
Przeprowadzane u psów i kotów zabiegi chirur-
giczne, podobnie jak u ludzi, w zależności od ro-

dzaju operacji prowadzą do wystąpienia przejścio-
wych lub trwałych zmian endokrynologicznych, 
które mają wpływ na pooperacyjny stan zwierzę-
cia i dalsze postępowanie, a czasem wręcz dożywot-
nie stosowanie terapii farmakologicznej w przypad-
ku usunięcia niektórych narządów. Na wystąpienie 
zmian hormonalnych, oprócz przeprowadzanej in-
terwencji chirurgicznej, wpływa również typ zasto-
sowanego znieczulenia oraz wybór leków anestezjo-
logicznych (1).

Zabiegi chirurgiczne prowadzące do wystąpienia 
zmian endokrynologicznych można podzielić na dwie 
grupy, takie jak operacje usunięcia gruczołów wy-
dzielania wewnętrznego oraz operacje niedotyczą-
ce bezpośrednio tych gruczołów. W pierwszej części 
artykułu zostaną opisane zmiany metaboliczne spo-
wodowane operacją.

Metabolizm węglowodanów

Interwencja chirurgiczna z założenia jest metodą in-
wazyjną prowadzącą do wystąpienia stresu, nazywa-
nego w tym przypadku stresem chirurgicznym lub 
stresem operacyjnym, który przekłada się na zmiany 
metaboliczne, zwłaszcza w zakresie węglowodanów 
i białek (ryc. 1). Główne zmiany hormonalne dotyczą 
działania osi podwzgórze – przysadka – nadnercza (1, 
2, 3). Zabieg chirurgiczny powoduje wzrost wydziela-
nia ACTH (kortykotropina), czego efektem jest zwięk-
szone wydzielanie kortyzolu. Jednak podczas zabie-
gu chirurgicznego oś podwzgórze – przysadka jest 
stale aktywowana przez nerwy wstępujące z obszaru 

postępowania operacyjnego. W związku z tym zabu-
rzony jest mechanizm sprzężenia zwrotnego ujem-
nego, którego efektem powinno być hamowanie wy-
dzielania kortyzolu (4). Zwiększone wydzielanie tego 
hormonu prowadzi do rozwoju hiperglikemii, która 
w okresie pooperacyjnym jest istotnym czynnikiem 
ryzyka rozwoju zakażeń w obrębie ran pooperacyj-
nych oraz innych powikłań (5). Należy jednak za-
znaczyć, że u ludzi, jak i psów czy kotów, po zabiegu 
chirurgicznym może wystąpić zarówno hiper-, jak 
i hipoglikemia, co uwarunkowane jest między inny-
mi różnymi chorobami (6, 7, 8, 9, 10, 11).

Ata i wsp. (12) zbadali poziom glukozy we krwi 
u 1561 osób w okresie pooperacyjnym, z czego u ponad 
połowy pacjentów w ciągu 12 godzin od przeprowa-
dzenia zabiegu chirurgicznego. Autorzy tych badań 
wykazali, że ryzyko rozwoju zakażenia w obszarze 
postępowania chirurgicznego przy poziomie glike-
mii w przedziale 111–140 mg/dl wzrasta 3,6-krot-
nie względem osób z glukozą mniejszą lub równą 
110 mg/dl, natomiast u osób ze stężeniem glukozy 
powyżej 220 mg/dl ryzyko rozwoju zakażeń poope-
racyjnych wzrastało już ponad 12-krotnie (12).

Hiperglikemia pooperacyjna jest zjawiskiem wy-
stępującym bardzo często. Przykładowo Preissig 
i wsp. (13) stwierdzili poziom glukozy we krwi po-
wyżej 140 mg/dl u 84% dzieci po operacjach kardio-
logicznych. Natomiast Fiorillo i wsp. (14) podwyż-
szone stężenie glukozy we krwi rozpoznali u ponad 
55% operowanych dorosłych. W przypadku zwierząt 
hiperglikemię pooperacyjną rozpoznano u 44% ko-
ciąt po gonadektomii (9). Zjawisko powszechne jest 
również u psów. U szczeniąt w wieku od 2 do 6 mie-
sięcy po operacji usunięcia gonad mediana dla stęże-
nia glukozy we krwi wynosiła 164 mg/dl, natomiast 
środkowy przedział 50% populacji wynosił od 97 do 
227 mg/dl (10).

Pooperacyjna hiperglikemia związana jest nie tyl-
ko ze wspomnianymi zakażeniami w obszarze rany 
chirurgicznej i wydłużeniem jej gojenia, ale rów-
nież z  innymi powikłaniami, takimi jak zakażenia 
w innych niż operowanych miejscach (np. zakażenia 
układu moczowego), rozwojem posocznicy i wstrząsu 
septycznego, zapaleniem płuc i niewydolnością odde-
chową, zawałem mięśnia sercowego oraz ostrą nie-
wydolnością nerek. Te powikłania powodują wzrost 
kosztów leczenia oraz wydłużenie hospitalizacji (15, 
16). Również u psów poddanych operacji kraniotomii 
wykazano, że pooperacyjny wzrost stężenia gluko-
zy związany był z dłuższą hospitalizacją (17). Wyka-
zano również, że rozwijająca się po operacji hiper-
glikemia związana jest ze zwiększonym ryzykiem 
zgonu (18, 19, 20, 21).
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Równocześnie ze zwiększonym wydzielaniem 
kortyzolu przez korę nadnerczy po interwencjach 
chirurgicznych z  rdzenia tych gruczołów uwal-
niane są katecholaminy, które poprzez recepto-
ry α2-adrenergiczne hamują wydzielanie insuli-
ny przez komórki β trzustki (ryc. 2). W tym samym 
czasie na skutek działania katecholamin na recep-
tory β-adrenergiczne oraz α1-adrenergiczne komó-
rek α trzustki dochodzi do zwiększonego wydzielania 
glukagonu stymulującego glukoneogenezę i gliko-
genolizę. Zmiany te, a zwłaszcza obniżenie stężenia 
insuliny, również przyczyniają się do rozwoju hiper-
glikemii (4, 22, 23). Hirose i wsp. (24) wykazali jednak, 
że również aktywacja receptora α2-adrenergicznego 
ma pewien wpływ na wzrost wydzielania glukago-
nu, najprawdopodobniej za pośrednictwem podty-
pu receptora α2A.

W utrzymywaniu się hiperglikemii na skutek za-
biegu chirurgicznego bierze również udział rozwi-
jająca się po operacji insulinooporność, która może 
trwać nawet przez kilka tygodni, natomiast jej nasi-
lenie związane jest z inwazyjnością samego zabiegu 
(25, 26, 27). Wystąpienie zjawiska pooperacyjnej in-
sulinooporności związane jest z wewnątrzkomórko-
wym blokowaniem aktywacji regulowanego insuliną 
transportera glukozy typu 4 (GLUT-4) w mięśniach 
poprzecznie prążkowanych i tkance tłuszczowej, na 
co ma wpływ zmniejszone wydzielanie insuliny (27, 
28). U ludzi wykazano, że stosowanie przed operacją 
infuzji dożylnej z glukozą, a nawet doustne podawa-
nie płynów bogatych w węglowodany obniża nasile-
nie insulinooporności w porównaniu do pacjentów 

operowanych tradycyjnie na czczo. Podanie przed 
operacją glukozy lub węglowodanów powoduje wy-
dzielanie insuliny, a w konsekwencji aktywację i prze-
mieszczenie do błony komórkowej GLUT-4 (29, 30, 31). 
Z kolei głodzenie przed operacją prowadzi do supre-
sji GLUT‑4 i zatrzymywania go wewnątrzkomórko-
wo, co wynika z obniżonego stężenia insuliny, pro-
wadząc w ten sposób do wystąpienia pooperacyjnej 
insulinooporności, a ta z kolei ma swój udział w roz-
woju pooperacyjnej hiperglikemii (28, 30, 32). Warto 
dodać, że również aktywność fizyczna poprzez skur-
cze mięśni aktywuje przemieszczanie GLUT-4 z wnę-
trza komórki do błony komórkowej (28).

Weledji i wsp. (33) wykazali, że doustne podawa-
nie klarownych płynów zawierających węglowoda-
ny na trzy godziny przed znieczuleniem do zabiegu 
jest bezpieczne i efektywne w redukcji pooperacyj-
nej hiperglikemii oraz zakażeń. Z badań wykluczo-
no jednak osoby z cukrzycą. Gustafsson i wsp. (34) 
wykazali natomiast już wcześniej, że doustne sto-
sowanie płynów węglowodanowych trzy  godziny 
przed znieczuleniem ogólnym u chorych z cukrzycą 
typu 2 jest bezpieczne i obniża ryzyko hiperglike-
mii. Należy jednak zaznaczyć, że opisano przypadek 
57-letniej kobiety z  nieprawidłowo kontrolowa-
ną cukrzycą typu 2, u której doustne podanie pły-
nu węglowodanowego przed onkologiczną opera-
cją usunięcia macicy spowodowało rozwój znacznej 
hiperglikemii wynoszącej 359 mg/dl (35). Ponadto 
u  tej chorej po operacji wystąpiły wymioty. Zdia-
gnozowano u niej gastroparezę (opóźnione opróż-
nianie żołądka), najprawdopodobniej gastroparezę 

Ryc. 1. Zmiany hormonalne spowodowane stresem chirurgicznym (GH – hormon wzrostu, IGF-1 – insulinopodobny czynnik wzrostowy 1, CRH – kortykoliberyna, 
ACTH – kortykotropina, FFA – wolne kwasy tłuszczowe)
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cukrzycową rozwijającą się na skutek niekontrolo-
wanego poziomu glikemii prowadzącego do neu-
ropatii w obrębie nerwu błędnego, głównie włókien 
przywspółczulnych odpowiedzialnych za aktywa-
cję motoryki żołądka (35, 36).

Według niektórych autorów przed zabiegami chi-
rurgicznymi lub nawet podczas ich trwania należy 
rozważyć stosowanie infuzji płynów podnoszących 
poziom glukozy, co ma zwiększyć wydzielanie insu-
liny prowadzące do aktywacji GLUT-4 i ograniczyć 
w ten sposób pooperacyjny rozwój insulinooporno-
ści (26, 27, 29, 37). Część autorów uważa również, że 
u niektórych ciężko chorych pacjentów nawet nie-
chorujących na cukrzycę w przypadku rozwoju hi-
perglikemii należy stosować insulinę po zabiegach 
chirurgicznych (38, 39). Capuano i wsp. (40) wykaza-
li, że intensywna dożylna terapia insuliną po opera-
cjach kardiochirurgicznych redukuje zakażenia po-
operacyjne. Pichardo-Lowden i Gabbay (41) podają, że 
według uzgodnień z 2009 r. Amerykańskiego Stowa-
rzyszenia Endokrynologów Klinicznych u pacjentów 
chirurgicznych stężenie glukozy we krwi powinno 
być utrzymywane w przedziale 140–180 mg/dl, na-
tomiast stężenie glukozy przed posiłkiem powinno 
wynosić poniżej 140 mg/dl. Sami autorzy rekomen-
dują utrzymywanie stężenia glukozy we krwi w prze-
dziale 100–180 mg/dl (41).

Według wiedzy autorek niniejszego opracowania 
dotychczas nie ustalono protokołów żywienia przed-
operacyjnego u psów i kotów, a postępowanie chi-
rurgiczne w znieczuleniu ogólnym przeprowadzane 

jest na czczo. Warto jednak zwrócić uwagę na wyni-
ki badań przeprowadzonych przez greckich lekarzy 
weterynarii, którzy wykazali, że podawanie psom 
lekkiego posiłku na trzy godziny przed operacją po-
wodowało istotnie statystycznie rzadsze występowa-
nie refluksu żołądkowo-jelitowego podczas znieczu-
lenia niż w grupie psów, które otrzymywały posiłek 
na 10 godzin przed planowanym zabiegiem (42). Po-
nadto wykazano, że podawanie lekkiego posiłku psom 
na trzy godziny przed znieczuleniem nie powodu-
je częstszych refluksów żołądkowo-jelitowych niż 
u psów otrzymujących posiłek 12 godzin przed znie-
czuleniem (43). Biorąc pod uwagę fakt, że głodzenie 
przed operacją wpływa na rozwój insulinooporności 
pooperacyjnej, warto rozważyć skrócenie czasu, jaki 
upływa od posiłku do zabiegu w znieczuleniu ogól-
nym. Zaznaczyć jednak należy, że inne wyniki uzy-
skali szwedzcy lekarze weterynarii, którzy obser-
wowali większe ryzyko refluksu u psów karmionych 
3 godziny przed operacją ortopedyczną w porówna-
niu do psów karmionych 18 godzin przed zabiegiem 
(44). Uwzględniając zatem sprzeczne wyniki różnych 
badań i mając równocześnie na celu zmniejszenie ry-
zyka rozwoju pooperacyjnej insulinooporności, wy-
daje się rozsądne zastosowanie przed operacją infuzji 
płynów podnoszących poziom glukozy, co stosowa-
no również u ludzi.

Równocześnie ze wzrostem wydzielania przez 
przysadkę ACTH operacje chirurgiczne prowadzą do 
zwiększonego uwalniania hormonu wzrostu (GH), 
a wzrost tej sekrecji skorelowany jest z inwazyjnością 

Ryc. 2. Zmiany w metabolizmie węglowodanów na skutek głodzenia przedoperacyjnego i stresu chirurgicznego (GH – hormon wzrostu, GLUT-4 – regulowany 
insuliną transporter glukozy typu 4, IRS-1 – insulin receptor substrate-1, FFA – wolne kwasy tłuszczowe, PI3K – kinaza 3-fosfatydyloinozytolu)
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i rozmiarami procedury chirurgicznej. Hormon wzro-
stu stymuluje wątrobę do produkcji insulinopodob-
nych czynników wzrostowych (insulin-like growth 
factors, IGFs), a zwłaszcza IGF-1, nazywanego rów-
nież somatomedyną C, który jest jednym z czynni-
ków odgrywających rolę w gojeniu ran (1, 4, 45, 46). 
Oprócz wątroby również komórki mięśniowe, chon-
drocyty czy osteoblasty produkują i uwalniają IGF‑1. 
Hormon ten krąży we krwi w postaci kompleksu zło-
żonego z IGF-1, białka wiążącego czynnik wzrosto-
wy oraz labilnej kwasowo podjednostki, dzięki cze-
mu IGF-1 jest stabilny, a okres jego półtrwania we 
krwi jest wydłużony. Uwalnianie GH hamowane jest 
z kolei przez IGF-1. W regulacji wydzielania GH bie-
rze również udział produkowany głównie przez en-
dokrynne komórki X/A-podobne błony śluzowej 
żołądka hormon grelina, która oprócz pobudzania 
apetytu oraz regulacji działania żołądka i trzustki, 
łącząc się z receptorami GHS-R1A komórek soma-
totropowych przysadki, stymuluje uwalnianie hor-
monu wzrostu (47, 48, 49). Oprócz anabolicznej roli 
w gojeniu rany GH wykazuje również działanie kata-
boliczne poprzez stymulowanie glikogenolizy i lipo-
lizy, natomiast wychwyt glukozy przez komórki jest 
hamowany, wykazując w ten sposób również działa-
nie antyinsulinowe (1).

Lipoliza spowodowana zwiększonym uwalnia-
niem GH ma miejsce głównie w tłuszczu trzewnym 
pod wpływem lipaz aktywowanych przez ten hormon 
i prowadzi do uwalniania do krążenia wolnych kwa-
sów tłuszczowych, których zwiększone stężenie we 
krwi prowadzić może do insulinooporności poprzez 
blokowanie białka IRS-1 (insulin receptor substra-
te-1) przekazującego sygnał z receptora insulino-
wego do wnętrza komórki. Wzrost stężenia wolnych 
kwasów tłuszczowych prowadzi również do ich wy-
chwytu przez hepatocyty i stymulacji glukoneoge-
nezy, a ponadto wpływa na hamowanie uwalniania 
GH z przysadki (50, 51, 52).

Z kolei wychwyt glukozy przez komórki hamo-
wany jest poprzez blokowanie GLUT-4, do którego 
aktywacji potrzebne jest uruchomienie wewnątrz-
komórkowego szlaku sygnałowego kinazy 3-fosfa-
tydyloinozytolu (PI3K). Ta ścieżka sygnałowa z kolei 
hamowana jest przez podjednostkę p85α PI3K. Pod-
jednostka ta natomiast aktywowana jest w wyniku 
działania GH. W związku z tym zwiększone wydzie-
lanie GH, podobnie jak głodzenie przed operacją, ha-
muje GLUT-4, a co za tym idzie, przyczynia się, wraz 
ze wspomnianą wcześniej stymulacją glikogenolizy, 
do hiperglikemii i rozwoju insulinooporności, choć 
w przypadku pooperacyjnego wzrostu wydzielania GH 
jego znaczenie w rozwoju oporności na insulinę jest 
mniejsze niż głodzenie przedoperacyjne i aktywacja 
osi podwzgórze – przysadka – nanercza (4, 50, 53, 54).

Hiperglikemia pooperacyjna jest zatem główną 
cechą zmienionego chirurgicznie metabolizmu wę-
glowodanów, a jej nasilenie jest skorelowane z inwa-
zyjnością i rozległością przeprowadzanego zabiegu. 
Wysokie stężenie glukozy (u ludzi > 216 mg/dl) nie 
tylko upośledza gojenie rany pooperacyjnej, ale rów-
nież zwiększa ryzyko zakażeń i wystąpienia innych 
powikłań pooperacyjnych (4).

Metabolizm lipidów

Jak wcześniej wspomniano, zwiększone wydzielanie 
GH prowadzi do lipolizy i uwalniania wolnych kwasów 
tłuszczowych. Wykazano, że hormon wzrostu, działa-
jąc na adipocyty, prowadzi do zmniejszenia ekspresji 
białka FSP27 (fat specific protein 27). Białko to z ko-
lei blokuje lipolityczną funkcję enzymu ATGL (adi-
pose triglyceride lipase). Zatem obniżenie ekspresji 
FSP27 na skutek działania hormonu wzrostu zwięk-
sza z kolei lipolityczną aktywność ATGL, prowadząc 
w ten sposób do hydrolizy trójglicerydów, z których 
uwalniane są wolne kwasy tłuszczowe i diacylogli-
cerole (ryc. 3). Z nich z kolei uwalniane są na skutek 
działania enzymu HSL (hormone sensitive lipase; li-
paza hormonozależna) wolne kwasy tłuszczowe i mo-
noacyloglicerole, aż wreszcie w wyniku działania li-
pazy monoacyloglicerolu (MGL) uwalniane są wolne 
kwasy tłuszczowe i glicerol, który jest substratem 
w procesie wątrobowej glukoneogenezy (55, 56, 57, 58).

Niezależnie od działania hormonu wzrostu lipoli-
za pooperacyjna spowodowana jest również zwięk-
szonym wydzielanie kortyzolu i katecholamin (4, 
58). Katecholaminy, działając na tkankę tłuszczo-
wą, mogą zarówno powodować lipolizę, jak również 
ją hamować. Te przeciwstawne mechanizmy dzia-
łania wynikają z rodzaju receptorów adrenergicz-
nych, na które działają katecholaminy, przekazując 
dalej sygnał stymulujący lub hamujący za pośrednic-
twem białek G, które należą do grupy białek będących 
molekularnymi przełącznikami przekazującymi sy-
gnał wewnątrzkomórkowo stymulując (Gs) lub hamu-
jąc (Gi) dalszy proces (58, 59).

Działanie adrenaliny i noradrenaliny na receptory 
β-adrenergiczne aktywuje lipolizę, działając poprzez 
białko Gs, które reaguje z enzymem cyklazą adenylo-
wą przekształcającą ATP do cAMP aktywującego en-
zym białkową kinazę A (PKA, protein kinase A). PKA 
z kolei prowadzi do fosforylacji perylipiny-1 (białka 
pokrywającego kropelki tłuszczu w adipocytach) oraz 
lipazy HSL. Fosforylacja HSL powoduje przemieszcze-
nie tego enzymu z cytozolu do powierzchni kropelek 
tłuszczu i hydrolizy diacylogliceroli, natomiast fos-
forylacja perylipiny-1 prowadzi do uwolnienia białka 
ABHD5 (α/β-hydrolase domain-containing 5) będą-
cego ko-aktywatorem lipazy ATGL. W ten sposób za-
początkowana zostaje kaskada przekształcania trój-
glicerydów do diglicerydów i dalej monoglicerydów 
z uwalnianiem przy każdym przekształceniu wol-
nych kwasów tłuszczowych (58, 60). Jak już wcześ-
niej wspomniano, monoacyloglicerole hydrolizowane 
są przy udziale lipazy MGL, która najprawdopodob-
niej nie wykazuje aktywności względem tri- i dia-
cylogliceroli. Nie jest również aktywowana hormo-
nalnie, a  jej działanie jest konsekwencją kaskady 
hydrolizy lipidów (58).

Działanie katecholamin na receptor α2-adrener
giczny adipocytów hamuje lipolizę poprzez białko Gi, 
blokując cyklazę adenylową, czego skutkiem jest za-
hamowanie wewnątrzkomórkowej ścieżki sygnało-
wej prowadzącej do rozkładu triacylogliceroli i uwal-
niania wolnych kwasów tłuszczowych (58). Podobnie 
hamowanie lipolizy spowodowane jest przez insulinę, 
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która blokuje powstawanie cAMP i dalszą fosforyla-
cję lipazy HSL. Insulina obniża również aktywność 
lipazy ATGL, natomiast zwiększa aktywność enzy-
mu adiponutryny (PNPLA3), która z  jednej strony 
wykazuje aktywność hydrolityczną względem tri-, 
di- i monoacylogliceroli, z drugiej natomiast ogra-
nicz aktywność lipazy ATGL (55, 61). Jak jednak już 
wcześniej wspomniano, pooperacyjne wydziela-
nie insuliny jest obniżone (4). A zatem niskie stęże-
nie insuliny zwiększa aktywność ATGL oraz obniża 
aktywność adiponutryny. Ponadto głodzenie przed 
operacją, podobnie jak niskie wydzielanie insuliny, 
wpływa na wzrost aktywności ATGL i obniżenie ak-
tywności adiponutryny (55).

U  ludzi receptory α2-adrenergiczne przeważają 
liczbowo receptory β-adrenergiczne w adipocytach 
tkanki podskórnej brzucha i ud, natomiast w trzewnej 
tkance tłuszczowej liczba jednych i drugich recepto-
rów jest taka sama (62). Zhang i wsp. (63) wykazali, że 
przewlekłe podwyższone stężenie insuliny (typowe 
dla insulinooporności i cukrzycy typu 2) blokuje ak-
tywowaną β-adrenergicznie białkową kinazę A ha-
mując w ten sposób lipolizę, pomimo że zwiększona 
jest produkcja cAMP. A zatem w związku z pojawiają-
cą się na skutek zabiegu chirurgicznego trwającą kil-
ka tygodni insulinoopornością można podejrzewać, 
że możliwe jest hamowanie lipolizy na skutek zablo-
kowania działania β-adrenergicznego w adipocytach 

w dalszym okresie poopercyjnym, gdy nastąpi zwięk-
szenie wydzielania insuliny.

Wykazano również, że wzrost wydzielania kor-
tyzolu oraz hormonu wzrostu prowadzą do zwięk-
szenia we krwi poziomu białka angiopoetynopodob-
nego 4 (ANGPTL4), hormonu, który w adipocytach 
za pośrednictwem receptora dla ANGPTL4 również 
prowadzi do aktywacji cyklazy adenylowej, prze-
kształcającej ATP do cAMP, co w konsekwencji po-
woduje lipolizę (58).

Uwalniane wolne kwasy tłuszczowe przy podwyż-
szonym stężeniu glukagonu, z równoczesnym obni-
żonym stężeniu insuliny, ulegają utlenianiu, w wyniku 
czego w wątrobie powstają ciała ketonowe stano-
wiące substrat energetyczny dla mięśnia sercowe-
go i mózgu (4, 64). Warto również zaznaczyć, że sam 
glukagon przy obniżonym stężeniu insuliny oprócz 
stymulacji ketogenezy również sprzyja lipolizie (65). 
W hepatocytach glukagon poprzez receptor dla glu-
kagonu prowadzi do aktywacji cyklazy adenylowej 
i dalej powstawania cAMP, a zatem również fosfo-
rylacji lipazy HSL. Ponadto, glukagon w komórkach 
wątroby, aktywując również enzym fosfolipazę C, 
prowadzi do powstawania wewnątrzkomórkowego 
przekaźnika sygnału, jakim jest trifosforan inozyto-
lu (IP3). IP3 z kolei stymuluje uwalnianie z siateczki 
śródplazmatycznej jonów Ca2+, których zwiększone 
stężenie w cytozolu aktywuje zależną od kalmoduliny 

Ryc. 3. Zmiany w metabolizmie lipidów na skutek stresu chirurgicznego (GH – hormon wzrostu, FSP27 – Fat Specific Protein 27, ANGPTL4 – białko 
angiopoetynopodobne 4, ATGL – adipose triglyceride lipase, ATP – adenozynotrifosforan, cAMP – cykliczny adenozynomonofosforan, IP3 – trifosforan inozytolu, 
CaMKII – zależna od kalmoduliny kinaza II, PKA – białkowa kinaza A, ABHD5 – α/β-hydrolase domain-containing 5, HSL lipaza hormonozależna, MGL – lipaza 
monoacyloglicerolu, TAG – triacyloglicerole, DAG – diacyloglicerole, MAG – monoacyloglicerole, FFA – wolne kwasy tłuszczowe)
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kinazę II (CaMKII) prowadzącą do aktywacji ATGL 
i lipolizy w hepatocytach (66, 67).

Jak już wcześniej wspomniano, uwalniane w nad-
miarze wolne kwasy tłuszczowe, prowadząc do fos-
forylacji IRS-1 w określonych pozycjach aminokwa-
sów, powodują jego blokowanie, co z kolei prowadzi 
do rozwoju insulinooporności (53, 68).

Metabolizm białek

Na pooperacyjne przemiany białek wpływa przede 
wszystkim zwiększone wydzielanie kortyzolu, któ-
ry prowadzi do zmian katabolicznych (ryc. 4). Po-
nadto, na rozkład białek mogą mieć wpływ cytoki-
ny, a zwłaszcza interleukina 6 (IL-6) odgrywająca 
również rolę w reakcji ostrej fazy (4). Bezpośredni 
wpływ IL-6 na przemiany białkowe nie jest znaczą-
cy, jednakże pośrednio może wpływać na zmniej-
szenie mięśniowej wymiany białek poprzez wpływ 
na zużycie aminokwasów w innych tkankach i ogra-
niczenie ich dostępności, natomiast całkowita masa 
mięśniowa zależy od stosunku syntezy białek do ich 
degradacji (69, 70).

Kortyzol, jako hormon lipofilny, łączy się z we-
wnątrzkomórkowym receptorem glikokortykostero-
idowym, który po odłączeniu białkowego kompleksu 
przemieszcza się do jądra komórkowego. Środko-
wa część receptora nazywana domeną wiążącą DNA 
(DBD, DNA binding domain) wiąże się w miejscu nici 

kwasu deoksyrybonukleinowego określanej jako GRE 
(glucocorticoid response element) będącą określoną 
sekwencją nukleotydową. W ten sposób dochodzi do 
aktywacji transkrypcji DNA na RNA. Glikokortyko-
steroidowy receptor może wiązać się również z ne-
gatywnym GRE, blokując powstawanie RNA, a za-
tem blokując ekspresję określonego genu (71, 72, 73, 
74). Wykazano, że kortyzol obniża ekspresję genów 
dla miogenicznych czynników regulatorowych ta-
kich jak miogenina, MyoD (myoblast determination 
protein 1) i Myf5 (myogenic factor 5) oraz czynników 
transkrypcyjnych takich jak PAX3 i PAX7 (paired box 
gene 3, paired box gene 7), natomiast zwiększa eks-
presję genu dla kalpainy będącej wapniowo-zależną 
nielizosomalną proteazą cysteinową biorącą udział 
w degradacji białek mięśniowych (70, 75). Obniżając 
ekspresje genów odpowiedzialnych za miogenezę 
oraz przyspieszając degradację białek mięśniowych, 
kortyzol wykazuje działanie kataboliczne, zwięk-
sza stężenie aminokwasów w osoczu krwi (pocho-
dzących z białek mięśniowych), syntezę niektórych 
aminokwasów i mocznika oraz zwiększa jego wy-
dalanie (76, 77, 78).

Hormon wzrostu, w przeciwieństwie do katabolicz-
nego wpływu kortyzolu na białka, wykazuje działanie 
anaboliczne, zwiększając syntezę białek, obniżając 
ich degradację oraz ograniczając syntezę mocznika 
(53). W efekcie działania GH oraz produkowanego pod 
jego wpływem IGF-1 stymulowane jest gojenie ran, 

Ryc. 4. Zmiany w metabolizmie białek na skutek stresu chirurgicznego (IL-6 – interleukina 6, GH – hormon wzrostu, IGF-1 – insulinopodobny czynnik 
wzrostowy 1, MyoD – myoblast determination protein 1, Myf5 – Myogenic factor 5, PAX3 – czynnik transkrypcyjny paired box gene 3, PAX7 – czynnik 
transkrypcyjny paired box gene 7)
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co ma znaczenie w okresie pooperacyjnym (79, 80). 
Ponadto IGF-1, podobnie jak sama insulina, stymu-
luje syntezę białek mięśni szkieletowych, wykazując 
działanie odwrotne względem kortyzolu. W syntezie 
białek mięśni szczególne znaczenie ma autokrynne 
i parakrynne działanie IGF-1 w porównaniu do jego 
działania endokrynnego. Wynika to z faktu wielo-
krotnego wzrostu ekspresji genu dla IGF-1 w samych 
mięśniach szkieletowych pod wpływem działania 
hormonu wzrostu. A zatem w efekcie zwiększone-
go wydzielania GH same mięśnie wytwarzają IGF‑1, 
który działa na nie, stymulując syntezę białek (48).

Jak wcześniej wspomniano, stres chirurgiczny po-
woduje zwiększenie wydzielania glukagonu, który 
stymuluje glukoneogenezę. Kraft i wsp. (81) wyka-
zali, że podwyższone stężenie glukagonu przy pod-
wyższonym stężeniu aminokwasów we krwi prowadzi 
do obniżenia ich stężenia z równoczesnym obniże-
niem syntezy białek w wątrobie. Zwiększona jest na-
tomiast produkcja mocznika, a aminokwasy wyko-
rzystywane są w procesie glukoneogenezy. Zatem 
glukagon w przemianach białek wykazuje działanie 
kataboliczne. Ponadto zmniejszeniu ulega również 
wychwyt glukozy przez wątrobę oraz obniżona jest 
synteza glikogenu w wyniku obniżenia aktywności 
enzymu syntazy glikogenu (81).

Omawiając pooperacyjne przemiany białek, war-
to również wspomnieć, że pomimo przeważających 
zmian katabolicznych, w wątrobie, oprócz zużycia 
aminokwasów do produkcji glukozy, syntetyzowane 
są również białka ostrej fazy odgrywające rolę w pro-
cesie zapalnym oraz gojeniu ran, co ma znaczenie po 
zabiegu chirurgicznym (1, 82).

Równowaga wodno-elektrolitowa

Mimo że bezpośrednio przed znieczuleniem równo-
waga płynów powinna być jak najbardziej zbliżona do 
normy, w okresie okołooperacyjnym często wystę-
puje odwodnienie spowodowane doustnym nieprzyj-
mowaniem zarówno pokarmów, jak i płynów przed 
operacją, utratą płynów z przestrzeni wewnątrz-
naczyniowej spowodowanej krwawieniem podczas 
operacji oraz ucieczką płynów do tzw. trzeciej prze-
strzeni (83, 84, 85).

W tym miejscu warto wyjaśnić koncepcję „trze-
ciej przestrzeni”, określanej jako nieaktywna lub nie-
funkcjonująca przestrzeń płynowa (klasyczna trze-
cia przestrzeń), z której po infuzji dożylnej część 
płynu nie może zostać wydalona przez pewien czas 
(86). Według Chappell i wsp. (87) przestrzeń ta dzie-
li się na dwie części: anatomiczną i nieanatomiczną. 
Część anatomiczną stanowić ma przestrzeń śród-
miąższowa, w której gromadzi się płyn, natomiast 
część nieanatomiczna (klasyczna trzecia przestrzeń 
lub niefunkcjonujący płyn zewnątrzkomórkowy) to 
ta przestrzeń, która ma być oddzielona anatomicznie 
od części śródmiąższowej, w obrębie której w warun-
kach fizjologicznych jest jedynie niewielka ilość pły-
nu lub też praktycznie go nie ma (np. jama otrzewnej 
czy jelita). Wyjaśnienie tej koncepcji wydaje się waż-
ne, ponieważ, jak podaje Hahn (88), anestezjolodzy 
dzielą się na tych, którzy w nią wierzą i tych, którzy 

w nią nie wierzą. Koncepcja ta narodziła się na począt-
ku lat 60. ubiegłego wieku. Shires i wsp. (89) zwrócili 
uwagę, że u pacjentów, zwłaszcza po poważniejszych 
operacjach, objętość płynów wewnątrznaczyniowych 
obniża się bardziej niż wynikałoby to z utraty krwi na 
skutek działań chirurgicznych, a stopień redystrybu-
cji tych płynów ma związek z inwazyjnością operacji 
i stopniem urazu na skutek tych działań. Uznano, że 
ucieczka płynu z przestrzeni wewnątrznaczyniowej 
do przestrzeni zewnątrznaczyniowej wymaga inten-
sywnej płynoterapii w okresie okołooperacyjnym, by 
utrzymać prawidłową objętość krwi krążącej. Kon-
cepcję tę zakwestionowała jednak część naukowców, 
uważając, że metodologia przeprowadzanych badań 
była nieprawidłowa, a sama „trzecia przestrzeń” 
uznana została przez nich za fikcję, choć te analizy 
również spotkały się z krytyką. Pojawiło się pytanie, 
czy płynoterpapia okołooperacyjna powinna być in-
tensywna, czy też bardziej restrykcyjna (90, 91, 92). 
Myles i wsp. (93) porównali grupę niemal 1500 pa-
cjentów, u których w okresie pooperacyjnym stoso-
wano intensywną terapię płynami z podobną licz-
bowo grupą, w której podaż płynów dożylnych była 
mniejsza. Wyniki, jakie uzyskali, wskazywały, że te 
dwa podejścia do stosowania płynów dożylnych po 
operacji nie wpływają na rozwój posocznicy oraz nie 
ma różnicy w odsetku pacjentów z obu grup, którzy 
przeżyli rok po interwencji chirurgicznej. Stwierdzo-
no natomiast, że u pacjentów ze zmniejszoną poda-
żą płynów występował wyższy odsetek przypadków 
ostrej niewydolności nerek (93).

Niezależnie od tego, czy koncepcja ucieczki pły-
nów do trzeciej przestrzeni jest prawdziwa bądź nie, 
faktem jest, że po operacji może nastąpić wzrost 
masy ciała utrzymujący się przez kilka dni (88, 94). 
Według Hahn (88) ok. ⅓ objętości krystaloidów po-
danych dożylnie podczas operacji przejściowo nie 
jest wydalana i ma swój udział w rozwoju obrzęków 
pooperacyjnych oraz wzroście masy ciała. Innym 
czynnikiem przyczyniającym się do zatrzymywa-
nia płynów jest gromadzenie wysięku na skutek sta-
nu zapalnego (88). To właśnie zapalenie najprawdo-
podobniej wpływa na gromadzenie płynu w jamie 
otrzewnej po operacjach na terenie jamy brzusz-
nej (95, 96, 97, 98). Tsukada i wsp. (95) wykryli cy-
tokiny prozapalne w płynie zgromadzonym w jamie 
otrzewnej po operacjach u 49 pacjentów. Stężenie 
cytokin takich jak TNF-α, IL‑6, IL-1, IL-1β korelo-
wało z czasem trwania operacji. Ponadto stężenia 
TNF-α i  IL-1β korelowały również z  zakażeniami 
bakteryjnymi (95).

Pomijając spory anestezjologów dotyczące ucieczki 
płynów do „trzeciej przestrzeni”, wiadomo, że pacjen-
ci w okresie okołooperacyjnym mogą być odwodnieni, 
w wyniku czego obniża się objętość płynów w łożysku 
naczyniowym, a hipowolemia prowadzi do wzrostu 
wydzielania wazopresyny oraz aktywacji układu re-
nina – angiotensyna – aldosteron (85). Efekty działa-
nia wazopresyny szczegółowo przedstawiono na ła-
mach „Życia Weterynaryjnego” w październikowym 
i listopadowym wydaniu z 2019 r. w 2‑częściowej pu-
blikacji pierwszej autorki niniejszego opracowania 
(99, 100). Wzrost wydzielania wazopresyny może być 
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nawet 50–100‑krotny. Efektem działania tego hor-
monu jest zatrzymywanie wody i sodu w organizmie. 
Na zatrzymywanie wody w organizmie wpływają: 
zmniejszony przepływ krwi przez nerki na skutek 
obniżonego ciśnienia krwi i hipowolemii, zwężenie 
naczyń nerkowych w wyniku działania wazoaktyw-
nych hormonów zwężających naczynia krwionośne 
celem utrzymania ciśnienia krwi (katecholaminy, re-
nina, angiotensyna II, aldosteron oraz sama wazo-
presyna), a także niektóre leki anestetyczne obniża-
jące przepływ krwi przez nerki na skutek obniżenia 
ciśnienia krwi (84, 101, 102, 103).

Aldosteron z kolei zwiększa ciśnienie krwi poprzez 
zatrzymywanie sodu, a wraz z nim wody w zamian za 
wydalanie potasu i wodoru (104). Mechanizm działa-
nia układu renina – angiotensyna – aldosteron rów-
nież został szczegółowo omówiony przez pierwszą 
autorkę niniejszego opracowania na łamach lutowe-
go wydania „Życia Weterynaryjnego” w 2019 r. (105).

Ponadto, jak podaje Velloso (48), również hormon 
wzrostu, który uwalniany jest w wyniku stresu chi-
rurgicznego, podobnie jak aldosteron i wazopresy-
na, zwiększa zatrzymywanie wody oraz sodu w or-
ganizmie, przyczyniając się do pozakomórkowego 
gromadzenia płynów. Herlitz i wsp. (106) wykaza-
li, że stosowanie u ludzi z niedoborem GH rekombi-
nowanego ludzkiego hormonu wzrostu powodowało 
u nich zmniejszenie wydalania sodu wraz z moczem 
oraz wzrost objętości wody w organizmie.

Pomimo retencji sodu i wody na skutek działa-
nia wazopresyny, aldosteronu i hormonu wzrostu, 
u  ludzi w okresie pooperacyjnym powszechna jest 
hiponatremia, na co w znacznym stopniu wpływa 
zespół Schwartza-Barttera (nieadekwatne wydzie-
lanie hormonu antydiuretycznego), przyczyniający 
się do zwiększonego zatrzymywania wody wzglę-
dem sodu, oraz mózgowy zespół utraty soli, w któ-
rym rolę według Cerdà-Esteve i wsp. (107) odgrywa-
ją peptydy natriuretyczne. Ich zwiększone stężenie 
również występuje w okresie pooperacyjnym, wpły-
wając na wzrost wydalania sodu wraz z moczem (108, 
109, 110). Peptydy natriuretyczne, działając endokryn-
nie i parakrynnie, przeciwdziałają efektom aktywacji 
układu renina – angiotensyna – aldosteron poprzez 
hamowanie wydzielania reniny i syntezy aldostero-
nu (111, 112, 113, 114). Ponadto, według Fu i wsp. (111), 
przedsionkowy peptyd natriuretyczny hamuje rów-
nież wydzielanie wazopresyny, blokuje w kanalikach 
nerkowych receptory V2 dla wazopresyny (ogranicza-
jąc w ten sposób zatrzymywanie wody) oraz obniża 
wydzielanie katecholamin w zakończeniach układu 
współczulnego w naczyniach obwodowych. Aktywa-
cja uwalniania peptydów natriuretycznych następuje 
w wyniku rozciągania ściany przedsionków serca na 
skutek zwiększonej objętości płynów krążących. Po-
nadto, wydzielanie peptydów natriuretycznych sty-
mulowane jest przez podnoszące ciśnienie krwi hor-
mony, takie jak angiotensyna II, wazopresyna oraz 
wydzielana przez śródbłonek naczyń endotelina (114).

Specyficzne operacje, zwłaszcza dotyczące bezpo-
średnio gruczołu wydzielania wewnętrznego, mogą 
prowadzić jednak do rozwoju hipernatremii. Przykła-
dem jest tu operacja usunięcia przysadki z aktywnym 

hormonalnie guzem u psów, gdzie wpływ na wzrost 
stężenia jonów sodu we krwi miały czynniki, takie jak: 
rozwój moczówki prostej po usunięciu przysadki, po-
czątkowa oporność nerek na stosowaną desmopresynę 
oraz stosowanie kortykosteroidów po operacji (115).

W okresie pooperacyjnym działają zatem zarów-
no mechanizmy zwiększające zatrzymywanie wody 
i sodu, jak i mechanizmy zwiększające ich wydala-
nie. Wypadkową tych działań oraz innych czynników 
(takich jak głodzenie przed operacją, utrata płynów 
w trakcie jej przebiegu oraz stosowane leki) jest z jed-
nej strony odwodnienie, z drugiej zaś wzrost masy 
ciała. W związku z odwodnieniem występującym jesz-
cze przed operacją, jak również w okresie poopera-
cyjnym, uzasadnione jest stosowanie płynoterapii. 
Jak wyżej wspomniano, w medycynie stosowane są 
dwa typy nawadniania okołooperacyjnego: ograni-
czona ilość płynów oraz zwiększona podaż płynów 
(93). U ludzi z jednej strony zwiększona ilość płynów 
obniża ryzyko pooperacyjnej niewydolności nerek, 
obniża stężenie adlosteronu, reniny, angiotensy-
ny II i hormonu antydiuretycznego. Z drugiej jednak 
zwiększona podaż płynów powoduje rozwój obrzęków 
tkanek, a rozcieńczenie krwi sprzyja również niedo-
tlenieniu tkanek oraz uszkodzeniu śródbłonkowego 
glikokaliksu, co z kolei zwiększa przepuszczalność 
naczyń krwionośnych i wpływało na dalszy rozwój 
obrzęków (93, 116, 117). Ponadto, Voldby i Brandstrup 
(118) wskazują również na wpływ zwiększonej poda-
ży płynów na rozwój stanu zapalnego.

Zmiany w stężeniu jonów potasu w okresie po-
operacyjnym zależą w znacznym stopniu od sa-
mej choroby będącej przyczyną operacji lub choroby 
współistniejącej. Według różnych źródeł po operacji 
występować może zarówno hipo-, jak i hiperkalie-
mia (119, 120, 121). Obniżenie stężenia potasu w suro-
wicy obserwowano u części pacjentów po usunięciu 
aktywnych hormonalnie guzów przysadki, co we-
dług You i wsp. (119) spowodowane było uwolnieniem 
znacznych ilości ACTH z uszkodzonego guza. Z ko-
lei według Lu i wsp. (120) hipokaliemia jest częsta po 
zabiegach chirurgicznych na terenie jamy brzusznej. 
Ponadto, na obniżenie stężenia potasu mogą wpły-
wać wspomniane wcześniej mechanizmy zwiększa-
jące wydalanie potasu przez nerki, takie jak: stałe 
pobudzanie interwencją chirurgiczną osi przysadka 
– nadnercza oraz aktywacja na skutek hipowolemii 
układu renina – angiotensyna – aldosteron (4, 104). 
Również wazopresyna ma swój udział w zwiększeniu 
wydalania potasu przez nerki pomimo swojego dzia-
łania antydiuretycznego lub też obniża jego stężenie 
przez rozcieńczenie zatrzymywaną wodą (122). U świń 
wykazano, że ciężki krwotok prowadził do szybkie-
go wzrostu stężenia potasu oraz nieadekwatnie ni-
skiego uwalniania wzaopresyny w grupie zwierząt, 
które nie przeżyły gwałtownej utraty krwi. Z kolei 
w grupie zwierząt, które przeżyły krwotok, wydzie-
lanie wazopresyny było wyższe, a stężenie potasu po-
zostawało w zakresie wartości referencyjnych (122). 
A zatem udział wazopresyny w regulacji stężenia po-
tasu we krwi wydaje się uzasadnione. Hipokaliemia 
może być również spowodowana przeniesieniem po-
tasu do przestrzeni wewnątrzkomórkowej na skutek  
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zwiększonego wydzielania katecholamin w wyniku 
stresu chirurgicznego, które początkowo powodują 
przejściową hiperkaliemię za pośrednictwem recep-
torów α, a następnie za pośrednictwem receptorów β 
stymulują przeniesienie jonów potasu do wnętrza ko-
mórek (123, 124). Podobny adrenergiczny mechanizm 
rozwoju hipokaliemii opisano u psa zatrutego albu-
terolem dla koni (β2 agonista stosowany w leczeniu 
astmy) oraz u człowieka zatrutego kokainą. W obu 
cytowanych przypadkach rozwinęła się ciężka hipo-
kaliemia prowadząca do porażenia mięśni (125, 126).

Podobnie jak hipokaliemia, wzrost stężenia jo-
nów potasu we krwi jest również częstym powikła-
niem pooperacyjnym (121). Do jej rozwoju może do-
prowadzić przynajmniej kilka mechanizmów, m.in. 
związanych z rozpadem guza nowotworowego, prze-
toczeniem krwi bądź podaniem innych płynów boga-
tych w potas, stopniem inwazyjności procedury chi-
rurgicznej, czy też charakterystyką samej operacji 
(121). Przykładowo, rozwój hiperkaliemii może na-
stąpić po usunięciu jednego z nadnerczy, prowadząc 
na ogół przejściowo do hipoaldosteronizmu i obni-
żenia wydalania potasu przez nerki (127). Nie zawsze 
jednak hiperkaliemia musi wystąpić po jednostron-
nej adrenalektomii. Właściwe postępowanie około-
operacyjne może ją ograniczyć lub też jej zapobiec. 
W 2012 r. pierwsza autorka niniejszego opracowania 
po rozpoznaniu nietypowego zespołu Conna u psa 
zleciła jednostronne usunięcie gruczołu nadnerczo-
wego. Zastosowanie w okresie pooperacyjnym kor-
tykosteroidów, łagodna suplementacja potasu oraz 
monitoring jego stężenia w surowicy pozwoliły na 
bezpieczny powrót psa do stanu normokaliemii (128).

Należy również wspomnieć, że na rozwój hiperka-
liemii pooperacyjnej może mieć wpływ wrażliwość 
tkanek na insulinę, która ma swój udział w prze-
niesieniu potasu do wnętrza komórek mięśniowych 
i wątrobowych (124). Po operacji jednak, o czym już 
wcześniej wspomniano, często rozwija się insulino-
oporność, a ta z kolei związana jest ze wzrostem stę-
żenia jonów potasu w surowicy (129).

W okresie pooperacyjnym obserwowane mogą 
być również zmiany w stężeniu jonów chlorkowych, 
stanowiących główny anion zewnątrzkomórkowy, 
a same zmiany w jego stężeniu odzwierciedlają stan 
równowagi kwasowo-zasadowej. W okresie poopera-
cyjnym u ludzi obserwowano zarówno hiperchlore-
mię, jak i hipochloremię (130, 131, 132). W przypadku 
obydwu komplikacji stwierdzano zwiększone ryzy-
ko zgonu po operacji (131, 133, 134).

Spośród hormonów wpływających na stężenie 
chlorków wymienić należy przede wszystkim angio-
tensynę II, aldosteron, wazopresynę i kortyzol (135).

Jak wcześniej wspomniano, zwiększone wydzie-
lanie wazopresyny, powstawanie angiotensyny II 
oraz uwalnianie aldosteronu związane są z rozwo-
jem okołooperacyjnej hipowolemii. Ponadto, stres 
chirurgiczny prowadzi do zwiększonego wydzielania 
kortyzolu. W efekcie działania angiotensyny II i wa-
zopresyny dochodzi do zwiększonego zatrzymywa-
nia chlorków przez nerki. Należy jednak zaznaczyć, że 
wydzielana w okresie pooperacyjnym wazopresyna 
zatrzymuje więcej wody względem jonów, w efekcie 

czego anion chlorkowy, podobnie jak kation sodowy, 
ulega rozcieńczeniu. Ponadto kortyzol, działając na 
receptor mineralokortykosteroidowy, również pro-
wadzi do kaskady zmian, w efekcie których dochodzi 
do zwiększenia wydalania chlorków, a zatrzymywa-
nia anionu wodorowęglanowego. Szczegóły dotyczą-
ce zmian w stężeniu jonów chlorkowych na skutek 
działania wymienionych hormonów przedstawio-
no w publikacji na łamach „Życia Weterynaryjne-
go” w wydaniu listopadowym z 2021 r. (135). Należy 
jednak podkreślić, że stężenie anionu chlorkowego 
w okresie pooperacyjnym jest wypadkową działania 
nie tylko wymienionych hormonów, ale również wo-
lemii i stopnia perfuzji tkanek. Kimura i wsp. (131) jako 
potencjalne przyczyny hipochloremii pooperacyjnej 
wskazują utratę tego anionu wraz z sokiem żołądko-
wym (zwłaszcza w przypadku operacji żołądkowo-
-jelitowych) i nadmiar wody w organizmie powodu-
jący rozcieńczenie. Ponadto sugerują, że przyczyną 
hipochloremii może być niewydolność nadnerczy, co 
jest w sprzeczności z podanymi powyżej informacja-
mi (131). Należy tutaj wyjaśnić, że oceniając stężenie 
chlorków w surowicy pacjenta, należy obliczyć sko-
rygowane stężenie tego anionu wobec stężenia sodu 
zgodnie ze wzorami dla psów i kotów podanymi we 
wspomnianym artykule z listopada 2021 r. (135). Brak 
tego obliczenia skutkować może rozpoznaniem arte-
faktowej hipochloremii, która faktycznie często to-
warzyszy niewydolności kory nadnerczy i występu-
je równocześnie z hiponatremią (135).

Z kolei w rozwoju hiperchloremii pooperacyjnej 
wg Miller i Myles (136) szczególną rolę odgrywa sto-
sowanie do nawadniania 0,9% roztworu NaCl, któ-
ry zwiększając stężenie chlorków we krwi, zwięk-
sza również ryzyko rozwoju kwasicy metabolicznej 
oraz ostrego uszkodzenia nerek. Wzrost ryzyka roz-
woju zależnej od dawki hiperchloremii pooperacyj-
nej w wyniku stosowania w płynoterapii roztworu 
chlorku sodu zauważyli już wcześniej również inni 
badacze (134, 137). McCluskey i wsp. (134) zwracają 
również uwagę, że wpływ na rozwój tego powikła-
nia mogą mieć także inne czynniki, takie jak choroby 
nerek czy hiperchloremia przedoperacyjna. Rassam 
i Counsell (84) podkreślają, że zastosowanie soli fi-
zjologicznej w leczeniu kwasicy metabolicznej spo-
wodowanej hipoperfuzją tkanek może jedynie po-
głębić kwasicę, zamiast ją skorygować. Scheingraber 
i wsp. (138) wskazują, że znacznie bezpieczniejsze 
w tym względzie jest zastosowanie roztworu Rin-
gera z mleczanami.

Podsumowanie

Lekarze weterynarii w swojej praktyce klinicznej 
powinni uwzględnić możliwość wystąpienia zmian 
metabolicznych u zwierząt w okresie pooperacyj-
nym. Szczególnie istotne wydaje się monitorowanie 
stężenia glukozy, które wskazywać może na ryzyko 
wystąpienia powikłań po zabiegu chirurgicznym. 
Warto przy tym pamiętać, że rozwijająca się na sku-
tek operacji, towarzysząca hiperglikemii, insulino-
oporność może utrzymywać się nawet przez kilka 
tygodni, a sprzyjać jej może nadmierne uwalnianie 
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wolnych kwasów tłuszczowych na skutek pooperacy-
jej lipolizy. Należy również pamiętać o wpływie insu-
liny na stężenie potasu we krwi. Nie mniej istotne są 
ocena stopnia nawodnienia organizmu oraz monito-
rowanie we krwi poziomu elektrolitów jednowarto-
ściowych, których stężenia również ulegają zmianie 
i mogą wiązać się z powikłaniami pooperacyjnymi.
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