
(10– 4 моль/л) на центральное кольцо ганглиев Lymnaea при неизменности R цепи в этих условиях. Заме-
тим, что указанный эффект отмечен на фоне отсутствия статистически достоверных колебаний уровня 
мембранного потенциала и амплитуды потенциала действия для обеих клеток, а нормализация вне-
клеточного окружения (5-кратная смена нормального раствора Рингера в экспериментальной камере) 
статистически достоверно возвращала рассмотренные показатели к исходному значению. Предвари-
тельная аппликация нифедипина (10– 4 моль/л), блокатора потенциалзависимых Ca2+-каналов, практи-
чески полностью отменяла вызываемую приложением пероксида водорода (10– 4 моль/л) модификацию 
электрической связи [44].

Сведения о действии пероксида водорода на щелевые соединения крайне скудны. Так, на эпителиаль-
ных клетках печени установлено прямое угнетающее действие пероксида водорода (5 ⋅ 10– 4 моль/л) на 
коммуникацию, опосредованную щелевыми соединениями [45], а использование различных антиокси-
дантов позволяет предотвратить разобщение клеток, вызываемое H2O2 [46].

динамическая регуляция проводимости электрических синапсов при действии неспецифи-
ческих экстрасинаптических факторов. Известно, что время полужизни белков щелевых контактов 
в ряде случаев составляет около 5 ч [23; 47]. Временна́я динамика отмеченных колебаний КС между 
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нейронами V. D. 1 и R. Pa. D. 2 нервной системы Lymnaea stagnalis при смене температуры, pH и дейст-
вии активных форм кислорода исчисляется несколькими минутами. Этот факт свидетельствует о быст-
рой динамической модуляции электротонической передачи, связанной с изменением проводимости уже 
имеющихся каналов щелевого соединения, а не с увеличением их количества в области межклеточного 
контакта.

Среди основных механизмов, опосредующих быстрые изменения эффективности электрических 
синапсов, отдельно стоит остановиться на потенциал-чувствительности. Различают чувствительность 
к трансмембранной разности потенциалов и чувствительность к трансконтактной разности потенциа-
лов. Все известные коннексоны и иннексоны демонстрируют зависимость своих свойств от транскон-
тактной разности потенциалов, но величина ответа, как правило, невелика и (или) не имеет физиоло-
гического значения [48]. Реакция каналов щелевого соединения на изменение мембранного потенциала 
может быть различной, сопровождаясь как снижением, так и увеличением проводимости в ответ на де-
поляризацию [49]. При этом в плане потенциал-чувствительности каждый полуканал соединения ведет 
себя независимо [50], что обеспечивает выпрямляющие свойства соединения, т. е. преимущественно 
одностороннюю передачу сигнала [51; 52].

Рассмотренный синапс между клетками V. D. 1 и R. Pa. D. 2 нервной системы Lymnaea относится 
к двусторонним, хотя КС для передачи в прямом направлении у него и выше. Одинаковая степень прове-
дения возбуждения в обоих направлениях обеспечивает скорость и (или) синхронность ответа [41; 53], 
что необходимо для координации работы кардиореспираторной сети моллюска (синхронизации актив-
ности крупных нейронных ансамблей висцерального и париетального ганглиев). Температурная зави-
симость КС в этом межнейронном контакте носит линейный характер, а изменения потенциала покоя 
клеток и частоты их спонтанной импульсации описываются куполообразной кривой с максимумом при 
15 и 25 °С соответственно [54]. Такое различие в динамике указанных показателей не позволяет рас-
сматривать потенциал-чувствительность белков щелевого контакта между V. D. 1 и R. Pa. D. 2 в качестве 
основного механизма температурной зависимости этого соединения. Схожие рассуждения могут быть 
применены и к анализу реакций на сдвиги pH, и действие пероксида водорода – это отсутствие корре-
ляции между изменениями потенциала покоя рассматриваемых клеток в новых условиях и показателя-
ми электрической связи [44; 55].

Альтернативный механизм быстрой динамической модуляции эффективности электрической си-
наптической передачи связан с различными системами внутриклеточных посредников [23–25]. Именно 
он позволяет объяснить регуляторное влияние «классических» нейромедиаторов (например, серотони-
на [56]), действие которых ассоциируется со связыванием с мембранными рецепторами, на функцио-
нальные характеристики щелевого соединения [57]. Известно о способностях циклических нуклео-
тидов выраженно изменять свойства контакта между клетками V. D. 1 и R. Pa. D. 2, что может лежать 
в основе NO-зависимого увеличения степени их сопряженности [31; 58]. Считается, что падение эф-
фективности электротонической передачи при пониженных значениях pH цитоплазмы обусловлено 
влиянием растворимых внутриклеточных посредников [59]. C другой стороны, ацидофикация цито-
плазмы клетки при снижении уровня pH интерстиция приводит к возрастанию концент рации ионов 
водорода (H + ), а протонирование белков, в том числе коннексинов и иннексинов, рассматривается 
в качестве одного из основных механизмов, опосредующих закрытие каналов щелевого соединения 
при низких pH [23; 51].

Одними из важнейших внутриклеточных посредников являются свободные ионы кальция (Ca2+ ). Каль-
циевая гипотеза, согласно которой эффективность электрической передачи сигнала зависит от уровня 
Ca2+ в цитоплазме, была выдвинута еще в 1966 г. [60], возрастание внутриклеточной концент рации Ca2+ 
приводит к разобщению клеток [48; 51]. Полученные результаты по влиянию пероксида водорода на ха-
рактеристики электрической связи между V. D. 1 и R. Pa. D. 2 в полной мере согласуются с этими представ-
лениями. При этом возрастание внутриклеточной концентрации Ca2+ при действии пероксида водорода 
не только может являться следствием активации соответствующих каналов плазма леммы (блокада кото-
рых при помощи нифедипина отменяла рассмотренный эффект [44]), но быть обусловленным усилением 
выхода Ca2+ из внутриклеточных депо [61] за счет окислительно-восстановительной модификации IP3-
рецепторов [62]. По всей видимости, речь идет об универсальном защитном механизме, когда разобще-
ние связанных посредством щелевого контакта клеток позволяет предотвратить гибель всего множества 
нейронов, поскольку электрически синапсы проницаемы и для крупных молекул (до 1 кДа), в том числе 
и для индукторов апоптоза, некроза и т. п. [63]. В частности, разобщители щелевых соединений (карбенок-
солон) предотвращают вызываемую высокой степенью сопряженности гибель гиппокампальных нейро-
нов, обработанных H2O2 [64], а возрастание уровня экспрессии белков щелевых контактов ассоциируется 
с увеличением гибели клеток [65]. Интересно, что и действие температуры может быть опосредовано 
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сдвигами концентрации свободного Са2+ внутри клетки и, как следствие, изменением активности каль-
модулина, способного напрямую связываться с белками щелевого контакта, вызывая их закрытие [32].

Таким образом, проводимость идентифицируемого двустороннего электротонического контакта 
между нейронами V. D. 1 и R. Pa. D. 2 в нервной системе моллюска Lymnaea stagnalis в различной сте-
пени подвержена модулирующему влиянию температуры, pH и активных форм кислорода. Указанные 
начала могут рассматриваться в качестве экстрасинаптических неспецифических факторов, действие 
которых направлено на модификацию проводящих свойств белков щелевых контактов. Обратимый ха-
рактер их действия может предопределять доминирование одних нейронных сетей мозга над другими 
и лежать в основе устойчивого функционирования нервных центров беспозвоночных при объемной 
передаче сигнала.
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